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1 Einleitung 
1.1 Aspergillus und Aflatoxine 
Aflatoxine sind toxische, hochkanzerogene sekundäre Metaboliten, welche überwiegend von 
den Schimmelpilzen Aspergillus flavus und A. parasiticus gebildet werden und ein 
erhebliches Gesundheitsrisiko für Mensch und Tier darstellen. Eine präzise Einschätzung der 
durch Aflatoxin und weiteren Mykotoxinen wie Deoxynivalenol, Ochratoxin und Zearalenon 
weltweit verursachten Schäden ist nicht möglich, da nicht ausreichend Daten bezüglich der 
direkten Schäden und Folgeschäden durch Mykotoxine vorliegen (CAST 2003). Die 
jährlichen Verluste durch Aflatoxin werden allein in den USA auf mehr als 1 Mrd. US-$ 
beziffert (Robens und Cardwell 2005). Dagegen ist davon auszugehen, dass die weltweiten 
Schäden bei Einhaltung der strikteren europäischen Exportbedingungen (4 µg/kg Aflatoxin) 
deutlich höher eingeschätzt werden können (Yu et al. 2005). Schätzungen zu Folge sind mehr 
als 4,5 Mrd. Menschen in Entwicklungsländern durch den Verzehr von kontaminierten 
Grundnahrungsmitteln Aflatoxinen chronisch ausgesetzt (Williams et al. 2004). Im Jahre 
1962 erreichten Aflatoxine erstmals die öffentliche Aufmerksamkeit nachdem sie als Quelle 
für das Massensterben von mehr als 100.000 Truthähnen in Großbritannien („Turkey-X-
Disease“), nach dem Verzehr von verseuchtem Erdnussmehl, ausgemacht wurden (Blount 
1961). Aflatoxine stellen ein immer wieder auftretendes Problem in Zonen mit warmen, 
subtrockenen Klima dar. Besonders davon betroffen sind Gebiete im mittleren Western der 
USA („corn-belt“), Chinas und Afrikas (Sub-Sahara). In Entwicklungsländern sind 
unzureichende Kontrollen von landwirtschaftlichen Produkten besonders verheerend. Im Jahr 
2004 führte in Kenia die Nahrungsaufnahme von Aflatoxin-versuchtem Mais zu tödlichen 
Vergiftungen (Aflatoxikose) bei der Hunderte Menschen starben (Azziz-Baumgartner et al. 
2005, Probst et al. 2007).  
Aufgrund des Klimawandels ist davon auszugehen, dass ein Verschieben der Klimazonen zu 
einem vermehrten Auftreten von Aflatoxin und Aflatoxin-produzierenden Pilzen auch in 
Europa führen wird (Paterson und Lima 2010). Im März 2013 erreichte die 
Aflatoxinproblematik auch erstmals die deutschen Schlagzeilen als landwirtschaftliche 
Betriebe in Niedersachsen mit Aflatoxin-verseuchtem Getreide aus Serbien beliefert wurden. 
Die Überwachungsbehörden der Bundesländer konnten die betroffenen Maischargen 
ermitteln, so dass kein Aflatoxin in die Nahrungskette („carry over“-Effekt) gelangen konnte. 
Das Bundesinstitut für Risikobewertung (BFR) stufte die Gefahr durch Aflatoxine als gering 
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ein (Risikobewertung 2013), jedoch herrschte in den Medien und bei Verbrauchern große 
Hysterie. 
1.1.1 Aflatoxine 
Der Name Aflatoxin (Af) leitet sich vom Genus Aspergillus flavus ab und ist der 
Sammelbegriff für eine Gruppe von Mykotoxinen. Die vier bedeutendsten Toxine dieser 
Gruppe sind AfB1, AfB2, AfG1 sowie AfG2 und sind nach ihren blau- bzw. 
grünfluoreszierenden physikalischen Eigenschaften im UV-Licht (λ=365nm) benannt (Hara et 
al. 1974). AfB1 ist das am häufigsten vorkommende Aflatoxin und ist etwa zehnmal 
kanzerogener (WHO 1993) als das Aflatoxin M1 (AfM1), welches nach Aufnahme von AfB1 
durch eine Hydroxylierungsreaktion bei Nutztiere in Rohmilch zu finden ist (Heathcote und 
Hibbert 1978). Da Aflatoxine eine „unsichtbare“ Gefährdung darstellen, hitzestabil und nicht 
durch Pasteurisierung eliminiert werden können, wurden deshalb für den menschlichen 
Verzehr für Milch, deren Folgeprodukte und alle anderen Lebensmittel strikte Grenzwerte 
festgelegt. Innerhalb der europäischen Union sind die Grenzwerte mit 4 µg/kg 
Gesamtaflatoxin in Lebensmitteln, sowie 0,05 µg/kg für Milch, durch die EU-Verordnung 
(Nr. 1152/2009) geregelt und ein Vielfaches niedriger als beispielsweise für die USA. 
Aflatoxine sind bioaktive Stoffe, welche nach Aufnahme im Körper zu reaktiven Epoxiden 
prozessiert werden und toxisch durch Interaktion mit Proteinen oder mutagen durch Bindung 
an DNA wirken. Aflatoxin B1 ist das stärkste in der Natur vorkommende natürliche 
Hepatokanzerogen und induziert Tumore in einer Vielzahl von Organen in Mensch und Tier. 
Bei chronische Exposition durch Aflatoxine treten Nebeneffekte wie Unterernährung 
(Kwashiorkor), vermindertem Wachstum und Immunsuppression wie Hepatitis C, welche 
meist synergetisch mit dem hepatozellulären Karzinom auftritt, auf (Amaike und Keller 
2011). A. flavus kann ebenfalls als invasives Humanpathogen in Erscheinung treten und ist 
neben A. fumigatus ein Krankheitserreger der Aspergillose. Durch Inhalation von Sporen 
gelangt A. flavus in die obere Luftröhre und kann sich dort als pilzliche Sinusitis einnisten. 
Eine Vielzahl potentieller Allergene werden sekretiert und führen zu allergischen Reaktionen 
wie Asthma, extrinsische Alveolitis oder allergischen bronchopulmonalen Aspergillose 
(ABPA). Eine Behandlung von ABPA erfolgt mit Antimykotika wie Voriconazol, Itraconazol 
und Kortison (Hedayati et al. 2007). Der seit den 70er Jahren in A. flavus erforschte 
Aflatoxinsyntheseweg ist weitestgehend aufgeklärt und besteht aus 23 enzymatischen 
Reaktionen und mindestens 15 Zwischenstufen, welche durch 25 Gene codiert werden und 
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innerhalb einer 70 kb Region auf Chromosom 3 liegen (Smith et al. 2007). Der erste stabile 
Aflatoxinvorläufer ist Norsolorinsäure (NOR) und wird mit Hilfe der Gene aflA und aflB 
(Fettsäuresynthese) sowie aflC (Polyketidsynthese) gewonnen. Nachfolgend wird NOR zu 
Sterigmatocystin und dann zu Aflatoxin synthetisiert. Bei der einzelnen Analyse aller im 
Aflatoxincluster enthaltenen Gene zeigte sich, dass der Verlust jedes einzelnen Faktors zu 
einer Reduzierung der Aflatoxinproduktion führt (Wilkinson und Abbas 2008). Jedoch gibt es 
bis jetzt noch kein komplettes regulatorisches Modell der Aflatoxinbiosynthese. 
1.1.2 Aspergillus 
Die Gattung Aspergillus gehört zur Gruppe der Ascomyzeten und umfasst mehr als 180 
Arten, welche überwiegend saprophytisch leben und ubiquitär verbreitet sind (Samson 1994). 
Insbesondere ölhaltige Früchte wie Nüsse (Pistazien, Erdnüsse) und Mais, aber auch 
Baumwolle, Maniok, Chili und Kaffee werden bereits auf dem Feld und später bei der 
Lagerung von den Aflatoxin-bildenden Schimmelpilzen befallen (Cary et al. 2011; 2013). 
Unter den Aspergillen sind neben den wirtschaftlich relevanten A. flavus und A. parasiticus, 
auch A. bombycis, A. ochraceoroseus, A. nominus, A. rambellii und A. pseudotamari in der 
Lage Aflatoxin zu bilden (Bennett und Klich 2003). Aufgrund der Morphologie der 
Überdauerungskörper (Sklerotium) wird A. flavus in L- (>400 µm) und S- (<400 µm) Stämme 
unterteilt. Beide A. flavus-Stämme bilden Aflatoxin B1 und B2, allerdings ist der S-Stamm 
befähigt Aflatoxin G1 und G2 zu bilden (Cotty 1989). Weiterhin findet eine Unterteilung von 
A. flavus in nichtproduzierende (nicht-aflatoxigene) und produzierende (aflatoxigene) Stämme 
nach den vegetative compatibility groups statt (Cotty und Bayman 1983), wobei die Anzahl 
an aflatoxigenen Stämmen in der Natur bei 50-80% liegt (Abbas et al. 2004; Abbas et al. 
2004; Abbas et al. 2005). Unter den wirtschaftlich bedeutenden Nutzpflanzen befällt A. flavus 
mehrheitlich Mais und Baumwolle, während A. parasiticus auf Bodenpflanzen insbesondere 
Erdnuss zu finden ist. Bei beiderseitigem Vorkommen von A. flavus und A. parasiticus auf 
einer Pflanze wird in der Regel A. parasiticus verdrängt (Horn et al. 1995). 
Im Jahr 2005 wurde die Genomsequenz von A. flavus (NRRL 3357) durch das Craig Venter 
Institute freigegeben (Payne et al. 2006). Die Genomgröße umfasst über 37 Mb, welche auf 
acht Chromosomen verteilt sind und 12.000 funktionelle Gene kodieren. Im Vergleich zu 
anderen sequenzierten Aspergillen führen Extrakopien von abstammungsspezifischen Genen 
vermutlich zu einem leicht vergrößerten Genom (Machida et al. 2005). Eine Sequenzierung 
von A. parasiticus ist noch nicht erfolgt. Jedoch wird aufgrund von karyotypischen Studien 
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davon ausgegangen, dass A. parasiticus über ein ähnlich großes Genom verfügt (Keller et al. 
1992). Wie alle Aspergillen verfügen A. flavus und A. parasiticus über einen pleomorphen 
Entwicklungszyklus und können sich entweder asexuell über die Bildung von Sporen oder 
sexuell als teleomorphe Form Petromyces flavi (Horn et al. 2009) bzw. Petromyces 
parasiticus (Horn et al. 2009) vermehren (Gussack et al. 1977; Papa 1978). Im Vergleich zu 
vielen anderen Pilze bevorzugen A. flavus und A. parasiticus heiße und trockene 
Wachstumsbedingungen (30-37°C), welche zur Pathogenität und Aflatoxinbildung beitragen. 
Jedoch besitzt A. flavus auch eine breite Temperaturtoleranz (25-48°C), die den Lebenszyklus 
von A. flavus auf dem Maisfeld (Abbildung 1) auch in der saprophytischen Phase begünstigt 
(Scheidegger und Payne 2003). 
 
Abbildung 1: Lebenszyklus von A. flavus (verändert nach Abbas et al. 2009) 
Der Verbreitungszyklus von A. flavus ist in eine saphrophytische Phase im Boden und in eine pathogene Phase 
auf der lebenden Pflanze unterteilt. Im Boden bildet der Pilz Überdauerungsstadien (Sklerotien), welche bei 
günstigen Witterungsverhältnissen (Hitze, Dürre) anfangen zu keimen. Das gebildete Myzel setzt Konidien frei, 
welche durch Wind, Regen und Insekten auf die Maispflanze übergehen und zur Infektionen und 
Aflatoxinbildung führen. Durch die biotischen Faktoren werden weitere Maispflanzen zu einem späteren 
Zeitpunkt (sekundäres Inokulum) infiziert werden. 
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1.2 Interaktion von A. flavus und Z. mays 
Nach dem jetzigen Standpunkt besitzt A. flavus einen einzigartigen 
Pathogenitätsmechanismus, der nicht nach den klassischen Kategorien eingeteilt werden kann. 
Die Kolonisierung der Maiskörner entspricht dem Verhalten eines nekrotrophen Pathogens 
(Smart et al. 1990), jedoch treten dabei erhöhte Werte des Pflanzenhormons Salicylsäure (SA) 
auf, welches ein Kriterium für biotrophe Pilze darstellt (Mideros et al. 2009). Wiederum 
deuten das saprophytische Verhalten im Boden und die eher milden Infektionssymptome, 
welche nicht zu einem Absterben der Pflanze führt, eher auf ein fakultative parasitäres 
Verhalten hin (Glazebrook 2005). Aufgrund der vielseitigen Lebensweise und ubiquitären 
Verbreitung von A. flavus ist die Reduzierung der Aflatoxinkontamination und Vermeidung 
von aflatoxigenen Pilzen eine komplexe Angelegenheit, welche nicht durch eine alleinige 
Maßnahme gelöst werden kann (Cary et al. 2011). Vielmehr sind eine Vielzahl von Genen im 
Resistenzmechanismus von A. flavus involviert, womit nicht davon auszugehen ist, dass die 
Gen-für-Gen-Hypothese für A. flavus zutrifft (Flor 1971). 
Bei der Invasion von A. flavus in das Wirtgewebe werden eine Reihe von hydrolytischen 
Enzymen sekretiert, welche dem Pathogen dabei helfen die Verteidigungsmechanismen des 
Wirtes auszuhebeln und in das Maiskorn einzudringen (Abbildung 2). Während Metallo- und 
Serinproteasen mit elastinolytischen Eigenschaften bei der Invasion in humanes oder 
tierisches Gewebe beteiligt sind (Kothary et al. 1984), führen zunächst Cutinasen 
(Serinesterasen) zu einer Ausweichung der physikalischen Barriere (Guo et al. 1996). Mit 
Hilfe von weiteren Zellwand degradierenden Enzymen wie Amylasen, Pektinasen, Xylanasen, 
Invertasen, Proteinasen und Lipasen werden lipid- und proteinreiche Nährstoffe zugänglich 
gemacht (de Vries und Visser 2001, Mellon et al. 2007). Polygalacturonasen (Pektinasen) 
degradieren lange Ketten des Zellwandpolymers Galacturonsäure und bewirken ebenfalls ein 
Aufquellen der Zellwand. Von den drei pektinolytischen Enzymen in A. flavus ist die P2c-
Pektinase (Mellon und Cotty 2004, Shieh et al. 1997) für die Aggressivität von A. flavus 
entscheidend (Wang et al. 1993). Unterstützend wirken Pektinmethylesterasen, welche 
Methylgruppen entfernen und weitere Enzymbindestellen für die P2c-Pektinase frei legen 
(Mellon et al. 2007). 
Bei ölreichen Samen, wie Mais oder Erdnüssen ist, die Lipaseaktivität ist ebenfalls eng mit 
der Pathogenität von A. flavus verknüpft, welche Fettsäuren von Triglyceriden durch 
β-Oxidation hydrolysieren (Yu et al. 2003). Bei dem weiteren Eindringen des Pilzes in das 
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stärkehaltige Endosperm des Maiskorns führt die α-Amylase (amy1) zur Degradierung des 
Polysaccharids in Monosaccharide wie Glukose, Maltose und Maltotriose (Woloshuk et al. 
1997, Fakhoury und Woloshuk 1999). Dabei ist allerdings auch der Feuchtegehalt des 
Maiskorns von entscheidender Bedeutung. Denn die hygroskopische Eigenschaft der Stärke 
wirkt die Amylase durch Wasserentzug entgegen und kann so das Wachstum des Pilz 
verringern (Mellon et al. 2007). In Modelversuchen zur Untersuchung der 
Substratverwendung durch A. flavus an Maiskörnern, konnte gezeigt werden, dass zunächst 
freizugängliche Einfachzucker, wie Saccharose und Raffinose, verstoffwechselt werden. Bei 
sinkender Glukosekonzentration nimmt die Lipidhydrolyse zu und komplexere Substrate wie 
Stärke werden hydrolysiert, wobei erst zuletzt Metalloproteasen zur Zersetzung der 
Reserveproteine (Zein) führen (Mellon et al. 2005). Neben den hydrolytischen Enzymen von 
A. flavus tragen Virulenzfaktoren (Avirulenzgene) erheblich zur Pathogenität von A. flavus 
gegenüber dem Wirt bei. Die wichtigsten Virulenzgene sind LaeA und das antagonistische 
Gen VeA, welche für die Regulation der Sporulation und des sekundären Metabolismus in 
A. flavus verantwortlich sind (Amaike und Keller 2009). In Studien wurde durch Generierung 
von Null-Mutanten und Überexpression gezeigt, dass beide Gene für eine vollständige 
Virulenz benötigt werden und auch zur Regulierung der Aflatoxinproduktion dienen. Die 
Rolle von Aflatoxin in der Ökologie von A. flavus und in der Infektion von Wirtgewebe ist 
noch nicht eindeutig geklärt. Für die Pathogenität von A. flavus auf Mais ist Aflatoxin nicht 
entscheidend, da auch nicht-aflatoxigene A. flavus Stämme Mais und andere Wirte infizieren 
können (Abbas et al. 2008). Die Produktion von Aflatoxin scheint als Antioxidationsschutz 
für den Pilz zu fungieren. Aflatoxin führt zu einer Reduzierung der reactive oxygen species 
(ROS), wodurch eine Inaktivierung von Enzymen, ein Aufoxidierung von Lipiden in der 
Zellwand, sowie ein Abbau von Nukleinsäuren im Pilz verhindert wird (Reverberi et al. 2012; 
Fountain et al. 2014). 
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Abbildung 2: Wirt-Pathogen Interaktion von Mais und A. flavus im Zusammenspiel mit Umweltfaktoren 
Das Maiskorn (verändert nach Wittich und Vreugdenhil 1998) wird durch seine physikalische Barriere und 
konstitutive Abwehr nach außen geschützt. Bei einer Infektion von A. flavus werden durch hydrolytische 
Enzyme die Abwehrmechanismen von Mais attackiert  und weitere Abwehrmaßnahmen seitens des Wirtes 
induziert. Abiotische Faktoren wie Hitze und biotische Faktoren wie Insektenfraß erleichtern die Invasion durch 
A. flavus und führen ebenfalls zu einer verstärkten induzierten Abwehr durch Mais. Während der Infektion sind 
gebildete Phytohormone und sekundäre Metaboliten an der Kommunikation der Wirt-Pathogen-Interaktion 
beteiligt.  
AFPs: Chi: Chitinase; Glu: β-1,3-Glukanase; TIs: Trypsininhibitor 14 kDa (TI) und 10 kDa (ZmTIp); RIP: 
Ribosom inaktivierendes Protein; PRs: Pathogen-related protein 10 (PR10) und 10.1 (ZmPR10.1); Zeamatin: 
α-Amylaseinhibitor. 
Stressproteine: ALD: Aldolasereduktase; ZmCORp: Cold regulated protein aus Z. mays; WSI: Water stress 
inducible Protein; HSP: Hitzeschockprotein 16.9/17.2 kDa; GLX I: Glyoxalase I; PER 1: Peroxiredoxin. 
Reserveproteine: GLB: Globulin I und II; LEA: Late embryogenesis abundant Protein III und 14; ZmCup: 
Cupin domain containing  Protein. 
 
Mais hat in Jahrmillionen Evolution verschiedene Abwehrmechanismen gegen Pathogene 
entwickelt. In den letzten Jahren wurden durch vergleichende Proteomanalysen von 
resistenten und suszeptiblen Maissorten eine Reihe von resistenz-assoziierten Proteinen 
(RAP) identifiziert und charakterisiert, welche als Züchtungsmarker in der Generierung von 
Maislinien mit verbesserter Resistenz dienen (Brown et al. 2010). Zunächst einmal stellt die 
Maiskornhülle eine physikalische Barriere dar, welche durch eine Wachs- und Cutinschicht, 
vor Pathogenen schützt (Russin et al. 1997; Gembeh et al. 2001; Tubajika und Damann 
2001). Der konstitutive Abwehrmechanismus umfasst RAPs, welche nach ihren 
Einleitung
 
 
8 
 
Eigenschaften in antifungale Peptide (AFP), Stressproteine und Reserveproteine eingruppiert 
werden und der Pathogenität von A. flavus entgegen wirken. Durch die Infektion von A. flavus 
im Maiskorn reagiert der Mais durch die Bildung von AFPs, Stressproteinen und Induktion 
von Transkriptionsfaktoren, welche zur Freisetzung von Phytohormonen führen (induzierter 
Abwehrmechanismus). Im Vergleich zu suszeptiblen Maislinien sind RAPs allesamt in 
resistenten Linien mindestens um das 5-fache hochreguliert (Luo et al. 2011). Ferner weisen 
RAPs eine inhibitorische Wirkung gegen A. flavus auf oder führen zur Neutralisierung von 
pilzlichen Hydrolasen. 
In Mais wurden hydrolytische Enzyme identifiziert, die beim Eindringen des Pilzes gebildet 
werden und ihrerseits zur Destabilisierung der pilzlichen Zellwand führen. Dazu zählen eine 
29 kDa Chitinase (Huang et al. 1997; Moore et al. 2004) und eine 100 kDa β-1,3 Glukanase 
(Lozovaya et al. 1998). Bereits bei der Kolonisierung von Mais durch A. flavus tritt in den 
Griffeln Chitinaseaktivität auf und hemmt A. flavus beim Voranschreiten in den Maiskolben 
(Peethambaran et al. 2010). Im Endosperm der Maiskörner werden zudem ein 14 kDa (TI) 
und 10 kDa (ZmTi) Trypsininhibitor gebildet, welche antifungale Eigenschaften in vitro 
aufweisen und zudem die pilzliche Amylase hemmen (Morris et al. 1998; Baker et al. 2009). 
Dadurch wird dem Pilz der Zugang zu einfachen Zuckermolekülen verwehrt und das 
Wachstum sowie die Aflatoxinproduktion gehemmt (Chen et al. 2007). Das 22 kDa große 
Thaumatin-ähnliche Protein, Zeamatin, ist wie das durch Keimung-induzierte Ribosom-
inaktivierende Protein (RIP) hauptsächlich im Endosperm lokalisiert und bewirken eine 
Inhibierung von A. flavus (Vigers et al. 1991; Malehorn et al. 1994; Guo et al. 1997; 
Schimoler-O'Rourke et al. 2001). Von den pathogenesis-related proteins (PR-Proteine) im 
konstitutiven Abwehrmechanismus sind ZmPR10.1 (Xie et al. 2010) und PR10 (Chen et al. 
2006) die wichtigsten und weisen antifungale und RNA-bindende Aktivität auf, welche zu 
einer Reduzierung des Aflatoxingehalts in vitro und in vivo führt. Im Laufe der Reifung des 
Maiskorns kommt es zu einer stetigen Anreicherung von PR-Proteine in resistenten Linien 
(Pechanova et al. 2011) 
Aldosereduktase (ALD), Wasserstress-induziertes Protein (WSI), anionische Peroxidase und 
Hitzeschockproteine (HSP), 16,9 kDa und 17,2 kDa HSP, führen zu einer erhöhten 
Stresstoleranz gegenüber abiotischen und biotischen Umweltfaktoren (Chen et al. 2002; Chen 
et al. 2007). Methylglyoxal wird in allen Organismen unter physiologischen Bedingungen aus 
Glykolyse und Photosyntheszwischenstufen gebildet und stellt für A. flavus ein Aflatoxin-
induzierendes Substrat dar. Glyoxalase I (GLX I) detoxifiziert Methylglyoxal und verhindert 
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eine Hochregulierung der Aflatoxinbiosynthese im AFLR-Gen (Chen et al. 2004). In der 
späten Reifung des Maiskorns und während der Infektion von A. flavus wird das 1-cys 
peroxiredoxin Antioxidans (PER-1) gebildet und ist an der Entfernung von ROS in Mais 
beteiligt (Pechanova et al. 2011). Unter den Stressproteinen weist einzig ein Kälte-reguliertes 
Protein (ZmCORp) mit Lektin-bindenden Eigenschaften eine inhibitorische Wirkung gegen 
A. flavus auf. Bei in vitro-Experimenten konnte durch ZmCORp eine 80%ige reduzierte 
Keimung von Konidien und 50%ige Verringerung des Myzelwachstums von A. flavus 
festgestellt werden (Baker et al. 2009). Die Eingruppierung in Reserveproteine von Globuline 
I und II (GLB1, GLB2), cupin domain containing protein (ZmCUP) und late embryogenesis 
abundant proteins (LEA3, LEA14) erfolgte nach Sequenzhomologien, wobei die Rolle der 
Reserveproteine im Abwehrmechanismus von Mais noch nicht im Detail untersucht wurde 
(Chen et al. 2004; Chen et al. 2007). LEA3 ist als Trockenstressprotein charakterisiert und 
wird während der Infektion von A. flavus im Endosperm exprimiert. Neben GLB I ist LEA3 
ebenfalls von Absicinsäure (ABA) abhängig (Chen et al. 2002; Liu et al. 2013). 
Neben AFPs und Stressproteinen werden bei der induzierten Abwehr von Mais vor allem 
Transkriptionsfaktoren und Botenstoffe (Elicitoren) induziert, welche zum größten Teil mit 
oxidativem Stress verbunden sind und in der Kommunikation der Pathogen-Wirt-Interaktion 
(„cross-talk“) von entscheidender Bedeutung sind. Zum einen wird oxidativer Stress durch 
Herbivore wie den Maiszünsler bei Verletzung der Pflanze induziert (Bi und Felton 1995). 
Dabei spielen neben Botenstoffen wie Chitosan auch Oxygenase-veränderte ungesättigte 
Fettsäuren (Oxylipine) eine Rolle, welche sowohl vom Pathogen als auch vom Wirt durch 
zelleigene Oxygenasen gebildet werden. Die Lipoxygenase (Zmlox3) aus Z. mays, bildet 
bestimmte 9-Oxylipine, die zur Unterdrückung der Aflatoxinbiosynthese führen und die 
Infektionsfähigkeit von A. flavus mindern (Gao et al. 2009). Andere Oxylipine, die bei der 
Infektion von ölreichen Samen durch A. flavus induziert werden führen zu einer Förderung 
der Aflatoxinproduktion. Phytohormone wie Jasmonsäure (JA), Ethylen und Salicylsäure 
(SA) sind Signalstoffe und regen eine vermehrten Bildung von antimikrobiellen Stoffen 
(Kunkel und Brooks 2002). 2-Chloroethyl Phosphorsäure (CEPA), eine Vorstufe von Ethylen, 
ist in der Lage die Expression von aflR und aflD in der Aflatoxinbiosynthese zu reduzieren 
(Huang et al. 2009). Der Transkriptionsfaktor ZmWRKY33 aus Mais verstärkt die ABA-
Signale und erhöht die osmotische Stresstoleranz in Maiskeimlingen (Li et al. 2013). 
Maize ethylene responsive factor (ZmERF1) ein weiterer Transkriptionsfaktor hat eine 
Schlüsselrolle in der Übersendung von Phytohormonen. Mais-eigenes Ethylen und JA führt 
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zu einer Reduktion der ROS-Ansammlung im Myzel von A. flavus und reduziert so die 
Aflatoxinbiosynthese (Menkir et al. 2008). 
1.3 Strategie zur Vermeidung von Aflatoxinkontamination in Mais 
Mais (Zea mays) gehört zu der Familie der Süßgräser (Poaceace) und ist eine 
getrenntgeschlechtliche C4-Pflanze. Hervorgehend aus den in Mexiko beheimatenden 
Wildgräsern (Teosinte) ist Mais nicht nur eine der ältesten, sondern auch heute verbreitetsten 
Kulturpflanzen der Welt. Die heutige domestizierte Form gehört mit 872 Mio. Tonnen 
Jahresproduktion und 1/3 der jährlichen Getreideproduktion zu den wirtschaftlich 
bedeutendsten Pflanzen der Welt (FAO 2012). Mais wird als Futterpflanze, Nahrungsmittel 
(in Latein und Afrika) und in Industrieländern auch als Energiepflanze zur Gewinnung von 
Ethanol verwendet (Sun und Cheng 2002). Des Weiteren ist Mais aufgrund seines hohen 
Stärkegehalts (70%) Ausgangsprodukt für eine Vielzahl von Fermentationsprodukten oder 
Biokunststoffen (Otten 2008). 
Zur stetigen Verbesserung von Maislinien wird schon seit jeher Züchtung betrieben. Dabei ist 
die Generierung verbesserter Maislinien vielseitig und umfasst Eigenschaften wie 
Stresstoleranz (Hitze, Dürre), Resistenzeigenschaft (Phytopathogene), Vereinfachung der 
Anbaupraxis, Optimierung des Nährstoffgehaltes, Adaption an klimatische Verhältnisse und 
viele mehr. Bei der Züchtung macht man sich den Heterosis-Effekt zu nutzte, in dem zwei 
selbstbestäubte Inzuchtlinien („inbred“) mit unterschiedlichen genetischen Eigenschaften 
durch Kreuzung zu einer Hybridlinie (Hybrid) vereint werden (Stuber et al. 1992). Dadurch 
weist die Hybridlinie eine verbesserter Leistung und Uniformität im Vergleich zu den 
parentalen Inzuchtlinien. 
Neben der klassischen Züchtung gewinnen immer mehr molekularbiologische Methoden an 
Bedeutung, die die Entwicklung von Aflatoxin bzw. A. flavus resistenten Maislinien 
unterstützen und zu einer Verringerung der Aflatoxinbildung führen. Die Steigerung der 
pflanzeneigenen Immunität ist dabei die vielversprechendste Methode zur Bekämpfung der 
Aflatoxinkontamination, da A. flavus suszeptible Linien schon vor der Lagerung befällt. Mit 
Hilfe von resistentem Keimplasma und RAPs können Züchtungsmarker („breeding marker“) 
identifiziert werden, die Pathogenitätsfaktoren von A. flavus senken und Resistenzfaktoren 
von Mais erhöhen. Des Weiteren können durch Identifizierung von regulatorischen Genen der 
Aflatoxinbiosynthese in A. flavus gezielt zur Reduktion von Aflatoxin manipuliert werden 
(Bhatnagar et al. 2006). 
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Dazu können auch gentechnische Ansätze dienen, indem beispielweise Resistenzgene in die 
Wirtspflanze eingeschleust werden oder RNAi- Konstrukte, welche gezielt zur Ausschaltung 
von regulatorischen Genen in A. flavus führen und so die pflanzliche Immunität steigern und 
die Aflatoxinproduktion senken (Cary et al. 2011). Im Vergleich zu Mais besitzt Baumwolle 
(Baumwollsamen), welche auch von A. flavus und A. parasiticus befallen wird, eine 
eingeschränkte Diversität im Keimplasma, so dass noch keine natürlichen Resistenzen 
gefunden werden konnten. Deshalb wird ein transgener Ansatz bei Baumwolle durch 
Einbringung von antifungalen Peptiden oder von RAPs aus Mais (1.2) bevorzugt.  
Nach heutiger Einschätzung sind Aflatoxine in der Natur eine unvermeidbare 
Begleiterscheinung, welche nicht anhand einer einzelnen Maßnahme gelöst werden kann, da 
die Aflatoxinkontamination polygenetisch bedingt ist (Cary et al. 2011). Allerdings können 
Maßnahmen in der landwirtschaftlichen Kultivierung getroffen werden, die zu einer 
Reduzierung von Aflatoxin auf dem Feld beitragen. Durch Bewässerung in Dürreperioden 
kann einer Kolonisierung von A. flavus gezielt entgegen gewirkt werden, da so Trockenstress 
für die Pflanze vermieden wird. Frühe Aussaaten, kurze Fruchtentwicklung, Düngung und 
Entfernung von Pflanzenresten, auf denen A. flavus im Boden verbleibt, senken das Inokulum 
auf dem Feld und führen ebenfalls zu einer Reduzierung der Aflatoxinkontamination (Abbas 
et al. 2012). Durch die Analyse von Bodenpopulationen wurden auch nicht-aflatoxigene 
A. flavus identifiziert, welche als Biokontrollen eingesetzt werden können. Durch das 
Besprühen bzw. Einbringen von nicht-aflatoxigenen Biokontrollen (Afla-guard®) kommt es 
zu einer Kompetition mit den aflatoxigenen Stämmen auf dem Feld. In Freilandstudien mit 
Baumwolle und Erdnüssen konnte gezeigt werden, dass eine Reduzierung von toxigenen 
Isolaten auftritt, welche allerdings nur im frühen Inokulumstadium effektiv ist (Dorner 2008). 
Eine wirtschaftlich praktikable Anwendung der Biokontrolle wird für Mais ausgeschlossen 
(Ehrlich 2014).  
Klassische Pflanzenschutzmittel wie Fungizide, Insektizide und Herbizide können ebenfalls 
zu einer kurzzeitigen Bekämpfung eingesetzt werden. Allerdings wird davon eher Abstand 
genommen, da A. flavus auf dem Feld nicht wie andere Pathogene zu verheerenden 
Totalausfällen führt (Cleveland et al. 2003). Ohnehin ist der überwiegende Teil der in den 
USA angebauten kommerziellen Maispflanzen transgen und verfügt über eine 
Herbizidresistenz und darüber hinaus über das Delta-Endotoxin-Gen aus Bacillus 
thuringiensis (Bt-Toxin) (James 2013). Die Wirkung auf die Aflatoxinkontamination wurde in 
Studien mit Glufosinat-resistenten Hybridlinien (Liberty Link®, Roundup Ready®) sowie Bt-
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Mais (Herculex®, Genuity®) untersucht (Wu 2006; Abbas et al. 2008). Glufosinat zeigt nur 
unter Laborbedingungen (>5 mM) eine Inhibierung auf A. flavus, wohin gegen Feldstudien 
keine nennenswerte Reduzierung ergaben (Reddy et al. 2007). Hingegen wird die 
Verwendung von Bt-Mais als vielversprechende Maßnahme zur Senkung der 
Aflatoxinkontamination betrachtet. Herbivore Insekten wie der Maiszünsler (Ostrinia 
nubialis), welche eine Einfallstor für A. flavus in die Pflanze bieten, werden durch Aufnahme 
des Cry-Toxinen schon im Larvenstadium abgetötet (Dowd 2000). Allerdings sind 
Insektenschäden nicht zwingend für eine Infektion von A. flavus notwendig, ferner sind 
oftmals Umweltbedingungen der entscheidende Faktor für die Schwere der 
Aflatoxinkontamination (Jones et al. 1980).  
Seit etwa 20 Jahren wird immer wieder Keimgut von Maislinien mit Resistenz gegen A. flavus 
und reduzierter Aflatoxinkontamination für Forschungszwecke freigegeben (Tabelle 1). Diese 
Linien entstammen meist einer trockenresistenten Linie (z. B. Tuxpan, PI 483314) und weisen 
allesamt eine moderate bis sehr hohe Reduktion an Aflatoxingehalt und reduziertes Auftreten 
an A. flavus auf. Die Überprüfung der Resistenz von A. flavus erfolgt mit Hilfe des Kernel 
Screening Assay (KSA) (Brown et al. 1993; Brown et al. 1995) an individuellen Körner unter 
Laborbedingungen oder auf dem Feld an ganzen Kolben mittels side needle infection (Henry 
et al. 2010). Nachfolgend kann die molekularbiologische Untersuchung von 
Genexpressionsmustern oder die Bestimmung des Aflatoxingehaltes durch 
Schnelltestverfahren (ELISA, Vicam Aflatest®) oder quantitative Analytik (HPLC, DC) 
erfolgen. Maiskörner resistenter Linien wurden unter Ruhe-, Keimungs- und 
Infektionsbedingungen mit A. flavus durch verschiedene molekularbiologische 
Züchtungsanalysen detailliert auf Genom-, Transkriptom- und Proteomebene untersucht und 
mit suszeptiblen Linien verglichen (Luo et al. 2009; Kelley et al. 2012). Dabei zeigte eine 
Studie, dass im Genexpressionsprofil von resistenten Linien zehnmal weniger Gene 
(214 Gene) nach einer Infektion mit A. flavus induziert werden als in suszeptiblen Linien 
(2159 Gene) (Luo et al. 2011). Demnach ist das Vorhandensein einer starken konstitutiven 
Abwehr ein wichtiger Resistenzfaktor für Maispflanzen gegen A. flavus. 
Neben den einzelnen RAPs, die eine Resistenz gegen A. flavus begünstigen wurde auch eine 
Genkartierung von Resistenzgenen für einzelne resistente Maislinien vorgenommen. Auf 
verschiedenen Chromosomenregionen konnten Resistenzgene gegen A. flavus mittels 
Restriction fragment length polymorphism und Resistenzgene gegen Aflatoxinanreicherung 
durch Quantitative Trait Loci lokalisiert werden (Guo et al. 2002; Brooks et al. 2005; Brown 
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et al. 2010; Kelley et al. 2012; Willcox et al. 2013). Die Komplexität des Aflatoxinproblems 
wird durch diese Studien belegt, da festgestellt wurde, dass die Resistenz gegen A. flavus und 
Aflatoxin nicht genetisch assoziiert sind und in verschiedenen Bereichen unterschiedlicher 
Chromosomen liegen (Busboom und White 2004; Robertson-Hoyt et al. 2007; Warburton et 
al. 2011).  
Ein weiterer Ansatz zur Generierung von Maislinien mit verbesserter Resistenz gegen 
A. flavus und zur Vermeidung von Aflatoxin ist die Kreuzung von resistenten kontinentalen 
mit tropischen Linien. Sechs Aflatoxin-resistente Linien wurden durch konventionelle 
Züchtung von in West- und Zentralafrika einheimische Linien (1368, 4001 und KU1414-SR) 
und resistenten Linien (GT-MAS:gk, MI82 und Mp420) in einer Zusammenarbeit von 
International Institute of Tropical Agriculture (IITA, Kenia) und dem Southern Regional 
Research Center (SRRC) des USDA-ARS generiert. Die generierten Hybride TZAR1-6 
weisen neben einem reduzierten Aflatoxingehalt auch Resistenzen gegen weitere 
Maispathogene auf (Tabelle 1). Durch den Vergleich der Allele zwischen den subtropischen-
afrikanischen und kontinentalen Linien werden Fortschritte in der Entwicklung neuer 
Züchtungsmarker erhofft (Menkir et al. 2006, Menkir et al. 2008). 
Studien von 2006 (Williams 2006) und 2008 (Williams et al. 2008) zeigen, dass die jetzigen 
resistenten Maislinien einer enormen Abhängigkeit von klimatischen und geographischen 
Umweltbedingungen unterliegen. In zwei aufeinanderfolgenden Jahren (2003-2004) wurden 
in Mississippi resistente und suszeptible Maislinien kultiviert und nach Infektion mittels side 
needle technique mit A. flavus infiziert (Williams 2006). Bei Betrachtung der ermittelten 
Aflatoxinakkumulation konnte für Tex6 eine gleichbleibende Aflatoxinmenge (586 µg/kg 
bzw. 575 µg/kg) bestimmt werden. Hingegen konnte bei Mp717 (4 bzw. 257 µg/kg) eine 
65-fache und bei Mp420 (68 bzw. 1331 µg/kg) eine 20-fache höhere Aflatoxinmenge in 2004 
ermittelt werden. Im Vergleich zur suszeptiblen Line Va35, welche generell stärker befallen 
ist, betrug die Steigerung allerdings nur das 4,5-fache (615 bzw. 2785 µg/kg). In der Studie 
aus 2008 (Williams et al. 2008) wurden drei Hybridlinien an zwei verschiedenen Orten in 
Mississippi und Tifton (Georgia) zeitgleich angebaut. Der gemessene Aflatoxingehalt von 
einzelnen Proben lag in vielen Fällen deutlich über dem erlaubten Grenzwert und variierte 
teilweise um den Faktor 12 im Vergleich zu einzelnen Linien (Williams et al. 2008). 
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Tabelle 1: Übersicht ausgewählter Maislinien mit Resistenz gegen A. flavus und Aflatoxin 
Dargestellt sind die wichtigsten resistenten Maislinien, welche alle stark reduzierte Aflatoxinwerte aufweisen 
und ggf. identifizierte Merkmale zur Inhibierung von A. flavus aufweisen. Als Referenz ist die Freigabe des 
Keimplasmas angegeben. KF: Keine Freigabe des Keimplasmas. 
 
Genotyp Referenz Herkunft Besondere Merkmale 
GT-
MAS:gk 
McMillian et 
al. 1993 
Tuxpan 
Wachsschicht (Russin et al. 1997,Gembeh et 
al. 2001) 
 AFPs (Guo et al. 1996; Guo et al. 1997; 
Russin et al. 1997; Chen et al. 2006) 
Mp420 
Scott und 
Zummo 1992 
Mp1 x Hill Yellow 
Dent (T10) 
USDA-ARS 
ZmCORp (Baker et al. 2009)  
PER1 (Chen et al. 2007) 
Mp313E 
Scott und 
Zummo 1990 
Tuxpan (T8) 
USDA-ARS 
Resistenz gegen „maize chlorotic dwarf 
virus“ (MCDV) 
Peroxidase (Dowd 1994)  
Tex6 KF 
Southern maize 
cv. Whitemaster 
(PI 401763) 
Chitinase, β-1,3-Glukanase (Huang et al. 
1997; Moore et al. 2004) 
Mp715 
Williams und 
Windham 
2001 
Tuxpan Population (T8) 
USDS-ARS 
Späte Fruchtreife, niedrige 
Aflatoxinakkumulation 
Mp717 
Williams und 
Windham 
2006 
Mp420 x Tx601 
USDA-ARS 
Verbesserte Resistenz als Mp420 
GT601 
Guo et al. 
2007 
GT-MAS:gk (T7) 
Verbesserte Resistenz als GT-MAS:gk, eine 
Woche frühere Blütenbildung als G602 
GT602 
Guo et al. 
2007 
GT-MAS:gk (T7) 
Verbesserte Resistenz als GT-MAS:gk  
 
TZAR1 
Menkir et al. 
2008 
GT-MAS:gk x 1368 Resistenz gegen Blattkrankheiten  
Mp718 
Williams und 
Windham 
2012 
Mp715E x Va35 
Siehe Mp715, 
13 Tage verkürzte Fruchtreife 
Mp719 
Williams und 
Windham 
2012 
Mp715E x Va35 
Siehe Mp715, 
13 Tage verkürzte Fruchtreife 
 
Ein großer Nachteil der Maislinien mit resistentem Keimplasma sind morphologische und 
entwicklungsbedingte Eigenschaften, die in kommerziellen Hochleistungssorten nicht 
erwünscht sind. Dazu zählen u.a. ein verminderter Kornertrag, lange enge Lieschblätter oder 
späte Fruchtentwicklung. Deshalb versucht man durch Kreuzung mit kommerziellen 
Hybridlinien (z.B. Va35) und begleitender molekularbiologischen Züchtungsanalyse die 
gewünschten Eigenschaften der resistenten Linie in eine ertragreiche Linie um zu wandeln. Es 
bleibt festzustellen, dass es bis heute keine kommerziellen, natürlich-generierten oder 
genetisch veränderten Maishybride gibt, die nachweislich resistent gegen A. flavus sind oder 
die Aflatoxinkontamination auf dem Feld reduzieren. 
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1.4 Antikörper-vermittelte Pathogenresistenz 
Eine weitere Strategie zur Steigerung der konstitutiven Abwehrmechanismen ist die 
Verwendung von gentechnischen Methoden. RAPs und weitere natürliche und synthetische 
Proteine, die eine antifungale Wirkung gegen A. flavus haben können stabil in die jeweilige 
Wirtpflanze eingeschleust und exprimiert werden. Besonders bei der Resistenzentwicklung 
von Baumwolle wird eine transgene Strategie verfolgt, da bis zum jetzigen Zeitpunkt keine 
natürlichen Resistenzmarker identifiziert wurden (Cary et al. 2011).  
1.4.1 Antifungale Peptide gegen A. flavus 
Antimikrobielle Peptide (AMPs) dienen zur Immunabwehr von Pathogenen und sind in allen 
Lebensklassen zu finden. AMPs werden je nach ihrer Sequenz, Struktur, Ladung und 
Wirkungsweise (mode of action) in verschiedene Klassen eingeteilt und sind in Datenbanken 
zu finden (Waghu et al. 2014). Neben den bereits erwähnten RAPs (1.2) wurden eine Reihe 
weitere antimikrobielle Peptides (AMP) und Enzymen mit inhibitorischer Wirkung gegen 
A. flavus aus verschiedenen Organismen identifiziert. Eine in Tabak transformierte 
Haloperoxidase aus Pseudomonas pyrrocinia (CPO-P) führt durch Produktion von 
antimikrobieller Peroxyessigsäure und Hypohaliten zur Hemmung von A. flavus (Jacks et al. 
2000; Rajasekaran et al. 2000). Das Defensin aus der Süßkartoffel Ib-AMP3 (De Lucca et al. 
1998), zeigt ebenso eine lytische Wirkung gegen A. flavus wie die synthetischen Peptide 
D4E1 (De Lucca et al. 1998; Cary et al. 2000; Rajasekaran et al. 2005), D5C/D5C1, D2A21 
(Weissinger 2002) und MSI-99 (DeGray et al. 2001). Eine Lektin-bindende und 
wachstumsinhibierende Wirkung wie ZmCORp (Baker et al. 2009) besitzt auch das aus der 
Helmbohne isolierte Protein AILp (Fakhoury und Woloshuk 2001). 
Nach der Expression des synthetischen D4E1 in Tabak konnte bei Verwendung von 
Tabakextrakt eine 75%ige reduzierte Keimung von A. flavus nachgewiesen werden (Cary et 
al. 2000). Ein stabil in Baumwolle transformiertes D4E1-Konstrukt verhinderte die 
Penetration eines GFP-A. flavus Stamm in Baumwollsamen (Rajasekaran et al. 2005), wobei 
allerdings kein rekombinantes D4E1-Protein detektiert werden konnte (Cary et al. 2000). 
MSI-99, ein synthetisches Magainin-2 Derivat, wurde in die Chloroplasten von Tabak 
produziert (DeGray et al. 2001). Aus den Pflanzen gewonnener Extrakt zeigte eine 
Reduzierung der Keimung um 95% bei A. flavus (DeGray et al. 2001; Chakrabarti et al. 
2003). 
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Neben der spezifischen Wirkung gegen A. flavus gibt es noch weitere Kriterien, die bei der 
Auswahl von AFPs zur Expression in Pflanzen beachtet werden müssen. Zum einen sollte die 
Expression des AFPs für die Wirtspflanze nicht toxisch und somit in größeren Mengen 
produzierbar sein. Im Vergleich zu anderen Pathogenen und Aspergillen besitzt A. flavus eine 
hohe natürliche Abwehr, die in der Regel die höchste getestete Konzentration an AFP zur 
Inhibierung des Pilzes erfordert (De Lucca et al. 1998). Deshalb ist die Selektion eines AFPs 
mit niedriger minimal inhibitorische Konzentration (MIC) besonders wichtig. Im Hinblick auf 
die spätere Verwendung der transgenen Pflanzen sollte auch eine Unbedenklichkeit für 
förderliche Mikroorganismen im Boden wie z.B. Symbionten und eine Unbedenklichkeit für 
den Verzehr durch Mensch und Tier (Allergenität, Immunogenität, Toxigenität) gelten. 
1.4.2 Pathogen-spezifische Antikörper 
Zur Inhibierung von Pathogenen können auch Antikörper eingesetzt werden, indem gezielt 
essentielle oder regulatorische Pathogentargets durch Bildung eines Antigen-Antikörper-
Komplexes inhibiert werden. Somit kann die Expression von Antikörpern in Pflanzen kann 
auch zur Entwicklung der Pflanzen eigenen Immunität genutzt werden (Antikörper-
vermittelte Pathogenresistenz) (Safarnejad et al. 2011). Die Pionierarbeit in diesem Bereich 
erfolgte durch Hiatt und Kreuzaler, die die ersten funktionalen Antikörper in Pflanzen 
produzierten (Hiatt et al. 1989; During et al. 1990). Mittlerweile sind nahezu alle denkbaren 
„natürlichen“ Antikörperisotypen (De Muynck et al. 2010) und „künstlichen“ rekombinanten 
Antikörper wie scFvs oder Einzeldomänenantikörper (Muyldermans 2001) stabil und transient 
in Pflanzen produziert worden (Fischer et al. 1999; Schillberg et al. 2003; Ko et al. 2009). 
Die rekombinanten Antikörperformate weisen strukturbedingt unterschiedliche Größen und 
Bindungseigenschaften auf, welche bei der Wahl des Antikörperformates zu berücksichtigen 
sind. Des Weiteren muss für die Antiköper-vermittelte Resistenz das Angriffsverhalten des 
Pathogens bekannt sein, damit die Akkumulation der spezifischen Antikörper in der 
Pflanzenzelle am jeweiligen Angriffsort erfolgen kann (Safarnejad et al. 2011). 
Eine Vielzahl von Viruserkrankungen in verschiedenen Wirtspflanzen konnte durch die 
Expression von Antikörpern gegen strukturelle und nicht strukturelle Hüllproteine der 
jeweiligen Viren im Zytosol reduziert werden (Tavladoraki et al. 1993). Beispielsweise 
zeigen elektronenmikroskopische Aufnahmen, dass die Bindung eines spezifischen scFv-
Antikörperfragmentes an Viruspartikel des Grapevine fan leaf virus in der Pflanze zu einer 
drastischen Reduzierung der Krankheitssymptome führt (Nölke et al. 2009). Des Weiteren 
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konnte die Antikörper-vermittelte Resistenzstrategie auch erfolgreich durch zytosolische 
scFv-Produktion gegen die Plasmamembran von zellwandfreie Bakterien (Phytoplasmen) 
eingesetzt werden (Le Gall et al. 1998). Unter Verwendung des C-terminalen KDEL-Motivs 
kann das rekombinante Protein im endoplasmatischen Retikulum (ER) lokalisiert werden und 
bietet im Vergleich zur zytosolische Expression (Schillberg et al. 1999) bis zu 100-fach 
höhere Akkumulationslevel von scFv erreicht werden konnten (Schouten et al. 1996, Dobhal 
et al. 2013). Allerdings findet eine gezielte Akkumulation Pathogen-spezifischer 
Antikörperfragemente im ER nur selten Anwendung, da dort nur selten virale oder bakterielle 
Pathogene den Wirt befallen (Fecker et al. 1997). 
Die Antikörper-vermittelte Resistenzstrategie konnte auch erfolgreich bei pilzlichen 
Pathogenen angewendet werden. Allerdings führte die Expression eines gegen 
Oberflächenproteine von Hyphen gerichteter scFv in Raps (Brassica napus) nur zu einer 
schwachen Symptomlinderung von S. sclerotiorum (Yajima et al. 2010). 
Für Entwicklung der Antikörper-vermittelten Resistenz für pilzliche Pathogene wird deshalb 
zur Verstärkung der inhibitorischen Wirkung eine antifungale Komponente in Form eines 
antifungalen Peptids (AFP) oder antifungalen Enzyms benötigt. Dabei wird davon 
ausgegangen, dass wie bei der Verwendung von Immuntoxinen in der Krebstherapie (Hussain 
et al. 2013) eine erhöhte Konzentration der toxischen Komponente durch den Antikörper an 
der Wirkstelle gelangt und so zu einer erhöhten Pathogenresistenz im Vergleich zu einzeln 
exprimierten scFv oder AFP führt (Abbildung 3). 
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Abbildung 3: Antikörper-vermittelte Pathogenresistenzstrategie 
In der Antikörper-vermittelten Pathogenresistenz werden die Eigenschaften eines Pathogen -spezifischen 
Antikörpers und einer antifungale Komponente (AFP) in einer Fusion vereint. Die Gensequenz, welche die AFP-
Antikörperfusion kodiert, wird dabei stabil in das Genom einer Zielpflanze integriert, so dass eine Produktion 
der AFP-Antikörperfusion erfolgt. Dadurch werden die Synergieeffekte beider Komponenten genutzt und führen 
zu einer Resistenz gegen das jeweilige Pathogen. 
 
Der erste mögliche Nachweis der Übertragbarkeit der Antikörper-vermittelten Resistenz auf 
filamentöse Pilze erfolgte am Beispiel von Fusarium oxysporum f. sp. matthiolae in 
Arabidopsis thaliana durch N-terminale Fusion des Fusarium-spezifischen scFvCWP2 an drei 
verschiedene antifungale Peptide (Peschen et al. 2004). Hierbei konnte gezeigt werden, dass 
alle AFP-Antikörperfusion zu einer stärkeren Resistenz führen als die einzeln produzierten 
Antikörperfragmente oder AFPs. In 2008 konnte diese Erkenntnis von der Modelpflanze auf 
Weizen (Triticum aestivum) durch Expression von scFvCWP2 als Fusion mit dem 
antifungalen Peptid AG aus Aspergillus giganteus (Wnendt et al. 1993) transferiert werden. 
Im Vergleich zu den Kontrollpflanzen zeigten die rekombinanten Fusionsproteine 
produzierende mit F. asiaticum infizierte T2-Weizenlinien eine bis zu 86% erhöhte Resistenz 
gegenüber dem Schadpilz und eine 4,7-fach höhere Ernteausbeute (Li et al. 2008). In einer 
weiteren Studie wurde die Antikörper-vermittelte Resistenzstrategie auf 
Phytophthora infestans, dem Schädling der Braunfäule bei Kartoffeln, übertragen. Hier 
konnte ebenfalls eine starke Reduzierung der Krankheitssymptome in transienten 
Experimenten gegen P. nicotianae in Tabak und später in Kartoffeln gezeigt werden 
(Schleker 2009, Schleker 2012). In den nachfolgenden Generationen konnte trotz Resistenz 
gegen P. infestans kein Nachweis des Transgens, noch des rekombinanten AFP-scFv 
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Fusionsproteins, bestehend aus dem synthetischen AFP GR7 (Dykes et al. 1998) und dem 
scFvPi102.2, in transgenen Linien erfolgen.  
1.5 Zielsetzung 
Das Ziel dieser Arbeit ist es mit Hilfe der Antikörper-vermittelte Resistenzstrategie transgene 
Maispflanzen herzustellen, die bereits im Maiskornstadium eine Resistenz gegenüber den 
Aflatoxin-produzierenden Pilzen A. flavus und A. parasiticus aufweisen (Abbildung 4). Zur 
Generierung von Aspergillus-spezifischen Antikörpern sollten zunächst Zellwandantigene 
von A. flavus und A. parasiticus isoliert und zur Immunisierung von Mäusen verwendet 
werden. Die Milzzellen der Mäuse dienten der Herstellung Aspergillus-spezifischer 
monoklonaler Antikörper mit Hilfe der Hybridomatechnologie. Die monoklonalen Antikörper 
(mAks) sollten hinsichtlich ihrer Reaktivität gegenüber Aspergillus sowie Kreuzreaktivität 
gegenüber anderen Pathogenen charakterisiert werden. Ausgewählte monoklonale Antikörper 
sollten zur Klonierung von scFv Fragmenten verwendet und transient in Tabak produziert 
werden. Die scFvs sollten analog zu den monoklonalen Antikörpern charakterisiert werden, 
um eine Auswahl für die Fusion mit den AFPs treffen zu können. Parallel dazu sollten AFPs 
auf ihre inhibitorische Wirkung gegenüber Aspergillus spp. getestet werden. Die 
vielversprechendsten AFP-scFv Fusionen sollten kloniert und in Tabak transient produziert 
werden. Als Kontrolle sollten Konstrukte, die nur die Expression des Antikörperfragmentes 
bzw. des AFPs vermitteln, in die Versuche eingesetzt werden. Anschließend sollte die 
Funktionalität der AFP-scFv Fusionsproteine mittels ELISA und Nachweis der Inhibierung 
des Schadpilzes bestätigt werden um mit den besten Konstrukten eine stabile Transformation 
von Maispflanzen durchführen zu können. Mittels molekularbiologischen und 
proteinchemischen Methoden sollte die Selektion der transgenen Maispflanzen und 
Generierung resistenter Maislinien erfolgen. Abschließend sollten die produzierten 
Maiskörner auf Resistenz gegenüber A. flavus und A. parasiticus getestet werden. 
Ein weiteres Ziel dieser Arbeit war es für einen ausgewählten Aspergillus-spezifischen 
Antikörper das entsprechende Epitop auf dem pilzlichen Zellwandprotein zu bestimmen. 
Dadurch sollten neue potentielle Angriffsziele bestimmt werden, die einen Beitrag zur 
Stärkung der Pflanzeneigenen Immunität gegen A. flavus und A. parasiticus leisten und so zur 
Vermeidung von Aflatoxinkontamination beitragen. Durch analytische und 
chromatographische Trennverfahren sollte eine Fraktionierung des Antigens aus 
Gesamtzellwandextrakt nach den jeweiligen physikalisch-chemischen Eigenschaften erfolgen. 
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Nach der Identifizierung des Antigens durch Massenspektroskopie sollte die Reaktivität des 
Antikörpers gegen rekombinant hergestelltes Antigen verifiziert werden und eine 
Charakterisierung des Epitops vorgenommen werden. Abschließend sollte durch Zugabe von 
gegen das Antigen gerichtete siRNA die mögliche Funktion des identifizierten Proteins im 
Lebenszyklus von A. flavus und A. parasiticus ermittelt werden. 
 
Abbildung 4: Schematischer Aufbau und Ablauf der durchgeführten Arbeiten im Rahmen der Promotion 
Dargestellt ist der Arbeitsablauf zur Generierung Aspergillus -resistenter Pflanzen im Rahmen der Antikörper-
vermittelten Resistenzstrategie. Dabei sind in fünf Hauptaufgaben (dunkelblau) und die jeweiligen 
Zwischenschritte (hellblau) dargestellt. Basierend auf den monoklonalen An tikörpern sollen die jeweiligen 
Zellwandantigene identifiziert und charakterisiert werden (rot).  
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2 Material und Methoden 
2.1 Material 
2.1.1 Chemikalien, Verbrauchsmittel und Reaktionskits 
Die verwendeten Chemikalien und Verbrauchsmaterialien wurden von den nachfolgenden 
Firmen bezogen. Alle Chemikalien und Reagenzien besaßen mindestens den Reinheitsgrad 
pro analysi: Beckman Coulter (Krefeld), BioRad (München), Biozym (Oldendorf), Brand 
(Wertheim), Braun (Melsungen), Carl-Roth (Karlsruhe), Chemicon (Schwalbach), Corning 
(Kaiserslautern), Eppendorf (Hamburg), Fermentas (St. Leon-Rot), Fluka (Neu-Ulm), GE 
Healthcare (Freiburg), Gerbu (Heidelberg), Gibco BRL (Gaithersburg, USA), Greiner Bio-
One (Frickenhausen), iNtRON Biotechnology (Seongnam-si, Korea), Invitrogen (Karlsruhe), 
Jackson ImmunoResearch (West Grove, USA), Labomedic (Bonn), Macherey-Nagel (Düren), 
Marienfeld Superior (Lauda-Königshofen), Merck Millipore (Darmstadt), MWG Biotech 
(Ebersberg), New England Biolabs (NEB, Schwalbach), Nunc (Wiesbaden), gelfiltration 
Corporation (New York, USA), Pan-Biotech (Aidenbach), Promega (Mannheim) Sarstedt 
(Nümbrecht), Schleicher & Schuell (Dassel), Pierce (Bonn), Promega (Mannheim), Qiagen 
(Hilden), Rockland Immunochemicals (Gilbertsville, USA), Roche Diagnostics (Mannheim), 
Sartorius (Göttingen), Schott (Mainz), Serva (Heidelberg), Sigma Aldrich (München), 
Spectrum Laboratories (Rancho Dominguez, USA), Stratagene (Amsterdam, Niederlande), 
Thermo Fisher Scientific (Waltham, USA) und VWR (Darmstadt). Die verwendeten 
Enzymen (Tabelle 2) und Reaktionskits (Tabelle 3) sind den jeweiligen Tabellen zu 
entnehmen. 
Tabelle 2: Übersicht der verwendeten Enzyme 
Enzym  Hersteller 
Calf Intestinal Alkaline Phosphatase (CIP)  NEB 
DNaseI NEB 
Expand High Fidelity PCR System, dNTPack  Roche 
2xPCR Master mix Solution (i-MAX II) iNtRON Biotechnology 
RNaseH Invitrogen 
RNA Ligase  NEB 
SuperScript
™
 II Reverse Transcriptase  Invitrogen 
T4 DNA Ligase  NEB 
Taq DNA Polymerase Fraunhofer IME (Aachen) 
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Tabelle 3: Übersicht der verwendeten Reaktionskits  
Hersteller Kit Verwendungszweck 
Invitrogen 
SuperScript
™
 III First-Strand Synthesis 
System for RT PCR 
RT-PCR Reaktionen 
Macherey & 
Nagel 
NucleoSpin
®
 Extract II 
Präparation von DNA aus Agarosegelen 
und PCR-Reaktionen 
 NucleoSpin
®
 Plasmid 
Präparation von Plasmid-DNA aus 
transformierten E. coli 
 NucleoSpin
®
 RNA II Präparation von RNA 
 
NucleoSpin
®
 Plant II 
(Mini, Midi, 96well) 
Präparation von genomischer DNA 
 NucleoSpin
® 
Food Präparation von genomischer DNA 
Qiagen RNeasy Mini Reinigung von RNA 
Roche 
Expand High Fidelity PCR System, 
dNTPack 
PCR-Reaktionen 
2.1.2 Geräte, Apparaturen und Zubehör 
Tabelle 4: Übersicht der verwendeten Geräte 
Hersteller Gerät 
Applied Biosystems, Darmstadt ABI Prism 3700 DNA Analyzer 
Bandelin Electronic, Berlin Ultraschallsonde UW2070 MS73 
 
Ultraschallbad SONOREX RK100 
Beckmann Coulter, Krefeld Zentrifugen: Avanti J-26 XPI 
 
Rotoren: JA-25.50, JA-10, JLA-8.1000 
BioRad Mini-Protean 3 Cell und Trans-Blot SD 
 
Mini-Sub
®
 Cell GT und Wide Mini-Sub
®
 Cell 
GT 
 PowerPac Basic
™
 und PowerPac HC
™
 
 Mini Whole Gel Eluter 
 Mini-Protean 3 Cell und Mini Trans-Blot
®
 Cell 
 
Gel Doc
™
 XR 
Bio-Tek, Bad Friedrichshall ELISA Platten Waschgerät ELx405 
 
ELISA-Lesegerät Synergy HT 
Bühler, Hechingen VKS-75 Control 
Castelmac, Castelfranco, Italien Eismaschine Icematic 
Christ, Osterode Gefriertrockner Alpha 1-4 
ELMI, Riga, Lettland Intelli-Mixer RM-2 
Eppendorf Schüttler: Thermomixer comfort 
 Multiporator 
 Zentrifuge 5415 D und 5415 R 
 Biophotometer 
Fujifilm, Tokyo, Japan Luminiscent Image Analyzer LAS-3000 
GE Healthcare, Uppsala, Schweden ÄktaPrime 
 
ÄktaExplorer 10 
GFL Laborgeräte, Burgwedel Wasserbad 1003 
Gilson, Middleton, USA 
Pipetman (10 μL, 20 μL, 100 μL, 200 μL, 
1.000 μL) 
Gonotec GmbH, Berlin Osmomat 030 
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H+P, Oberschleißheim Varioclav Dampfsterilisator 135S 
 
Varioclav Dampfsterilisator EP 
Heraeus, Hanau Trockenschränke 
 Multifuge 3S und 3S-R 
 Rotoren: #75006445, #3057 
IKA-Werke, Staufen Magnetrührer IKA
®
 RCT-Basic 
Kojair, Vilppula, Finnland Sterilbank Biowizard KR 130 BW 
Leica, Heidelberg Leica DM R Fluoreszenzmikroskop + Zubehör 
Leitz, Wetzlar Leitz Diavert 
MembraPure GmbH, Bodenheim Reinstwasseranlage MembraPure 
MWG-Biotech Primus 96plus und Primus 
Osram, München 
Phytokammer OSRAM Powerstar, HQI 
400W/DH 
peqLab Biotechnologie GmbH, Erlangen Nanodrop Spectrophotometer ND-1000 
Roche 
 
Sartorius Feinwaage TE64 
 Laborwaage TE612, TE3102 
 pH-Meter PB-11 
Scientific Industries, Bohemia, USA Vortex Genie 2 
UVP, Cambridge, UK CL-1000 Ultraviolett Crosslinker 
Vacuubrand, Wertheim Membran-Vakuumpumpe 
2.1.3 Puffer, Medien und Lösungen 
Alle Standardlösungen, -puffer und -medien wurden nach Sambrook und Green 2012) 
hergestellt. Spezielle Lösungen oder Puffer sind am Ende der jeweiligen Methode aufgeführt. 
Alle Kulturmedien wurden durch Autoklavieren (20 min, 121°C, 2 bar) oder Filtration 
(Ausschlussgröße 0,22 μm) sterilisiert. Thermolabile Lösungskomponenten wurden 
sterilfiltriert und den Medien nach Abkühlung auf 50°C zugesetzt. 
2.1.4 Antikörper und Enzyme 
Im Rahmen dieser Arbeit wurden für immunologische Nachweisreaktionen im ELISA 
(2.2.5.7), Immunoblot (2.2.5.4) und Immunofluoreszenzmikroskopie (2.2.5.9) verschiedene 
Antikörper eingesetzt. Die Antikörper und deren Eigenschaften sind in der untenstehenden 
Tabelle aufgelistet. 
Die verwendeten Enzyme zur Restriktion und Ligation von DNA sowie zur 
Dephosphorylierung (2.2.4.2) von Vektor-DNA wurden von New England Biolabs (NEB) 
bezogen und nach Herstellerangaben eingesetzt. Für die Kolonie-PCR (2.2.4.8.2) kam die 
hauseigene Taq-DNA-Polymerase (Fraunhofer IME) zum Einsatz, während ein Gemisch aus 
kommerziell erhältlicher Taq/Pfu-DNA-Polymerase für alle PCR-Reaktionen verwendet 
wurde, deren Produkte für Klonierungen weiter verwendet wurden.  
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Tabelle 5: Übersicht der verwendeten Antikörper 
Fc: spezifisch gegen Fc-Teil des Antikörpers; H+L: spezifisch gegen die schwere (heavy) und leichte (light) 
Antikörperkette; HRP: konjugiert mit Meerrettichperoxidase (horseradish peroxidase); AP: konjugiert mit 
alkalischer Phosphatase. 
 
Antikörper  Abkürzung  Hersteller 
Maus anti-Tag54 Epitoptag mAk54 Fraunhofer IME 
Kaninchen anti-His-Tag RA
His
 Rockland Immunochemicals 
Maus anti-Chitosan IgM G7-6 Fraunhofer IME  
IgG3, κ IgG3-Standard  Sigma-Aldrich 
Maus IgM kappa1  IgM κ Sigma-Aldrich 
Ziege anti-Kaninchen Fc AP  GAR
AP
 Fc Rockland Immunochemicals 
Ziege anti-Maus Fc AP GAM
AP
 Fc  Jackson ImmunoResearch 
Ziege anti-Maus Fc HRP  GAM
HRP
 Fc Jackson ImmunoResearch 
Ziege anti-Maus H+L AP  GAM
AP
 H+L Jackson ImmunoResearch 
Ziege anti-Maus H+L 
Dylight 594nm 
GAM
Dylight
 H+L  Jackson ImmunoResearch 
Ziege anti-Maus IgM Fc HRP  GAM
HRP
 IgM  Chemicon 
Ziege Fab anti-Maus Fab  GAM Fab Jackson ImmunoResearch 
2.1.5 Organismen 
2.1.5.1 Pathogene 
Zur Generierung und Selektion monoklonaler Antikörper und scFv Fragmente wurde 
Aspergillus flavus und A. parasiticus verwendet. Zur Untersuchung der Kreuzreaktivität der 
selektierten mAks und scFv-Fragmente auf wurden folgende Pathogene verwendet: 
Tabelle 6: Übersicht der verwendeten Pathogene 
Pathogen Phylum  Bezugsquelle 
Alternaria alternata (Fries) von Keissler Ascomycota Sylvia Schleker, IME 
Aspergillus flavus Link:Fries Ascomycota DSMZ 818 
Aspergillus nidulans (Eidam) Winter Ascomycota DSMZ 820 
Aspergillus niger van Tieghem Ascomycota Sylvia Schleker, IME 
Aspergillus oryzae Ascomycota DSMZ 1862 
Aspergillus parasiticus Speare Ascomycota DSMZ 1300 
Botrytis cinerea Persoon : Fries Ascomycota Janine Köhncke, IME 
Cercospora nicotianae Ascomycota Janine Köhncke, IME 
Fusarium culmorum W.G Smith Ascomycota Sylvia Schleker, IME 
Fusarium oxysporum f. sp. Nicotianae Ascomycota Janine Köhncke, IME 
Pythium ultimum Trow Oomycota DSMZ 62987 
Pythophthora nicotianae van Breda de Haan Oomycota DSMZ 1828 
Rhizoctonia solani Kühn Basidiomycota Sylvia Schleker, IME 
Thielaviopsis basicola Ascomycota Janine Köhncke, IME 
2.1.5.2 Tiere 
Zur Immunisierung wurden sechs bis acht Wochen alte BALB/c Mäuse verwendet. Die 
Genehmigung zur Durchführung der Tierversuche wurde vom Landesamt für Natur, Umwelt 
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und Verbraucherschutz Nordrhein-Westfalen bzw. der Bezirksregierung Köln erteilt 
(Aktenzeichen 9.93.2.10.54.07.044). 
2.1.5.3 Bakterien und Pflanzenstämme 
Als Empfänger rekombinanter DNA sowie zur Vermehrung und Isolierung von Plasmiden 
(2.2.4) wurden ein Methyltransferase-defizienter E. coli Stamm sowie der E. coli-K12 Stamm 
DH5α verwendet. Zur Expression rekombinanter Proteine dienten die E. coli-Stämme 
BL21(λDE3) und XL1-Blue MRF’. Der Agrobakterium tumefaciens-Stamm GV 3101 wurde 
zur transienten Transformation (2.2.6.3) von Nicotiana tabacum L. cv. Petit Havana SR1 und 
N. benthamiana nach Transformation mit entsprechenden rekombinanten Plasmiden 
eingesetzt. Die stabile Transformation der finalen Konstrukte erfolgte in Zea mays Hi Type II 
hybrid (2.2.6.4).  
Tabelle 7: Übersicht der verwendeten Bakterienstämme 
Bakterienstamm Quelle Genotyp 
A. tumefaciens GV 3101 Koncz und Schell 1986 pMP90RK (Gm
R
, Km
R
, Rif
R
) 
E. coli BL21(λDE3) Novagen 
F- ompT hsdSB(rB
-
 mB
-
) gal dcm 
(DE3) 
E. coli dam
-
/dcm
-
 NEB 
ara-14 leuB6 fhuA31 lacY1 tsx78 
glnV44 galK2 galT22 mcrA dcm-6 
hisG4 rfbD1 R(zgb210::Tn10) Tet
S
 
endA1 rspL136 (Str
R
) dam13::Tn9 
(Cam
R
) xylA-5 mtl-1 thi-1 mcrB1 
hsdR2 
E. coli NEB5-alpha (DH5α) NEB 
fhuA2 Δ(argF-lacZ)U169 phoA 
glnV44 Φ80Δ (lacZ)M15 
gyrA96 recA1 relA1 endA1 thi- 
1 hsdR17 
E. coli XL1-Blue MRF’ Stratagene 
Δ(mcrA)183 Δ(mcrCB-hsdSMR-
mrr)173 endA1 supE44 thi-1 recA1 
gyrA96 relA1 lac [F  ´proAB 
lacIqZΔM15 Tn10 (Tetr)] 
2.1.6 Plasmide 
pCR2.1®-TOPO 
Für die Klonierung der variablen schweren und leichten Antikörperketten wurde der 
pCR2.1®-Vektor aus dem TOPO® TA Cloning Kit (Invitrogen) verwendet. Der linearisierte 
Vektor weist einen Thymidinüberhang auf und erlaubt durch die an den Enden des Vektors 
kovalent gebundene Topoisomerase I eine direkte und effiziente Ligation von PCR-Produkten 
durch die Taq-Polymerase produzierten Adeninüberhänge. Das 3,9-kBp große Plasmid besitzt 
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zudem als Selektionsmarker eine Ampicillinresistenz und eine Kanamycinresistenz 
(Abbildung 43).  
pUC57 
Der pUC57 (Derivat von pUC19) ist ein kommerzieller Vektor (GenScript®), der als 
Empfänger aller chemisch synthetisierten Gene diente. Der 2,7-kb große Vektor (Abbildung 
44), welcher über einen Selektionsmarker für Ampicillin und Carbenicillin verfügt, wurde als 
Startvektor zur Transformation in E. coli (2.2.1.5), Plasmidisolierung (2.2.4) sowie 
anschließender Restriktion (2.2.4.2) verwendet. 
pET-22b(+) 
pET-22b(+) ist ein kommerzieller Vektor (Merck) zur Proteinexpression in E. coli und wurde 
neben zur Produktion von CSP und scFvs im bakteriellen Periplasma (2.2.5.5) verwendet 
(Abbildung 45). 
pTRAkc 
Zur Transformation von A. tumefaciens (2.2.1.4) sowie zur transienten Expression (2.2.6.3) 
von scFv- bzw. AFP-scFv Fragmente enthaltenden Expressionskassetten in N. tabacum wurde 
der Pflanzenexpressionsvektor pTRAkc verwendet (Dr. T. Rademacher, Fraunhofer IME). 
Der vom pPAM-Vektor (GenBank:AY027531) abgeleitete pTRAkc-Vektor verfügt über zwei 
Replikationspunkte, wodurch die Replikation in E. coli und A. tumefaciens möglich ist. Das 
Plasmid enthält einen Promotor sowie die Terminations- und Polyadenylierungssequenzen des 
35S-Gens von cauliflower mosaic virus (CaMV). Die Expressionskassette wird von zwei 
SARs (scaffold attachment regions) flankiert, welche aus dem 3’-Bereich des rb7-5A-Gens 
von N. tabacum stammen (Abbildung 46). 
pTRAux 
pTRAux ist ein Derivat des pTRA-Vektors und wurde zur Subklonierung von scFv- bzw. 
AFP-scFv Fragmenten verwendet (Dr. T. Rademacher, Fraunhofer IME). Das Plasmid enthält 
den Ubiquitin1-Promotor (Pubi) samt Intronsequenz aus Zea mays und ist dank der 5‘-UT 
(untranslated region) aus dem tobacco etch virus (TEV) zur Expression der Zielgene in 
Monokotyledonen geeignet (Abbildung 47). 
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pTF101.1gw1 
Der pTF101.1gw1 (David Jackson, Cold Spring Harbor Laboratory, NY, USA) wurde zur 
Transformation von A. tumefaciens (2.2.1.4) sowie zur stabilen Expression (2.2.6.4) von 
Thanatin, scFvAP3 und den Thanatin-scFv Fusionen enthaltenden Expressionskassetten in 
Z. mays verwendet. Das Plasmid verfügt über seitenspezifische Rekombinationsstellen des 
Bakteriophagen Lambda (Landy 1989) attR1 und attR2, welche eine Klonierung mit Hilfe der 
Gateway® Technologie (Invitrogen) ermöglicht. Das 10,9-kb große Plasmid besitzt zudem 
eine Streptomycin-Resistenz zur Selektion in E. coli sowie ein Bialaphos-Resistenz zur 
Selektion in Pflanzen (Abbildung 48).  
pUBI-ABM 
Zur Subklonierung der Chitinase und Chitinase-scFv Fragmente in E. coli wurde der 
pUBI-ABM verwendet (Abbildung 49). Das Plasmid enthält den Ubiquitin1-Promotor (Pubi) 
inklusive Intronsequenz aus Z. mays und die Terminatorsequenz des Nopalinsynthase Gens, 
welche die multiple Klonierungsstelle flankieren.  
p6int 
Der p6int ist ein Derivat des binären pLH6000- Vektors (Genbanknummer AY234328) und 
wurde zur Transformation von A. tumefaciens (2.2.1.6) sowie zur stabilen Expression in 
Z. mays eingesetzt (2.2.6.4). Durch Restriktion von pUBI-ABM mit SfiI konnten die für die 
Chitinase bzw. Chitinase-scFv kodierenden Expressionskassetten inseriert werden. Das 9,6-kb 
große Plasmid besitzt zudem eine Spectinomycin/Streptomycin-Resistenz zur Selektion in 
E. coli sowie eine Hygromycin-Resistenz zur Selektion in Pflanzen (Abbildung 50).  
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2.1.7 Antibiotika 
Tabelle 8: Übersicht der verwendeten Antibiotika 
Antibiotika Abkürzung Stammlösung Endkonzentration 
Ampicillin Amp 100 mg/ml in EtOH  100 μg/ml 
Carbenicillin Carb 100 mg/ml in H2Odd 50 µg/ml 
Chloramphenicol  Cap 34 mg/ml in EtOH  34 μg/ml 
Kanamycin  Kan 100 mg/ml in H2Odd 25 µg/ml 
Spectinomycin Spec 100 mg/ml in H2Odd  100 µg/ml 
Streptomycin Strep 100 mg/ml in H2Odd 50 µg/ml 
Rifampicin Rif 50 mg/ml in MeOH 50 µg/ml 
2.1.8 Oligonukleotide 
Alle zur Sequenzierung (2.2.4.10), cDNA-Synthese (2.2.4.6) und Amplifizierung von DNA 
(2.2.4.8) verwendeten Oligonukleotide wurden von MWG (Ebersberg) oder Invitrogen 
(Karlsruhe) synthetisiert und sind im Anhang (Tabelle 41) aufgelistet. 
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2.2 Methoden  
2.2.1 Transformation, Selektion und Charakterisierung rekombinanter 
Bakterien 
2.2.1.1 Kultivierung von Escherichia coli und Herstellung von Stammkulturen 
Die Anzucht von E. coli zur Herstellung von Kulturen und Stammkulturen erfolgte in LB-
Flüssigmedium auf einem Schüttler (160 UpM, 37°C, über Nacht). Bei Ampicillin-
vermittelter Resistenz wurden 100 µg/ml Ampicillin in das Medium hinzugeben. Zur 
Langzeitlagerung von wichtigen transformierten Plasmiden in E. coli-Stämme wurden Zellen 
in Glyzerin bei -80°C gelagert. Dazu wurden 500 µl 50%iges (v/v) Glyzerin in 1 ml 
Schraubgefäße gegeben und autoklaviert. Zu dem sterilen Gemisch wurden dann 500 µl einer 
Ampicillin-haltigen Übernachtkultur des jeweiligen Plasmid gegeben und anschließend 
bei -80°C gelagert. Zur weiteren Verwendung wurden die Stammkulturen auf Eis gelagert 
und ein wenig Material steril für eine neue Kultur entnommen. Die restliche Stammkultur 
wurde anschließend direkt wieder bei -80°C tiefgefroren. 
LB-Flüssigmed ium 
 
0,5% (w/v) Hefeextrakt, 1% (w/v) Trypton, 
1% (w/v) NaCl 
2.2.1.2 Kultivierung von Agrobacterium tumefaciens und Herstellung von 
Stammkulturen 
Die Kultivierung von A. tumefaciens erfolgte in YEB-Flüssigmedium (50 μg/ml Rifampicin, 
25 μg/ml Kanamycin) bei 28°C und 160 UpM. Zur Selektion und Anzucht rekombinanter 
Klone wurde das Medium zusätzlich mit 50 μg/ml Carbenicillin versetzt. Stammkulturen 
wurden in 25% (v/v) Glyzerin bei -80°C langfristig bzw. auf Agarplatten kurzfristig bei 4°C 
gelagert. 
YEB-Flüss igmed ium/ -Agar 
(pH 7,4) 
 
0,5% (w/v) Fleischextrak t, 0,1% (w/v) 
Hefeextrakt, 0,5% (w/v) Trypton, 0,5% (w/v) 
Saccharose, 2 mM MgSO 4 , ggf. 1,5% (w/v) 
Agar-Agar 
2.2.1.3 Herstellung chemisch-kompetenter E. coli-Zellen 
Eine vereinzelte Kolonie des E. coli-Stamms DH5α wurde in 10 ml SOC-Medium inokuliert 
und über Nacht bei 37°C und 160 UpM kultiviert. Am nächsten Tag wurden 300 ml SOC-
Medium mit 100 µl der Übernachtkultur angeimpft. Die Zellen wurden bis zu einer OD600 von 
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0,4-0,55 bei 160 UpM und 28°C kultiviert. Die Kultur wurde für 10 Minuten auf Eis gelagert 
und hinterher mit 3.000 g bei 4°C für 10 min zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen 
und die Zellen vorsichtig durch Schwenken oder sanftes Pipettieren in 90 ml 
Transformationspuffer resuspendiert. Anschließend wurden die Zellen erneut sedimentiert. 
Der Überstand wurde verworfen und die Zellen in 14 ml Transformationspuffer wieder 
aufgenommen. Zweimal wurde 1 ml DMSO zugegeben und anschließend die Kultur jeweils 
fünf Minuten auf Eis gelagert. Die Zellen wurden dann in 200 µl Aliquote aufgeteilt, in 
flüssigem Stickstoff schockgefroren und bei -80°C gelagert. Die Transformationsrate (Formel 
1) wurde anschließend mit 1-5 ng eines in der Konzentration bekannten Plasmids bestimmt 
und mit Transformanten pro µg DNA angegeben. 
SOC-Medium 
 
2% (w/v) Trypton, 0,5% (w/v) Hefeextrakt, 
0,05% (w/v) NaCl, 2,5 mM KCl, 20 mM MgCl2 ,  
20 mM Glukose 
MgCl2  und Glukose wurden einzeln steril filtr ier t 
(0,2 µm) und kurz vor Gebrauch hinzugegeben 
 
Transformationspuffer 10 mM MES, 45 mM MnCl2 , 10 mM CaCl2 , 100 
mM KCl,  3 mM Hexamincoba ldchlo r id 
 
Formel 1: Berechnung der Transformationsrate T 
][
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3
g
ntenTransforma
g
ng
ng
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T
Plasmid

  
2.2.1.4 Herstellung elektro-kompetenter A. tumefaciens-Zellen 
Zur Herstellung elektro-kompetenter Zellen wurden 100 ml YEB-Flüssigmedium (50 μg/ml 
Rif, 25 μg/ml Km) mit 1 ml Vorkultur (160 UpM, 28°C, 24 h) inokuliert und bis zum 
Erreichen einer OD600 von 1 bis 1,5 kultiviert (160 UpM, 28°C). Die Zellen wurden 
15 Minuten auf Eis gekühlt und anschließend zentrifugiert (2.800 g, 4°C, 5 min). Das 
Bakterienpellet wurde in 10 ml sterilem Wasser resuspendiert und erneut zentrifugiert. Dieser 
Waschschritt wurde dreimal wiederholt. Das resultierende Sediment wurde in 500 μl sterilen 
10%igem (v/v) Glyzerin resuspendiert und aliquotiert (50 μl) bei -80°C gelagert. 
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2.2.1.5 Hitzeschocktransformation von E. coli 
200 µl chemisch-kompetente Zellen (2.2.1.3) wurden 20 min auf Eis aufgetaut. Anschließend 
wurde der komplette Ligationsansatz (2.2.4.4.1) hinzugegeben und für 5 min auf Eis gelagert. 
Nachfolgend wurden die Zellen bei 42°C für 1 min inkubiert. Eine weitere Lagerung auf Eis 
(5 min) folgte bevor die Zellen mit 500 µl SOC-Medium versetzt bei 37°C für eine Stunde 
regeneriert wurden. Schließlich wurden 50 µl bzw. die verbleibende Menge auf Antibiotika-
haltigen LB-Platten ausplattiert und über Nacht bei 37°C inkubiert.  
2.2.1.6 Elektrotransformation von A. tumefaciens 
100 µl elektro-kompetente A .tumefaciens-Zellen (2.2.1.4) wurden auf Eis aufgetaut und unter 
sterilen Bedingungen in eine Elektroporationsküvette gefüllt. 2-5 µl des Ligationsansatzes 
(2.2.4.4.1) wurden nachfolgend zugesetzt und vorsichtig vermischt und wieder auf Eis 
gelagert. Anschließend wurde das Plasmid bei 2500 V für 5 ms im Elektroporator in die 
Zellen eingeschleust und danach mit 500 µl SOC-Medium vermischt. Die Zellen wurden bei 
37°C für 1 Stunde regeneriert. Anschließend wurden 50 µl bzw. der verbleibende Ansatz auf 
Antibiotika-haltigen YEB-Agarplatten ausplattiert und über Nacht bei 37°C inkubiert. 
2.2.2 Kultivierung von Pathogenen und Antigenherstellung 
Aspergillus spp. wurden in bzw. auf Kartoffel-Glucose- und Minimalmedium (MM) 
bzw. -Agar bei 28°C oder 37°C im Dunklen kultiviert. Die Kultivierung aller anderen Isolate 
(2.1.5.1) erfolgte auf Kartoffel-Dextrose-Agar (PDA) (Roth) bei 28°C. Zur Erhaltung der 
Pilzstämme wurden Kulturen in Petrischalen angelegt und bei 4°C gelagert.  
Aspergillus Minimalmed ium 
(MM) 
pH 6,5 
 
0,6% (w/v) NaNO 3 , 0,052% (w/v) KCl, 0,052% 
(w/v) MgSO4x7H2O, 0,152% (w/v) KH2PO4 , 1% 
(w/v) Glucose, 0,2% (v/v) Spurenelementlösung 
Glucose und Spurenelementlösung wurden 
sterilfi ltr iert (0,2 µm) und einzeln hinzugegeben  
 
Spurenelementlö sung 
 
1% (w/v) EDTA, 0,44% (w/v) ZnSO4x7H2O, 
0,101% (w/v) MnCl2 , 0,032% (w/v) 
CoCl2x6H2O, 0,0315% (w/v) CuSO4x5H2O, 
0,022% (w/v) (NH4)6Mo7O2 4x4H2O, 0,147% 
(w/v) CaCl2x2H2O, 0,1% (w/v) FeSO 4x7H2O 
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2.2.2.1 Isolierung von Sporen 
Zur Gewinnung der Sporen von Aspergillus spp. oder anderen Ascomyzeten (2.1.5.1) wurden 
15 ml steriles Leitungswasser auf eine bewachsene Agarplatte gegeben und Sporen durch 
Abkratzen mit einem Spatel vom Myzel gelöst. Die Sporensuspension wurde zur Abtrennung 
von Myzelbruchstücken über drei Lagen Miracloth™  filtriert. Nach mehrmaligem Waschen 
des Filtrates in sterilem H2O (16.000 g, RT, 1 min) wurde die Konzentration der 
Sporensuspension mit einer Neubauer-Kammer (Marienfeld Superior) bestimmt und bis zur 
weiteren Verwendung bei 4°C gelagert.  
2.2.2.2 Herstellung von Zellwandfragmenten (ZWF) 
Zur Herstellung der für die Immunisierung (2.2.3.1) und nachfolgende Versuche benötigten 
ZWF von A. flavus, A. parasiticus und weiteren Pilzen (2.1.5.1) wurde Myzel des acht bis 
12 Tage kultivierten Pathogens durch Filtration aus einer Flüssigkultur isoliert. Zur Reinigung 
des Myzels wurde dieses mit sterilem deionisiertem Wasser gewaschen und über drei Lagen 
Miracloth™  filtriert. Die Zerkleinerung erfolgte durch Mörsern in flüssigem Stickstoff. 
Anschließend wurden die Myzelbruchstücke in eiskaltem Aufschlusspuffer resuspendiert 
(10 ml Aufschlusspuffer pro 1 g Myzel) und 30 Minuten auf einem Überkopfschüttler 
(50 UpM) bei 4°C gelagert. Zur weitgehenden Entfernung des Zytosols wurde die Präparation 
jeweils dreimal mit eiskaltem Waschpuffer bzw. eiskaltem sterilem deionisiertem Wasser 
gewaschen (je Waschschritt 10 ml Waschpuffer bzw. Wasser pro 1 g Myzel). Jeder 
Waschschritt wurde für 10 Minuten bei 4°C und 50 UpM auf einem Überkopfschüttler 
durchgeführt und die Sedimentierung der ZWF erfolgte durch Zentrifugation (2.000 g, 4°C, 
5 min). Das resultierende Zellwandpellet wurde in sterilem deionisierten Wasser 
resuspendiert, gefriergetrocknet (2.2.3.1) sowie das Trockengewicht (TG) bestimmt.  
Aufschlusspuffer 10 mM Tris-HCl (pH 7,8) 
 
Waschpuffe r 1 M NaCl 
2.2.2.3 Extraktion und Präzipitation von Zellwandproteinen (ZWP) 
Zur Isolierung unterschiedlich gebundener Zellwandproteine von Aspergillus spp. erfolgte die 
Extraktion aus ZWF (2.2.2.2) nach Pitarch et al. (2008). Die Isolierung von 
Zelloberflächenproteinen erfolgte entweder mit einem SDS/DTT-Extraktionspuffer oder mit 
einem Alkali-Extraktionspuffer. Wohin gegen Glycophosphatidylinositol-verankerte Proteine 
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(GPI) mit einer β(1,3)-D-Glukanase aus Helix pomatia (Sigma) oder einer Chitinase aus 
Streptomyces griseus (Sigma, E.C 3.2.1.1.4) isoliert wurden (Pitarch et al. 2008).  
SDS/DTT-Extraktionspuffer 50 mM Tris HCl (pH 8,0), 0,1 M EDTA, 
2% (w/v) SDS und 10 mM DTT 
 
Alkali-Extraktionspuffer 30 mM NaOH 
 
Glukanase-Extraktionspuffe r 
 
1,5 U Glukanase pro g Frischgewicht (Fg) in 
2 ml 50 mM Tris-HCl (pH 7,5), 10 mM DTT 
 
Chitinase- Extrak tionspuffe r 
 
1 U Chitinase pro g Frischgewicht (Fg) in 2 ml, 
50 mM NaH2PO4  (pH 6,3) 
Nach der Extraktion von löslichen Proteinen aus Aspergillus spp. wurde die Acetonfällung zur 
Konzentrierung der gelösten Proteine eingesetzt. Des Weiteren diente die Acetonfällung zur 
Entfernung von SDS aus der Proteinlösung, welches zur Denaturierung des gebundenen 
Antikörper in der Immunoaffinitätschromatographie (2.2.7.4) führt (Qualtiere et al. 1977). 
Eiskaltes Aceton (-20°C) wurde mit dem 4-fachen Volumen der zu präzipitierenden 
Proteinlösung gemischt und für 60 min bei -20°C gelagert. Anschließend wurde das 
ausgefallene Protein sedimentiert (16.000 g, 10 min) und der Überstand dekantiert. Die 
Acetonfällung des Proteinpellets erfolgte mindestens ein weiteres Mal zur Entfernung von 
SDS. Anschließend wurde das Pellet getrocknet (RT, 30 min) und in PBS resuspendiert. Die 
Proteinlösung wurde partikelfrei (0,45 µm) filtriert und mittels SDS-PAGE (2.2.5.1), 
Coomassie-Färbung (2.2.5.2) und Immunoblot (2.2.5.4) analysiert. 
2.2.3 Herstellung von Hybridomazelllinien 
2.2.3.1 Immunisierung von Mäusen 
Je fünf weibliche, 6-8 Wochen alte BALB/c Mäuse wurden mit ZWF (150-1.000 μg TG) von 
A. flavus und A. parasiticus (2.2.2.2) in PBS immunisiert. Die erste intraperitoneale 
Applikation mit einem Gesamtvolumen von 100 μl erfolgte unter Beimischung von 40 μl 
Gerbu Adjuvant MM (Gerbu Biotechnik GmbH). Bei allen jeweils im Abstand von zwei 
Wochen folgenden wurden 20 μl des gleichen Adjuvants mitinjiziert. Durch Anschneiden der 
Schwanzspitze konnte austretendes Blut mit einer Pipette aufgesogen werden. Das Blut wurde 
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in 1x PBS (pH 7,4) verdünnt und zur Gewinnung des Serums zentrifugiert. Das so vor Beginn 
der Immunisierungsphase und eine Woche nach der jeweiligen Immunisierung erhaltene 
Serum diente der Bestimmung des Antikörpertiters (2.2.5.7). Fünf Tage nach der letzten 
Immunisierung wurden die Tiere getötet und die Milzzellen zur RNA-Isolierung (2.2.4.3) 
bzw. zur Fusion mit Myelomzellen (2.2.3.2) verwendet.  
2.2.3.2 Herstellung monoklonaler Antikörper 
Monoklonale Antikörper wurden in Zusammenarbeit mit Denise Herwartz und Katrin Hauten 
(Fraunhofer IME, Aachen) mit Hilfe der Hybridomatechnik hergestellt (Köhler und Milstein 
1975). Dazu wurden die Milzen immunisierter Mäuse entnommen und die B-Lymphozyten 
mit Myelomzellen (SP2/mIL6) fusioniert. Die aus der Fusion entstandenen Hybridomazellen 
wurden in R10 Medium angezogen und der Kulturüberstand im ELISA (2.2.4.8) auf 
Vorhandensein Aspergillus-spezifischer polyklonaler Antikörper (pAks) getestet. Zur 
Generierung von monoklonalen Antikörpern (mAks) wurden positive Klone durch die 
Methode der limiting dilution (Staszewski 1984) und Überwachung mittels Cellavista (Roche) 
in bis zu vier Runden vereinzelt und die Kulturüberstände wiederum im ELISA (2.2.5.7) 
analysiert.  
R10 RPMI 1640 Glutamax (Invitrogen), 10% (v/v) 
Fötales Kälberserum (FCS) (Merck Millipo re), 
1 mg/l PenStrep (Invitrogen), 50 nM 2-
Mercaptoethanol 
2.2.3.3 Kultivierung von Hybridomazelllinien 
Zuvor hergestellte mAks sekretierende Hybridomazelllinien (2.2.3.2) wurden bei 37°C und 
5% CO2 von R10 zu vollsynthetischem Medium H5000 (Pan) adaptiert. Für die Produktion 
der Antikörper im Kleinmaßstab (1-2 ml) wurden Zellkulturplatten und im mittleren Maßstab 
(bis 100 mg) Celline-Bioreaktoren (Sartorius) verwendet. Die Celllinebioreaktoren wurden 
mit H5000 Medium über einen Zeitraum von bis zu zwei Monaten bei 37°C und 5% CO2 
betrieben. Die Anzucht der Zellen sowie die Handhabung und Ernte wurde freundlicherweise 
von Frau Dr. Nicole Raven (Fraunhofer IME, Aachen) übernommen.  
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2.2.4 DNA und RNA Techniken 
2.2.4.1 Plasmid-DNA Isolierung aus E. coli 
Die Isolierung der Plasmid-DNA aus E. coli erfolgte im Kleinmaßstab (5-10 ml Kultur). 
Hierzu wurde das Nucleospin® Plasmid Kit (Macherey-Nagel), welches nach dem Prinzip der 
alkalischen Lyse (Le Gouill und Dery 1991) basiert nach Herstellerangaben verwendet.  
2.2.4.2 Isolierung von genomischer DNA aus Pflanzen 
Zur Isolierung von genomischer DNA aus Blattmaterial wurde für bis zu 24 Proben die 
CTAB-Methode (Clarke 2009) verwendet. Bei einer Handhabung von bis zu 96 Blattproben 
wurde das kommerziell erhältliche NucleoSpin® „Plant-II 96 well“- Kit (Macherey-Nagel) 
und für Maiskörner das optimierte NucleoSpin® „Food Kit“ (Macherey-Nagel) nach 
Herstellerangaben verwendet. Für die Extraktion genomischer DNA aus Pflanzen wurde ein 
2 cm Blattstück in flüssigem Stickstoff gemörsert oder im TissueLyzer™  (Qiagen) mit zwei 
Metallkugeln (Spherotech, 3 mm) homogenisiert (2x2 min, 30/sec). Das Pulver wurde in 
1,5-fachen Volumen CTAB-Puffer aufgenommen und bei 65°C für 1 h inkubiert. Die 
Zelltrümmer wurden über Zentrifugation (12.000 g, 5 min, RT) entfernt und der Überstand 
abgenommen. Die Abtrennung von Proteinen erfolgte über zweimalige Extraktion mit einem 
gleichen Volumen Chloroform/Isoamylalkohol (24:1, v/v). Nach Abnahme der oberen Phase 
wurde die DNA mit 0,7-fachen Volumen eiskaltem Isopropanol gemischt und durch 
Zentrifugation (16.000 g, 15 min) präzipitiert. Das Pellet wurde mit Waschpuffer gewaschen 
und luftgetrocknet. Nach dem Lösen des Pellets in TE-Puffer wurde die Konzentration der 
DNA (2.2.4.9) bestimmt und für die PCR (2.2.4.8.3) verwendet. 
CTAB-Puffer 
pH 8,0 
0,1 M Tris-HCl, 20 mM EDTA, 1,4 M NaCl, 
0,02 (v/v) 2-Mercaptoethanol, 0,02 (w/v) CTAB 
 
Waschpuffe r 70% (v/v) EtOH, 10 mM Natriumacetat 
 
TE-Puffer  
pH 8,0 
10 mM Tris-HCl, 1 mM EDTA 
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2.2.4.3 Isolierung von Gesamt-RNA aus Hybridomazellen 
Zur Isolierung der Gesamt-RNA aus Hybridomazellen wurde das NucleoSpin® RNA II Kit 
(Macherey-Nagel) (2.1.1) verwendet. Für die RNA-Präparation wurden die Zellen von 1,5 ml 
der monoklonalen Hybridomakulturen (2.2.3.2) sedimentiert (300 g, 5 min). Der Aufschluss 
der Zellen und die Isolierung der RNA erfolgten nach Angaben des Herstellers unter RNase-
freien Bedingungen. Anschließend wurde die Qualität der Präparation mittels analytischer 
Agarosegelelektrophorese (2.2.4.5) überprüft. Die gereinigte RNA wurde nach reverser 
Transkription in Einzelstrang-cDNA und Ligation eines Adapter-Oligonukleotids (2.2.4.6) zur 
Klonierung der variablen Antikörperketten (2.2.4.8.1) verwendet.  
2.2.4.4 Klonierung 
2.2.4.4.1 Restriktion, Dephosphorylierung und Ligation von DNA 
Die enzymatische Restriktion von DNA (2.2.4.1) erfolgte mittels kommerziell erhältlicher 
Restriktionsendonukleasen nach Herstellerangaben (NEB). Bei der Verwendung von zwei 
oder mehr Enzymen in einer Reaktion wurden die Bedingungen so gewählt, dass alle Enzyme 
eine möglichst hohe Aktivität erreichen. War dies nicht möglich, wurden die Restriktionen 
separat unter jeweils optimalen Bedingungen durchgeführt. Nach der Restriktion wurde die 
DNA entweder mit Hilfe des NucleoSpin® Extract II Kits (Macherey Nagel) (2.1.2) oder nach 
Auftrennung durch die Agarosegelelektrophorese (2.2.4.5) aus dem Gel extrahiert.  
Zur Vermeidung von Religanten wurde die geschnittene Vektor-DNA zuvor mit dem Enzym 
calf intestine alkaline phosphatase (CIP) (NEB) am freien 3’ Ende dephosphoriliert (nach 
Herstellerangaben) und mittels NucleoSpin® Extract II Kits gereinigt. 
Für die Ligation wurde Insert-DNA in molaren Verhältnissen von 5:1 mit geschnittener 
Vektor-DNA in Gegenwart von 200 U T4-DNA Ligase (NEB) entweder für 1 h bei RT 
inkubiert oder bei 15°C über Nacht gelagert. 
2.2.4.4.2 Gateway-Klonierung 
Die Gateway® Technologie ist eine universelle Klonierungsmethode basierend auf den 
seitenspezifischen Rekombinationseigenschaften des Bakteriophagen Lambda (Landy 1989). 
Die aus zwei Klonierungsschritten bestehende Methode wurde nach Herstellerangaben 
(Invitrogen) durchgeführt. Vor der ersten Klonierung in den pDONR™221 (Invitrogen) 
wurden die benötigten attB-Seiten mittels spezifischen Oligonukleotide (Tabelle 41) an das 
DNA-Fragment (2.2.4) durch PCR-Amplifikation (2.2.4.8) gehängt. Die Klonierung der 
gewünschten Fremdgene in den pDONR™221 erfolgte mittels BP Clonase™  II und einer 
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anschließenden Klonierungsreaktion in den Expressionsvektor pTF101.1gw1 (2.1.6) durch die 
LR Clonase™  II.  
2.2.4.5 Agarose-Gelelektrophorese  
Die elektrophoretische Auftrennung von DNA (2.2.4) wurde mit 0,8-2% (w/v) Agarosegelen 
(Sambrook und Green 2012) im TBE-Puffersystem (110 V, 45-60 min) durchgeführt. Dazu 
wurde die zu analysierende DNA-Probe mit dem Ladepuffer „Orange-G“ oder 
„Sample buffer“ (SABU) im entsprechenden Verhältnis gemischt. Zur Bestimmung der 
Fragmentgröße dienten dabei je 5 µl des 1.000 Bp- oder 100 Bp-Längenmarkers (Roth). Das 
zuvor hinzugefügte Ethidiumbromid (1 µg/ml) diente später zur Visualisierung der 
aufgetrennten DNA im Fotodokumentationssystems GelDoc™  XR (Bio-Rad).  
1x TBE-Puffe r 
pH 8,3 
 89 mM Tris, 89 mM Borsäure, 2 mM EDTA 
 
Orange-G DNA-Ladepuffer 
(6x) 
0,25% (w/v) Orange G, 15% (w/v) Ficoll 
 
SABU DNA-Ladepuffer 
(10x) 
 
0,1% (w/v) Brompheno lb lau, 0,1% (w/v) 
Xylencyano l, 50% (w/v) Glyzer in  
gelöst in 1x TBE 
2.2.4.6 cDNA-Synthese und Adapterligation 
Das Umschreiben von mRNA in einzelsträngige cDNA (ss-cDNA) erfolgte nach 
Herstellerangaben mit Hilfe des SuperScript™  III First Strand Kits (Invitrogen). Nach 
Anlagerung des Oligo-dT-primer an das polyadenylierte C-terminale Ende der mRNA 
erfolgte die cDNA-Erststrangsynthese mittels reverser Transkriptase (Tabelle 9). Zur 
Gewinnung der sscDNA wurden in einer weiteren Reaktion die reverse Transkriptase und 
RNAseH inaktiviert (Tabelle 9). Zur Anlagerung des Primers AS04 (2.1.8) für die 
Zweitstrangsynthese der cDNA (2.2.4.8.1) wurde eine Bindestelle am 5’-Ende benötigt. 
Hierzu wurde ein Linker (AS-Linker) an das 5’-Ende der sscDNA unter Verwendung einer 
RNA-Ligase (2.1.4) durch Inkubation für 45 min bei 37°C ligiert. 
 
Material und Methoden
 
 
38 
 
Tabelle 9: Ablauf der sscDNA-Synthese 
Komponenten 
End-
konzentration/Menge 
Reaktionsschritt Temperatur Zeit 
Gesamt-RNA 8 µl 
Primeranlagerung 
 
65°C 
 
 
5 min 
 
Oligo dT-
Primer (50 µM) 
1 µl 
dNTP (10 mM) 1 µl 
5x RT-Puffer 2 µl 
 
sscDNA Synthese 
 
50°C 
 
50 min 
MgCl2 (25 mM) 4 µl 
DTT (0,1M) 2 µl 
RNaseOut
™
 
RNase-Inhibitor 
(40 U/µl) 
1 µl 
SuperScript
™
 
III reverse 
Transkriptase 
(200 U/µl) 
1 µl 
  
Inaktivierung der 
Reversen 
Transkriptase 
85°C 5 min 
RNase H 
(2 U/µl) 
1 µl 
Inaktivierung der 
RNase H 
37°C 30 min 
2.2.4.7 Polyadeninylierung von PCR-Fragmenten 
Zur Klonierung der PCR-Fragmente aus der 5‘-RACE-PCR (2.2.4.8.1) wurde das TOPO® TA 
Cloning Kit (Invitrogen) verwendet. Dazu wurden zunächst die PCR-Fragmente 
polyadenyliert (Tabelle 10).  
Tabelle 10: Zusammensetzung der Polyadenylierungsreaktion 
Komponenten 
End-
konzentration/Menge 
Reaktionsschritt Temperatur Zeit 
PCR-DNA 20 µl 
 
Polyadenylierung 
 
72°C 15 min 
PCR-Puffer 2,5 µl 
MgCl2 (25 mM) 1,5 mM 
dATP (10 mM) 0,5 µl 
Taq-Polymerase 0,35 µl 
H2Odd ad 25 µl 
 
Zur Klonierung der polyadenylierten PCR-Fragmente wurden 4 µl des Gemisches mit 1 µl 
Salzlösung (1,2 M NaCl, 0,6 M MgCl2) und 1 µl pCR2.1
®-TOPO-Vektor (10 ng) bei 
Raumtemperatur für 25 Minuten inkubiert und bei 4°C über Nacht ligiert. 
Material und Methoden
 
 
39 
 
2.2.4.8 Polymerasekettenreaktion (PCR) 
Die polymerase chain reaction (PCR) stellt ein Verfahren für die enzymatische in vitro-
Amplifikation von DNA dar und ist eine der wichtigsten Standardmethoden der 
Molekularbiologie (Saiki et al. 1985). Die PCR wurde eingesetzt, um verschiedene DNA-
Fragmente zu vervielfältigen, Restriktionsschnittstellen einzufügen oder Sequenzbereiche zu 
analysieren. Hierzu wurden alle Komponenten auf Eis aufgetaut, sorgfältig gemischt und je 
nach vorhandener Stockkonzentration eingesetzt. Die Zusammensetzung und 
Amplifikationsbedingungen einer Standard-PCR können Tabelle 11 entnommen werden.  
Tabelle 11: Zusammensetzung und Ablauf der Standard-PCR 
Komponenten 
End-
konzentration/
Menge 
Amplifikationsbedingungen 
Reaktionsschritt Temperatur Zeit Wiederholung 
DNA 10-100 ng 
    
PCR-Puffer 1 x 
einleitende 
Denaturierung 
94°C 5 min 
 
MgCl2 1,5 mM Denaturierung 94°C 0,5 min 
30x dNTPs 0,05 mM jedes Primeranlagerung 50 - 55°C 0,5 min 
5‘-Primer 0,4 μM Verlängerung 72°C 3 min 
3‘-Primer 0,4 μM 
abschließende 
Verlängerung 
72°C 10 min 
 
Enzyme mix 
(Roche) 
2,6 U 
    
H2Odd ad 50 µl     
2.2.4.8.1 5’-Rapid Amplification of cDNA ends (RACE) 
Im Anschluss an die sscDNA-Synthese und Adapterligation (2.2.4.6) erfolgte die Synthese 
und Amplifizierung des Doppelstranges in Form einer 5’-RACE PCR (Tabelle 12). Zur 
Amplifizierung der variablen Antikörperketten monoklonaler Antikörper wurden in 
verschiedenen Ansätzen der Linker-Primer „AS04“ sowie je ein spezifische Primer, welcher 
an die konstante Region der leichten- oder schweren Antikörperkette muriner IgG-Antikörper 
bindet, verwendet. Die verwendeten Oligonukleotide sind der Tabelle 41 im Anhang zu 
entnehmen.  
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Tabelle 12: Zusammensetzung und Ablauf der RACE-PCR 
Komponenten 
End-
konzentration/
Menge 
Amplifikationsbedingungen 
Reaktionsschritt Temperatur Zeit Wiederholung 
cDNA 2 µl 
    
10x PCR Puffer 
(enthält 1,5 mM 
MgCl2) 
5 µl 
einleitende 
Denaturierung 
95°C 5 min 1x 
MgCl2 (25 mM) 1 µl Denaturierung 95°C 20 sec 
34x 
dNTPs (10 mM) 1 µl Anlagerung 55°C 20 sec 
Primer AS04 
(10 µM) 
1 µl Verlängerung 72°C 2 min 
Primer 
(100 pmol) 
1 µl 
abschließende 
Verlängerung 
72°C 7 min 1x 
Taq-Polymerase 
(3,5 U/µl) 
0,4 µl 
    
Nuklease-freies 
Wasser 
ad 50 µl 
    
2.2.4.8.2 Kolonie-PCR 
Die Identifizierung von rekombinanten Bakterienklonen nach der Transformation (2.2.1) 
erfolgte durch Kolonie-PCR. Hierbei handelt es sich um eine Variante einer beschriebenen 
Methode, die zuerst bei Hefen angewandt wurde (Jesenofsky et al. 1995). Hierzu wurde unter 
der Sterilbank mit einer sterilen Pipettenspitze ein wenig Material von einer transformierten 
Kolonie zu der PCR-Reaktion, welches ein Zielgen-spezifisches Primerpaar enthielt 
zugemischt. Der Ablauf der Kolonie-PCR (Tabelle 13) und die verwendeten Oligonukleotide 
(Tabelle 41) sind den jeweiligen Tabellen zu entnehmen. 
Tabelle 13: Zusammensetzung und Ablauf der Kolonie-PCR 
Komponenten 
End-
konzentration/
Menge 
Amplifikationsbedingungen 
Reaktionsschritt Temperatur Zeit Wiederholung 
Kolonie - 
    
PCR-Puffer (10x) 2,5 µl 
einleitende 
Denaturierung 
94°C 10 min 
 
MgCl2 (25 mM) 1,5 µl Denaturierung 94°C 0,5 min 
30x dNTPs 0,5 µl Anlagerung 50 - 55°C 0,5 min 
5‘-Primer 0,35 µl Verlängerung 72°C 3 min 
3‘-Primer ad 25 µl 
abschließende 
Verlängerung 
72°C 10 min 
 
Enzyme mix 
(Roche) 
2,6 U 
    
H2Odd ad 50 µl 
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2.2.4.8.3 PCR zum Nachweis des Transgens in Maispflanzen 
Zur Detektion des Transgens in stabil transformierten Pflanzen (2.2.6) erfolgte der Nachweis 
mittels PCR. Dazu wurde zuvor extrahierte genomische DNA (2.2.4.2) und ausschließlich 
Enzymgemische bestehend aus Taq-Polymerase/Pfu-Polymerase (Roche oder iNtRON 
Biotechnology) verwendet. Der Ablauf der PCR mit genomischer DNA (Tabelle 14) und die 
verwendeten Oligonukleotide (Tabelle 41) sind den jeweiligen Tabellen zu entnehmen. 
Tabelle 14: Zusammensetzung und Ablauf der PCR zum Nachweis des Transgens aus genomischer DNA 
Komponenten 
End-
konzentration/
Menge 
Amplifikationsbedingungen 
Reaktionsschritt Temperatur Zeit Wiederholung 
genomische DNA 100-500 ng 
    
PCR-Puffer (10x) 2,5 µl 
einleitende 
Denaturierung 
94°C 10 min 
 
MgCl2 (25 mM) 1,5 µl Denaturierung 94°C 0,5 min 
40x dNTPs 0,5 µl Anlagerung 50 - 55°C 45 sec 
5‘-Primer 0,35 µl Verlängerung 72°C 2 min 
3‘-Primer ad 25 µl 
abschließende 
Verlängerung 
72°C 7 min 
 
Enzyme mix 
(Roche oder 
iNtRON) 
2,6 U 
    
H2Odd ad 25 µl 
    
 
2.2.4.9 Konzentrationsbestimmung von Nukleinsäuren 
Die Konzentrations- und Reinheitsbestimmung von DNA/RNA (2.2.4) erfolgte über die 
spektroskopische Messung von 2 μl DNA/RNA-Lösung mittels ND-1000 Spektrophotometer 
(peqLab Biotechnologie GmbH). 
2.2.4.10 DNA-Sequenzierung und Analyse 
Zur Bestimmung der Nukleotidabfolge wurde die Didesoxymethode (Sanger et al. 1977) 
verwendet. Die Sequenzierung wurde in einem ABI Prism 3700 Sequencer (Applied 
Biosystems) durch den hauseigenen Sequenzierungsservice (Raphael Soeur, Fraunhofer IME) 
durchgeführt. Die Sequenzbestimmung erfolgte durch ein vergleichendes Zusammensetzen 
der Sequenzen beider Stränge des DNA-Fragmentes mit den Programmen: Chromas® 2.1 
(Technelysium Pty Ltd, Brisbane, Australien), Lasergene® SeqMan (DNASTAR, Madison, 
USA) und Clone Manager® (Scientific&Educational Software, Cary, USA). 
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2.2.5 Proteinchemische und Immunologische Methoden 
2.2.5.1 SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese 
Die Auftrennung von Proteinen entsprechend ihres Molekulargewichtes erfolgte 
elektrophoretisch in diskontinuierlichen SDS-Gelen, welche aus einem Sammelgel und einem 
Trenngel bestehen (Laemmli 1970). Die Proteinproben wurden wahlweise entweder 
reduzierend (5x SDS-Proteinladepuffer, 99°C, 5 min) oder nicht-reduzierend (2x Lämmli) 
aufgetragen und zusammen mit einem Proteinlängenmarker in SDS-Laufpuffer aufgetrennt 
(40 mM, 45 min). Der Nachweis der Proteine erfolgte mit Coomassie (2.2.5.2), Silberfärbung 
(2.2.5.3) oder Immunoblot (2.2.5.4). 
 
Sammelge l 12% (v/v) Tris-HCl (1 M, pH 6,8), 
0,2% (w/v) SDS, 4% (w/v) Acrylamid, 
0,1% (v/v) TEMED, 0,1 ‰ (v/v) APS   
 
Trennge l (12%) 38% (v/v) Tris-HCl (1 M, pH 8,8), 
0,1% (w/v) SDS, 12% (v/v) Acrylamid, 
0,1% (v/v) TEMED, 0,6 ‰ (w/v) APS   
 
2x Lämmli-Prote inladepuffer  
(nicht reduzierend) 
200 mM Tris-HCl (pH 7, 0), 0,5% (v/v) 
Brompheno lb lau, 15% (v/v) Glyzer in, 
6% (w/v) SDS  
  
5x SDS-Probenpuffer  
(reduzierend) 
 
62,5 mM Tris-HCl (pH 6,8), 10% (v/v) β-
Mercaptoethanol, 4% (w/v) SDS, 30% (w/v) 
Glyzer in, 0,05% (w/v) Brompheno lb lau  
2.2.5.2 Coomassie-Brilliant-Blau Färbung  
Die Visualisierung elektrophoretisch aufgetrennter Proteine im SDS-PAA-Gel (2.2.5.1) 
erfolgte durch Einfärbung mit Coomassie-Brilliant-Blau (Fairbanks et al. 1971). Das SDS-
SDS-Laufpuffer (pH 8,3) 25 mM Tris, 192 mM Glyzin, 0,1% (w/v) SDS 
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PAA-Gel wurde mit Fairbanks Lösung A bedeckt und bis zum Siedepunkt in einer 
Mikrowelle erhitzt. Nach fünfminütiger Abkühlung unter Schwenken wurde Fairbanks 
Lösung A entfernt und das SDS-PAA-Gel mit Leitungswasser gewaschen. Mit den Fairbanks 
Lösungen B, C und D wurde identisch verfahren. Nach der Entfärbung des Gels konnten die 
nun sichtbaren Proteinbanden mit Hilfe des LAS-3000 (Fujifilm) digitalisiert werden. 
Fairbanks A  0,05% (w/v) Coomassie R-250, 
25% (v/v) 2-Propanol, 10% (v/v) Essigsäure 
Fairbanks B 0,05% (w/v) Coomassie R-250, 
10% (v/v) 2-Propanol  
Fairbanks C 0,002% (w/v) Coomassie R-250, 
10% (v/v) Essigsäure 
Fairbanks D 10% (v/v) Essigsäure 
2.2.5.3 Silberfärbung  
Als Alternative zur Coomassie-Färbung wurde die Silberfärbung bei geringerer 
Proteinkonzentration eingesetzt. Die Durchführung der Silberfärbung erfolgte nach 
Herstellerangaben mittels des Silver Stain Kit (Thermo Fisher Scientific).  
2.2.5.4 Immunoblot 
Zum Nachweis von spezifischen Antikörpern wurde das Immunoblot-Verfahren angewandt 
(Towbin et al. 1979). Hierzu wurden die auf einem SDS-PAA-Gel (2.2.5.1) nach 
Molekulargewicht aufgetrennten Proteine auf eine Nitrozellulosemembran (0,22 µm oder 
0,45 µm) durch das Tankblot-Verfahren (250 mA, 1 h) übertragen. Anschließend wurden die 
Nitrozellulosemembranen mit den entsprechenden Reagenzien gelagert (Tabelle 15). Zu 
Dokumentationszwecken wurden spezifisch gefärbte Proteinbanden mittels LAS-3000 
(Fujifilm) digitalisiert. 
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Tabelle 15: Zusammensetzung und Ablauf des Immunoblots 
Arbeitsschritt Konzentration /Verdünnung Zeit 
Blockieren 3% (w/v) Milchpulver in PBS-T 30-60 min 
Primärantikörper 
Siehe  
Tabelle 5 
60 min 
Sekundärantikörper 
Siehe  
Tabelle 5 
60 min 
Äquilibrierung AP-Puffer 10 min 
Entwicklung 
NBT/BCIP nach 
Herstellerangeben in AP-Puffer 
10-30 min 
 
PBS-T  0,05% (v/v) Tween-20 in PBS 
MPBS-T  3% (v/v) Milchpulve r in PBS-T 
 
Transferpuffer (pH 8,3)  25 mM Tris-HCl, 192 mM Glyzin, 
20% (v/v) Methanol 
AP-Puffer 100 mM Tris-HCl (pH 9,6), 100 mM NaCl, 
5 mM MgCl2  
Substratlösung für Alkalische 
Phosphatase 
 
0,01% (v/v) Nitroblaute trazo lium/5-Bromo-4-
Chloro-3-Indolyl-P hosphat (NBT/BCIP) in 
AP-Puffer 
2.2.5.5 Expression rekombinanter Proteine in E. coli 
Zur bakteriellen Expression von scFvs und anderen Proteinen wurden die 
Expressionsvektoren zunächst in Zellen des Expressionsstamms E. coli BL21 (λDE3) oder 
E. coli XL1-Blue transformiert (2.2.1.5). Anschließend wurden 5 ml LBAmp-Flüssigmedium 
(2% (w/v) Glukose) mit einer positiven Kolonie inokuliert und kultiviert (160 UpM, 37°C, 
üN). Aus der Vorkultur wurde die TB-Hauptkultur (1:100) beimpft und bis zu einer OD600 
von 0,5-0,7 kultiviert. Die Expression der rekombinanten Proteine wurde durch Zugabe von 
Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid (IPTG, Endkonzentration 1 mM) induziert. Nach einer 
Inkubationsdauer von drei bis vier Stunden bei 28°C und 160 UpM wurden die Zellen 
sedimentiert (4000 g, 20 min, 4°C) und in 10 ml PBS (200 mM NaCl) resuspendiert. Der 
periplasmatische Zellaufschluss der Zielproteine erfolgte mit der Ultraschallsonde UW2070 
MS73 (Bandelin electronic) nach Herstellerangaben. Anschließend erfolgte die Abtrennung 
von Zellfragmenten (40.000 g, 30 min, 4°C), Filtration (0,45 µm) und Reinigung des 
Zielproteins mittels IMAC (2.2.7.2) 
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KHPO4-Lösung (1M) 
 
170 mM KH2PO4 , 720 mM K2HPO4   
Auf 100 ml H2O auffül len und sterilfi ltr ieren 
 
TB-Medium (Terrific Broth) 
 
1,2% (w/v) Trypton, 2,4% (w/v) Hefeextrakt, 
0,4% (v/v) Glyzer in 
Auf 900 ml mit H2O auffüllen und autoklavieren. 
Anschließend wurde steril 100 ml KHPO4-
Lösung (1M) hinzugeben.  
2.2.5.6 Dialyse und Diafiltration 
Zur Entfernung von störenden Komponenten (z. B. Imidazol) in den Elutionsfraktionen 
gereinigter Proteine nach der Reinigung (2.2.7.2) oder zur Umpufferung wurde eine Dialyse 
durchgeführt. Je nach Größe des Zielproteins und Volumen der Fraktionen erfolgte die 
Dialyse gegen PBS in Dialyseschläuchen (MWCO 6 - 8 kDa) oder Dialysekassetten (MWCO 
1 kDa) nach Angaben der Herstellern (Sartorius, Spectrum Laboratories, Thermo Fisher 
Scientific). Sofern erwünscht wurde die dialysierten Proteinfraktionen über eine 
Zentrifugationssäule (MWCO variabel) konzentriert (5.000 g, RT).  
2.2.5.7 Enzyme Linked Immunosorbent Assay (ELISA)  
Der enzymgekoppelte Immunadsorptionstest (ELISA) bezeichnet ein immunologisches 
Nachweisverfahren für Proteine, das auf spezifischer Erkennung durch Antikörper beruht und 
über eine Farbreaktion (405 nm) nachgewiesen wird (Engvall und Perlmann 1971). Zum 
einen wurde der ELISA zur Quantifizierung von mAks (Tabelle 18) sowie rekombinanten 
Proteinen mit Epitoptag Tag54 (Tabelle 20) verwendet. Des Weiteren wurde die spezifische 
Reaktivität von pAks (Tabelle 16), mAks (Tabelle 17) und scFv bzw. AFP-scFv Fusionen 
(Tabelle 19) gegen pilzliche Antigene getestet. Der Pepscan-ELISA diente zur Ermittlung des 
Bindungsepitop des Aspergillus-spezifischen mAkAP10 (Tabelle 21). Nach jedem 
Inkubationsschritt wurde die Platte dreimal mit PBS-T gewaschen. 
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Tabelle 16: ELISA zur Bestimmung des Antikörpertiters immunisierter Tiere 
Arbeitsschritt Lösung 
Volumen 
(µl/Kavität) 
Inkubations- 
bedingungen 
Beschichtung ZWF (200 µg/ml TG) in H2O 100 üN, 37°C 
Blockieren 3% (w/v) MPBS-T 200 60 min, RT 
Probenaufgabe 
Serum, serielle Verdünnung (ab 1:1.000) 
in 1x PBS 
100 60 min, RT 
Primärantikörper GAM
HRP
 Fc (1:5.000) in PBS 100 60 min, RT 
Entwicklung Substrat ABTS nach Herstellerangaben 100 15-60 min, RT 
 
Tabelle 17: ELISA zur Detektion pilzlicher Antigene durch spezifische mAks 
Arbeitsschritt Lösung 
Volumen 
(µl/Kavität) 
Inkubations- 
bedingungen 
Beschichtung ZWF (200 µg/ml TG) in H2O 100 üN, 37°C 
Blockieren 3% (w/v) M-PBST 200 60 min, RT 
Probenaufgabe Hybridomaüberstände (variabel) 100 60 min, RT 
Primärantikörper GAM
HRP
 Fc (1:5.000) in PBS 100 60 min, RT 
Entwicklung Substrat ABTS nach Herstellerangaben 100 15-60 min, RT 
 
Tabelle 18: ELISA zur Konzentrationsbestimmung von monoklonalen Antikörpern aus dem 
Hybridomaüberstand 
Arbeitsschritt Lösung 
Volumen 
(µl/Kavität) 
Inkubations- 
bedingungen 
Beschichtung GAM Fab (1:5.000) in PBS 100 60 min, RT 
Blockieren 3% (w/v) MPBS-T 200 60 min, RT 
Probenaufgabe 
Standard (ab 0,2 ng/µl), 
Hybridomaüberstände (variabel) 
100 60 min, RT 
Primärantikörper GAM
HRP
 Fc (1:5.000) in PBS 100 60 min, RT 
Entwicklung Substrat ABTS nach Herstellerangaben 100 15-60 min, RT 
 
Tabelle 19: ELISA zur Detektion pilzlicher Antigene durch spezifische scFv und AFP-scFv 
Fusionsproteine 
Arbeitsschritt Lösung 
Volumen 
(µl/Kavität) 
Inkubations- 
bedingungen 
Beschichtung ZWF (200 µg/ml TG) in H2O 100 üN, 37°C  
Blockieren 3% (w/v) MPBS-T 200 60 min, RT 
Probenaufgabe 
IMAC gereinigter Blattextrakt (ab 1:2) in 
1x PBS 
100 120 min, RT 
Primärantikörper mAk54 (1:5.000) in PBS 100 60 min, RT 
Sekundärantikörper GAM
HRP
 Fc (1:5.000) in PBS 100 60 min, RT 
Entwicklung Substrat ABTS nach Herstellerangaben 100 15-60 min, RT 
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Tabelle 20: ELISA zur Quantifizierung von Tag54-Fusionsproteinen (Kompetitions-ELISA) 
Arbeitsschritt Lösung 
Volumen 
(µl/Kavität) 
Inkubations- 
bedingungen 
Beschichtung  Streptavidin (10 µg/ml) in PBS 100 60 min, RT 
Blockieren  2 % (w/v) BSA (biotinfrei) in PBS 200 60 min, RT 
Probenaufgabe  Biotinyliertes-P12 (1:7.000) in PBS 100 60 min, RT 
Kompetition 
Standard (1:1.000) und Proben (1:2) mit 
mAk54 (1:5.000) 
100 60 min, RT 
Primärantikörper  GAM
HRP
 Fc (1:5.000) in PBS 100 60 min, RT 
Entwicklung Substrat ABTS nach Herstellerangaben  100 15-60 min, RT 
 
Tabelle 21: ELISA zur Ermittlung des Bindungsepitops des mAkAP10 (Pepscan) 
Arbeitsschritt Lösung 
Volumen 
(µl/Kavität) 
Inkubations- 
bedingungen 
Beschichtung Streptavidin (10 µg/ml) in PBS 100 60 min, RT 
Blockieren 2 % (w/v) BSA (biotinfrei) in PBS 200 60 min, RT 
Probenaufgabe 
Auftragen der Peptide (500 bzw. 50 
pmol) in 1x PBS 
100 60 min, RT 
Primärantikörper mAkAP10 (1 mg/ml) 1:5.000 in PBS 100 60 min, RT 
Sekundärantikörper GAM
HRP
 Fc (1:5.000) in PBS 100 60 min, RT 
Entwicklung Substrat ABTS nach Herstellerangaben 100 15-60 min, RT 
2.2.5.8 Bradford 
Für die Proteinquantifizierung nach Bradford (Bradford 1976) wurden die zu bestimmenden 
Proben zunächst seriell mit PBS oder H2O verdünnt, 10 μl der jeweiligen Verdünnung wurden 
mit 200 μl 20% (v/v) Rotiquantlösung (Roth) vermischt und bei 595 nm gemessen. Die 
Quantifizierung erfolgte gegen Rinderserumalbumin (RSA) in einer seriellen 
Verdünnungsreihe (2 mg/ml-15 μg/ml). Alle Proben wurden in Doppelbestimmung gemessen 
und das unspezifische Hintergrundsignal wurde per Referenzmessung gegen Wasser bzw. 
PBS abgezogen. 
2.2.5.9 Immunofluoreszenzmikroskopie 
Runde Deckgläser wurden mit 70%igem (v/v) Ethanol gewaschen, mit 0,1% (v/v) Poly-L-
Lysin beschichtet, luftgetrocknet und mit deionisiertem Wasser gespült. In RPMI gekeimte 
Sporen (üN, 37°C) wurden zu den in einer mit 3% (w/v) MPBS-T blockierten „12-well 
Zellkulturplatte“ liegenden Deckgläsern gegeben und zentrifugiert (2.000 g, 15 min, RT). Der 
Überstand wurde vorsichtig abgenommen und freie Bindungsstellen mit 3% (w/v) MPBS-T 
blockiert (1h, RT). Nach jedem Inkubationsschritt wurde der Überstand entfernt und 
sorgfältig dreimal mit PBS-T gewaschen. Anschließend wurden die Deckgläser mit einem 
monoklonalen Antikörper oder rekombinanten scFv bzw. AFP-scFv Fusion inkubiert 
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(2 h, RT). Die Bindung der monoklonalen Antikörper an die Pilzhyphen konnten direkt nach 
Zugabe eines Fluorophor-konjugierten GAMDylight H+L (1 h, RT) detektiert werden. Im Fall 
der rekombinanten Antikörper folgte zunächst eine Inkubation mit dem mAk54 (1 h, RT) und 
im Anschluss mit dem Fluorophor-konjugierten GAMDylight H+L (1 h, RT). Anschließend 
wurden die Glasplatten mit der oberen Seite nach unten auf Deckgläsern aufgelegt und mit 
Nagellack rundum fixiert, so dass kein Austrocknen der Proben stattfinden konnte. Die 
Analyse der Proben erfolgte mit einem Fluoreszenzmikroskop (Leica) bei entsprechender 
Anregungs- bzw. Emissionswellenlänge. 
2.2.5.10 Gefriertrocknung 
Die Entfernung des Wasseranteils aus ZWF (2.2.2.1) erfolgte durch Gefriertrocknung. Hierzu 
wurden die Proben in geeigneten Gefäßen in flüssigem Stickstoff oder bei -80°C tiefgefroren 
und im Gefriertrockner bei 0,31 mbar und -56°C an der Kühlfalle getrocknet. Die 
Trocknungszeit richtete sich nach der Probenanzahl und dem Probenvolumen. 
2.2.5.11 Massenspektroskopie 
Zur Identifizierung von Proteinen aus der Immunoaffinitätschromatographie (2.2.7.4) wurde 
die Massenspektroskopie verwendet. Dazu wurden zuvor in einen PAA-Gel aufgetrennt 
Proteine alkyliert und mit Trypsin (Promega, Mannheim) wie zuvor beschrieben (Shevchenko 
et al. 2006) verdaut. Die erhaltenen Peptide wurden anschließend mit einem nanoHPLC 
System (Thermo Fisher Scientific) und Q-TOF-2 Massenspektrometer (Waters, Milford, 
USA) analysiert. Die Auswertung der Daten erfolgte mittels Mascot Distiller 2.3.2.0 und 
Mascot Search 2.3.01 (Matrix Science Software, Bosten, USA) (Horn et al. 2013). Die 
Vorbereitung und Analyse der Proben wurde freundlicherweise von Dr. Ivana Chudobova 
(Fraunhofer IME) durchgeführt. 
2.2.6 Herstellung und Charakterisierung transgener Pflanzen 
2.2.6.1 Kultivierung von Tabak und Arabidopsis 
Saatgut von Nicotiana tabacum und N. benthamiana (2.1.5.3) wurde in Einheitserde Typ VM 
ausgelegt und die Keimlinge vier Wochen nach der Aussaat in Einheitserde vom Typ ED 73 
gepflanzt (Ibrahim Al-Ahmedi, Fraunhofer IME). Die Kultivierung erfolgte im Gewächshaus 
bei 50% relativer Luftfeuchte und einem Licht/Dunkel-Rhythmus von 16 Stunden bei 25°C 
und acht Stunden bei 22°C. Samen von Arabidopsis thaliana wurden ebenfalls in Einheitserde 
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Typ VM ausgelegt und unter Lichtbänken (160 µmol s-1 m-2) in einer Phytokammer unter 
gleichen Bedingungen kultiviert. 
2.2.6.2 Kultivierung von Zea mays 
Die Kultivierung von Maispflanzen im Gewächshaus von der Keimung, Kultivierung bis zur 
Ernte der Maiskolben erfolgte nach den Richtlinien des Plant Transformation Facility der 
Universität von Iowa und wurde an das Gewächshaus des Fraunhofer IME (Aachen) adaptiert. 
Im Allgemeinen erfolgte die Kultivierung bei 25°C, 70% relativer Luftfeuchte und einem 
Licht/Dunkel-Rhythmus von 16 und acht Stunden. Zur Keimung wurden die Maiskörner in 
Anzuchterde ausgesät und mit einer Plastikhaube abgedeckt. Nach etwa einer Woche waren 
die Keimlinge sichtbar und nach weiteren zwei Wochen wurden die Pflanzen (10-20 cm) 
umgetopft (5 l-Eimer). Nach einer Kultivierung von etwa 60-80 Tagen auf Tischen mit 
automatisierter Bewässerung (1x täglich) erreichten die Pflanzen ihre maximale Höhe (2-3 m) 
und Ausbildung des männlichen und weiblichen Blütenstands war voll entwickelt. Zur 
Befruchtung wurden die expandierenden Griffel des weiblichen Fruchtstands kurz oberhalb 
des Fruchtknotens glatt mit einem Messer abgeschnitten und mit zuvor geernteten Pollen des 
männlichen Blütenstands (Ähre) derselben Pflanze bestäubt. Anschließend wurde zur 
Vermeidung von Fremdbestäubung der Fruchtstand mit einer Papiertüte abgedeckt und der 
Bestäubungsvorgang wurde mindestens an zwei weiter folgenden Tagen wiederholt. Nach 
etwa drei Wochen waren die Maiskolben voll entwickelt, so dass zur besseren Trocknung und 
Vermeidung von Schimmelpilzen die äußeren Hüllblätter geöffnet werden konnten. 
Abschließend wurden die Maiskolben bei 37°C für ca. eine Woche final getrocknet und 
geschält. Die getrockneten Körner wurden zur Analyse des jeweiligen Transgens mittels PCR 
(2.2.4.8.3) und rekombinanten Proteins mittels Immunoblot (2.2.5.4) analysiert. Weiterhin 
wurden die Körner für die Generierung der nächsten Generation (2.2.6.2) oder für 
Resistenzversuche mittels KSA (2.2.8.2) verwendet. 
2.2.6.3 Transiente Expression in Tabakpflanzen 
Diese Methode diente zur Produktion von transient produzierten, rekombinanten Proteinen in 
Pflanzen. Für die transiente Transformation wurden zunächst 15 ml YEB-Medium 
(Km 25 μg/mL, Rif 25 µg/ml, Carb 50 μg/ml,) mit einer rekombinanten Glyzerinstammkultur 
von A. tumefaciens (2.2.1.2) angeimpft und inkubiert (160 UpM, 28°C, 48 h). Danach wurde 
die gesamte Vorkultur in 200 ml YEB-Medium (Kan 25 μg/ml, Carb 50 μg/ml) überführt. 
Nach der Inkubation der Hauptkultur (160 UpM, 28°C, 48 h) wurde mit 
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1x Infiltrationsmedium eine OD600 von 0,5 bis 1,0 eingestellt. Anschließend erfolgte eine 
pH-Wert Einstellung auf 5,6 und die Induktion der vir-Gene von A. tumefaciens durch Zugabe 
von 200 μM Acetosyringon (3‘,5‘-Dimethoxy-4‘-Hydroxyacetophenone) für zwei Stunden 
bei Raumtemperatur. Bei der Infiltration von N. benthamiana wurde zur rekombinanten 
Agrobakteriensuspension ein Fünftel zum Gesamtvolumen p19si (pTRAc-p19si) 
transformierte A. tumefaciens-Suspension zugegeben. Durch die Koexpression des Silencing-
Inhibitors p19si sollte die Genexpression rekombinanter Proteine gesteigert werden (Sheludko 
et al. 2007). Die entstehende Suspension konnte daraufhin zur Infiltration von Pflanzen 
verwendet werden. Die Infiltration von intakten N. benthamiana- bzw. N. tabacum-Blätter mit 
Agrobakteriensuspension erfolgte im Kleinmaßstab (200 ml) durch Injektion mit Hilfe einer 
1 ml-Spritze (ohne Nadel) an der Blattunterseite. Für die transiente Expression im größeren 
Maßstab (5 l) wurden ganze Pflanzen von N. benthamiana zur Vakuuminfiltration verwendet. 
Dazu wurden in einem Exsikkator Tabakpflanzen kopfüber in Bakteriensuspension gehängt, 
welche sich in einem Eimer befand. Nach Anlegen eines Unterdrucks im Exsikkator mittels 
angeschlossener Vakuumpumpe (Vacuubrand) von ca. 50 mbar für 5-10 Minuten wurde 
durch stufenweisen Druckausgleich Bakteriensuspension in den intrazellulären Raum des 
Blattgewebes infiltriert. Anschließend wurden die Pflanzen mit Leitungswasser abgesprüht 
und kopfüber zum Abtrocknen aufgehängt. Die Pflanzen wurden danach in einer 
Phytokammer für 72 h wie oben beschrieben kultiviert.  
YEB+-Medium (pH 7,4)  0,5% (w/v) Fleischextrak t, 0,1% (w/v) 
Hefeextrakt, 0,5% (w/v) Trypton, 0,5% (w/v) 
Saccharose, 
10 mM 2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure 
Nach dem Autoklavie ren hinzugegeben: 
2 mM MgSO4 , 25 μg/ml Rif, 25 μg/ml Km, 
50 μg/ml Carb 
1x Infiltra t ionsmed ium 
(pH 5,6) 
0,43% (w/v) MS Salze oder 0,01% (w/v) Ferty2-
Mega, 5% (w/v) Saccharose, 0,2% (w/v) 
Glukose, 200 μM Acetosyringon 
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2.2.6.4 Stabile Transformation von Pflanzen 
Die Herstellung stabiler transgener Zea mays-Linien erfolgte durch Agrobakterium-
vermittelter Transformation von Maiskallus oder Maisembryonen (2.2.6.4.1). Dagegen 
wurden transgene Arabidopsis-Pflanzen durch die „floral dip“-Technik (2.2.6.4.2) hergestellt. 
2.2.6.4.1 Agrobakterium-vermittelte Transformation 
Die Transformation der pTF101.GW-Konstrukte (2.1.6) erfolgte mittels rekombinanter 
Agrobakterien (Frame et al. 2000) mit Maisembryonen von Z. mays Hi-II Type II 
(A188xB73 Ursprung, Armstrong et al. 1991). Die Anzucht, Transformation, Regeneration 
und Selektion (Bialaphos) wurden freundlicherweise von Bronwyn Frame und Katey 
Warnberg (pTF Iowa, USA) durchgeführt. Die Transformation der p6int-Konstrukte (Tabelle 
35) erfolgte unter Verwendung von Maiskallus von Z. mays Hi-II Type II 
(A188xB73 Ursprung, Armstrong et al. 1991) sowie rekombinanten A. tumefaciens und 
wurde freundlicherweise von Dr. Jochen Kumlehn und Heike Büchner (Leibniz Institut für 
Pflanzengenetik und Pflanzenzuchtforschung, IPK Gatersleben) durchgeführt. Die Anzucht, 
Transformation, Regeneration und Selektion (Hygromycin) erfolgte nach dem von 
Hensel et al. beschriebenen Protokoll (Hensel et al. 2009). 
2.2.6.4.2 Floral dip-Transformation 
Die stabile Transformation von A. thaliana Col-0 erfolgte mittels „floral dip“-Technik 
(Clough und Bent 1998). Dazu wurden 5 ml YEB Medium mit einer rekombinanten 
Glyzerinstammkultur von A. tumefaciens angeimpft und kultiviert (160 UpM, üN, 28 °). Mit 
der Vorkultur wurden 100 ml YEB-Hauptkultur inokuliert und für zwei weitere Tage bis zu 
einer OD600 von 3 kultiviert (160 UpM, 28°C). Nach dem Sedimentieren der Bakterien 
(3.500 g, 10 min) wurden die Zellen mit 5% (w/v) Saccharoselösung auf eine OD600 von 1 
verdünnt und der pH-Wert (pH 5,6) eingestellt. Zur Reduzierung der Oberflächenspannung 
und Erleichterung der Transformation durch rekombinante A. tumefaciens wurde noch 220 µl 
Silwet-77 (Momentive, Columbus, USA) hinzugegeben. Etwa 3-4 Wochen alte A. thaliana-
Pflanzen wurden nach Entfernung der Schoten zweimal für 5 min kopfüber in 
Agrobakteriensuspension getaucht und in einer Phytokammer (2.2.6.1) kultiviert. Die 
Transformation wurde eine Woche später wiederholt und die Pflanzen wurden bis Samenreife 
kultiviert. Getrocknete transgene Samen konnten anschließend auf Kanamycin-haltigen MS-
Agarplatten selektiert werden.  
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2.2.6.5 Proteinextraktion aus transient transformierten Blättern von N. benthamiana 
und N. tabacum 
Nach der 4-5-tägigen Inkubation und regelmäßigen Bewässerung der mit rekombinanten A. 
tumefaciens transient-transformierten Pflanzen (2.2.6.3) erfolgte die Extraktion der 
produzierten Proteine aus den Pflanzenzellen. Nach Entfernung der Blattrippen erfolgte die 
Zerkleinerung der infiltrierten Blätter in flüssigen Stickstoff entweder in einem Mörser 
(Kleinmaßstab) oder Mixer (Großmaßstab). Nach der Zugabe von 1,5-2 Volumen 
Extraktionspuffer (w/v) wurden die unlöslichen Bestandteile der Suspension über 3 Lagen 
Miracloth™  abfiltriert. Das Filtrat wurde auf Eis aufgefangen und zentrifugiert (40.000 g, 4°C, 
20 min). Daraufhin wurde dem Überstand NaCl bis zu einer Konzentration von 500 mM 
hinzugefügt und der pH-Wert auf 8,0 eingestellt. Die Probe wurde für 30 min auf Eis gelagert. 
Die durch die Salzfällung ausgefallenen Bestandteile der Suspension wurden durch erneutes 
Zentrifugieren (40.000 g, 4°C, 20 min) entfernt. Im Anschluss an die Extraktion der löslichen 
Proteine aus dem Pflanzenextrakt wurden die rekombinanten Proteine mittels IMAC (2.2.7.2) 
gereinigt und nach Auftrennung der Proteine mit Hilfe der Coomassie-Färbung (2.2.5.2) und 
des Immunoblots (2.2.5.4) detektiert. 
Extraktionspuffer  10 mM Na2S2O5  in 1x PBS (pH 8,0) 
2.2.6.6 Proteinextraktion aus transgenen Pflanzen 
Rekombinante Proteine wurden sowohl aus den Blättern als auch aus Körnern von stabil 
transformierter Arabidopsis (2.2.6.4.2) und Maispflanzen (2.2.6.4.1) extrahiert. Der 
Aufschluss des Pflanzenmaterials erfolgte entweder per Mörser in flüssigem Stickstoff oder 
mit Hilfe von zwei Stahlkugeln (Spherotech, 3 mm) im TissueLyzer II (Qiagen). Nach 
Homogenisierung in 2-fachen Volumen Proteinextraktionspuffer erfolgte die Abtrennung von 
unlöslichen Bestandteilen durch Zentrifugation (16.000 g, 4°C, 20 min). Anschließend wurde 
der Überstand überführt und erneut zentrifugiert (16.000 g, 4°C, 5 min). Die Analyse der 
Proben erfolgte nach Auftrennung durch SDS-PAGE mittels Immunoblot (2.2.5.4), ELISA 
(2.2.5.7) und Bradford (2.2.5.8). 
Proteinextrak tionspuffer 
 
50 mM Tris-HCl (pH 8,0), 100 mM NaCl, 5 mM 
EDTA, 10 mM DTT, 0,1% (v/v) Tween-20 
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2.2.7 Chromatographische Methoden 
2.2.7.1 Reinigung monoklonaler Antikörper mittels MEP 
Die Reinigung von murinen Antikörpern aus Hybridomaüberständen (2.2.3.3) erfolgte mit 
MEP HyperCell™  (Pall), einem an Zellulose gekoppelten 4-Mercapto-Ethyl-Pyridine 
(4-MEP)-Sorbens mit Hilfe der ÄktaExplorer 10 Chromatographieanlage (GE Healthcare). 
Nach der Abtrennung der Zellen aus dem Hybridomaüberstand (4.000 g, 10 min) wurde zur 
Ausbeutesteigerung Na4EDTA (Endkonzentration 10 mM) hinzugegeben und der pH-Wert 
(pH 8,0) eingestellt. Anschließend wurden entstandenen Präzipitate sedimentiert (10.000 g, 
RT, 20 min) und der Überstand filtriert (0,45 μm). Der Ablauf der Antikörperreinigung ist in 
Tabelle 22 dargestellt. Der Antikörper wurde nach der Reinigung gegen PBS dialysiert 
(2.2.5.6), konzentriert (2.2.5.6), ggf. mit 0,02% (w/v) NaN3 versetzt und bei 4°C gelagert. 
Tabelle 22: Beschreibung der Antikörperreinigung über MEP HyperCell
™ 
Nach Äquilibrierung der Säule wurde Hybridomaüberstand (2.2.3.3) mit maximal 300 cm/h geladen. Die 
Durchflussgeschwindigkeit betrug 2,5 ml/min und die Elution der Antikörper erfolgte im linearen pH-Gradienten 
(pH 7,0-2,5 über 30 cv). 
Arbeitsschritt Puffer Volumen (cv) 
Äquilibrierung PBS 10 
Laden der Probe Kulturüberstand - 
Waschen Waschpuffer 5 
Elution 
linearer Gradient (Wasch-und 
Elutionspuffer) 
5-30 
Regeneration 
PBS, 0,5 M NaOH,  
100 mM Na4EDTA (pH 8,0) 
10 
Lagerung 20% (w/v) Ethanol 10 
 
Binde- /Waschpuffe r (pH 7,0)  50 mM Tri-Natriumcitra t-Dihyd rat, 
pH-Wert mit Elutionspuffe r einstellen 
 
Elutionspuffer (pH 2,5) 50 mM Zitronensäure, 
pH-Wert mit Binde- /Waschpuffer einstellen 
2.2.7.2 Metallionenaffinitätschromatographie (IMAC) 
Zur Trennung der rekombinanten Zielproteine mit His6-Tag von anderen löslichen Proteinen 
nach der Extraktion aus Bakterien (2.2.5.5) oder Pflanzen (2.2.6.5) wurden die Überstände 
über eine Metallionenaffinitätschromatographie (IMAC) gereinigt. Dazu wurde die Säule 
(BioRad) mit 250 µl Ni-NTA-Agarose oder Ni-IDA (Macherey-Nagel) geladen und mit PBS 
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nach Herstellerangaben äquilibriert. Nach der Ausbildung einer stabilen Matrix wurden die 
Überstände der zentrifugierten Zellaufschlüsse vorsichtig auf die Säule gegeben. Die 
Durchführung der IMAC ist  
Tabelle 23 zu entnehmen. Alle gesammelten Fraktionen wurden per SDS-PAGE (2.2.5.1) und 
Immunoblot (2.2.5.4) analysiert. Anschließend wurden die proteinhaltigen Fraktionen 
vereinigt, dialysiert und ggf. mit einer 10 kDa MWCO Säule konzentriert (2.2.5.6). 
Tabelle 23: Durchführung einer IMAC 
Arbeitsschritt Puffer Volumen (cv) 
Äquilibrierung PBS 5-10 
Laden der Probe Probe - 
Waschen PBS 10 
Elution 150 mM Imidazol in 1x PBS 1-5 
Regeneration PBS 10 
Lagerung 20% (v/v) Ethanol 10 
2.2.7.3 Analytische Gelfiltration 
Die analytische Gelfiltration diente zur Bestimmung von Protein- oder Proteinfragmentgrößen 
unter nativen Bedingungen sowie zur Konzentrationsbestimmung und Qualitätskontrolle von 
Antikörpern nach der Reinigung (2.2.7.2). Für die Gelfiltration wurde eine Superdex 200 
10/300 GL mit einem Trennbereich von (1x104-6x106 Da) und als Laufmittel PBS verwendet. 
Die Kalibrierung der Gelfiltrationssäulen sowie Durchführung der Messungen und 
Auswertung mittels Unicorn 5.10 Software (GE Healthcare) wurden freundlicher Weise von 
Dr. Stefan Rasche (Fraunhofer IME) übernommen. 
2.2.7.4 Immunoaffinitätschromatographie (IAC) 
Die Immunaffinitätschromatographie beruht auf der spezifischen und reversiblen 
Wechselwirkung zwischen Antikörper und Antigen und wurde zur Antigenidentifizierung des 
mAkAP10 aus löslichem Pilzextrakt verwendet. Die Immobilisierung des mAkAP10 erfolgte 
an NHS-aktivierte Sepharose (GE Healthcare). Dazu wurde das Sorbens nach Angaben des 
Herstellers in mehreren Schritten mit eiskaltem Kopplungs-, Block- und Waschpuffer 
vorbereitet. Der zuvor affinitätsgereinigte und gegen Kopplungspuffer entsalzte mAkAP10 
(8 mg/ml) wurde für vier Stunden bei Raumtemperatur und 50 UpM an das Sorbens 
gekoppelt. Nach Abtrennung des Sorbens mit einer gravity flow-Säule (BioRad) und weiteren 
Waschschritten erfolgte die Lagerung in PBS mit 0,02% (w/v) NaN3 bei 4°C. Um die 
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Kopplungseffizienz zu bestimmen, wurden die Proben vor und nach dem Kopplungsschritt 
mittels ELISA (2.2.5.7) quantifiziert. 
Kopplungspuffer, pH 8,3  0,2 M NaHCO 3 , 0,5 M NaCl  
Blockpuffer, pH 8,5 0,1 M Tris-HCl 
Waschpuffe r, pH 4,0 0,1 M Acetate, 0,5M NaCl 
 
Zur Durchführung der IAC wurde der immobilisierte Antikörper in eine Biorad-Säule 
überführt und mit PBS äquilibriert. Der generelle Ablauf der Reinigung erfolgte per gravity 
flow und ist in Tabelle 24 beschrieben. Zur Elution gebundener Proteine wurden verschiedene 
Elutionspuffer verwendet, so dass ein Neutralisieren der Elutionsfraktionen bzw. eine Dialyse 
(2.2.5.6) gegen PBS erforderlich war. Die Analyse der Fraktionen hinsichtlich 
Vorhandenseins des Zielproteins erfolgte mittels SDS-PAGE (2.2.5.1), Coomassie-Färbung 
(2.2.5.2) und Immunoblot (2.2.5.4). 
Tabelle 24: Durchführung der Immunoaffinitätschromatographie 
Arbeitsschritt Puffer Volumen (cv) 
Äquilibrierung PBS je 5-10 
Laden der Probe Probe - 
Waschen PBS 10 
Elution Elutionspuffer 1-3 5-10 
Regeneration PBS 10 
Lagerung PBS, 0,02% (w/v) NaN3 10 
 
Elutionspuffer 1 100 mM Glyzin-HC l (pH 2,5) 
Elutionspuf fer 2 100 mM Tris-HCl (pH 10,0) 
Elutionspuffer 3 4 M MgCl2  
2.2.8 Inhibitions- und Resistenzversuche 
2.2.8.1 Wachstumsinhibierung von Aspergillus 
Die Wirkung von rekombinanten AFP-scFv Fusionen und synthetischen AFPs (Tabelle 25) 
wurde auf das Wachstumsverhalten von Aspergillus untersucht. Dazu wurden 20 µl serielle 
Verdünnungen zu 80 µl Sporensuspension (4x104 Sporen/ml) in eine Mikrotiterplatte gegeben 
und gemischt. Die Inkubation der Platten erfolgte für A. flavus-Sporen bei 37°C und der 
A. parasiticus-Sporen bei 28°C für 12-16 h. Die Klassifizierung und Auswertung von 
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Inhibitionsversuchen erfolgte mittels mikroskopischer Bonitur (2.2.8.1.1) oder dem Opera®-
System (2.2.8.1.2). 
Tabelle 25: Liste der verwendeten synthetischen AFPs 
AFP Aminosäuresequenz 
Größe Referenz 
As  kDa 
 
Thanatin GSKKPVPIIYCNRRTGKCQRM 21 2,43 Fehlbaum et al. 1996 
Metchnikowin HRHQGPIFDTRPSPFNPNQPRPGPIY 26 3,02 Levashina et al. 1995 
Gallerimycin FPGCVFYECIANCRSRGYKNGGYCTIN 27 3,03 
Schuhmann et al. 
2003 
D4E1 FKLRAKIKVRLRAKIKL 17 2,08 De Lucca et al. 1998 
Magainin GIGKFLHSAGKFGKAFVGEIMKS 23 2,40 Zasloff 1987 
MSI-99 GIGKFLKSAKKFGKAFVKEILNS 23 2,51 
Chakrabarti et al. 
2003 
2.2.8.1.1 Mikroskopische Bonitur 
Die Klassifizierung und Auswertung von Inhibitionsversuchen gegen Aspergillus spp. durch 
siRNA (Tabelle 27), synthetischen antifungalen Peptiden (Tabelle 25) sowie rekombinanten 
AFP-scFv Fusionen und Kontrollen erfolgte mittels mikroskopischer Bonitur. Dabei wurde 
mit einem Lichtmikroskop (Leitz, 10x) der Keimungsgrad von Aspergillus spp. ermittelt 
(Tabelle 26) und statistisch ausgewertet 
Tabelle 26: Keimungsgrad 
Keimungsgrad Phänotyp 
0 keine Keimung 
1 Kurzer Keimschlauch 
2 Langer Keimschlauch 
3 Verzweigter Keimschlauch 
2.2.8.1.2 Opera® High Content Screening System 
Zur Visualisierung und quantitativen Darstellung der inhibitorischen Wirkung der AFP-scFv 
Fusionen oder siRNA (Tabelle 27) wurde das Opera® High Content Screening System 
(PerkinElmer) verwendet. Alle Arbeitsschritte wurden unter sterilen Bedingungen 
durchgeführt. In eine vorher mit 2% (w/v) RSA-Lösung geblockte schwarze 96-Well-Greiner-
μClear-Platte wurden pro Kavität 80 µl Sporensuspension von Aspergillus-Sporen 
(4.000 S/ ml) verdünnt in RPMI-Medium (1:5 in H2O) gegeben. Nach Zugabe von 20 μl der 
zuvor steril filtrierten seriellen Verdünnungen von AFP-scFv Fusionen (Tabelle 34), 
synthetischen AFPs (Tabelle 25) oder siRNA (Tabelle 27) und entsprechenden 
Negativkontrollen erfolgte die Inkubation von A. flavus-Sporen bei 37°C und der 
A. parasiticus-Sporen bei 28°C für 12-16 h. Zur Färbung der pilzlichen Zellwand wurden 
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20 μl Calcofluor White (1:20 in H2O) (Sigma, #18909) hinzugegeben und für mindestens 
10 Minuten bei RT gelagert. Die Detektion gefärbter Zellwände mittels des Opera®-System 
(Emission440nm/Absorption355nm) wurde von Herrn Dr. Stefano di Fiore (Fraunhofer IME) 
durchgeführt und die Bilddaten mittels ImageJ (NIH, Bethesda, USA) in statistische relevante 
Informationen umgewandelt. Hierzu wurden die Fläche der visualisierten Hyphen einheitlich 
nach den Parametern Partikelgröße (px2) von 20-∞ und Rundheit von 0,0-0,5 berechnet. Die 
Oberflächenbedeckung wurde anschließend abzüglich des Wachstums der Wasserkontrolle 
dargestellt.  
2.2.8.1.3 RNA-Interferenz (RNAi) 
Die RNA-Interferenz (Fire et al. 1998; Tabara et al. 1998) beschreibt ein zielgerichtetes 
Abschaltung von Genen durch kleine interferierende RNA-Moleküle (siRNA), welche sich an 
die mRNA des Zielgens anlagern. In dieser Arbeit wurden siRNAs (Tabelle 27) gegen die 
Aspergillusgene CSP (EED55713.1) und AFLMP1 (Genbank: AF461762.1) hergestellt 
(MWG) um deren Funktion und Effekt auf das Wachstum von Aspergillus zu untersuchen. 
Zwangig µl von zuvor in siRNA-Puffer resuspendierter siRNA (0,025-4 nM) wurde 
zusammen mit 80 µl Sporensuspension (200 Sporen/Kavität) in RPMI 1:5 (2.2.2.1) gemischt 
und für 14 Stunden bei 28°C inkubiert. Die Auswertung der Wirkung der siRNA auf das 
pilzliche Wachstum erfolgte mikroskopisch (2.2.8.1) und mit Hilfe des Opera®-Systems 
(2.2.8.1.2) 
Tabelle 27: Verwendete siRNA (MWG) 
Name 
Sequenz (5‘3‘) 
Größe Zielgen 
Sense/Antisense 
MP1 
AGCAGGCTATCGATGACATTATCGCCA 
TGGCGATAATGTCATCGATAGCCTGCT 
27 
AFLMP1 
MP2 
GCAAGGTCAAGGACTCCTTGAACCAGC 
GCTGGTTCAAGGAGTCCTTGACCTTGC 
27 
CSP1 
GACAGATCTATGACGGCCTGATCTGCA 
TGCAGATCAGGCCGTCATAGATCTGTC 
27 CSP 
 
5x siRNA-Puffe r (pH 7,3) 30 mM HEPES, 100 mM KCl, 1mM MgCl2  
2.2.8.2 Kernel Screening Assay (KSA) 
Der Kernel Screening Assay (Brown et al. 1995) wurde zur Bewertung der durch A. flavus 
verursachten Infektionsymptomen bei Maikörnern und zur Charakterisierung von resistenten 
Maislinien eingesetzt. Getrocknete Maiskörner wurden in 70% (v/v) Ethanol 
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oberflächensterilisiert und dreimal in sterilem H2Odd gewaschen. Anschließend wurde die 
Körner unter sterilen Bedingungen durch Tauchen in Sporenlösung (2.2.2.1) von A. flavus 
(4x106 Sporen/ml) inokuliert und in eine sterile Zellkulturplatte (24 Kavitäten) transferiert. In 
biologische Testschalen (Corning, 245x245 mm, #431272) wurde ein mit Wasser 
angefeuchtetes Filterpapier (Whatman™) gelegt und je drei Zellkulturplatten mit inokulierten 
Maiskörnern platziert. Zur Erhaltung einer hohen Luftfeuchtigkeit wurde der Deckel 
geschlossen und die Testschalen einzeln in einer Folie eingeschweißt. Nach einer Inkubation 
von 7-12 Tage bei 37°C erfolgte die Bonitur der einzelnen Maiskörner (Tabelle 28). 
Tabelle 28: Infektionsgrad KSA 
Kategorie (Kat) Infektionsgrad 
1 0-20% 
2 21-40% 
3 41-60% 
4 61-80% 
5 81-100% 
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3 Ergebnisse 
3.1 Herstellung monoklonaler Aspergillus-spezifischer Antikörper 
3.1.1 Herstellung von pilzlichen Antigenen 
Im Rahmen der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie wurden zunächst Antikörper 
gegenüber Oberflächenantigene von A. flavus und A. parasiticus generiert. Um ausreichend 
Myzel für die Herstellung von Zellwandfragmenten (ZWF) zu erhalten, wurden isolierte 
Sporen (2.2.2.1) von A. flavus und A. parasiticus in PDB-Medium inokuliert. Die Gewinnung 
der ZWF erfolgte durch Zerkleinerung des Myzels in flüssigem Stickstoff und nach folgenden 
Waschschritten zur Entfernung von zytosolischen Proteinen (2.2.2.2). Zur qualitativen 
Überprüfung der Antigenpräparation wurden die ZWF in reduzierendem und nicht-
reduzierendem Proteinladepuffer behandelt und mittels SDS-PAGE (2.2.5.1) und 
anschließender Coomassiefärbung (2.2.5.2) visualisiert (Abbildung 5 B). Das aufgetrennte 
Proteinbandenmuster von A. flavus und A. parasiticus ist über den gesamten 
Auftrennungsbereich (20-170 kDa) verteilt und für beide Aspergillen sehr ähnlich. Jedoch 
unterscheiden sich die beiden Antigenpräparationen durch das Vorhandensein von 
prominenten Proteinbanden bei 35 kDa (A. parasiticus) und 37 kDa (A. flavus). Die 
mikroskopischen Untersuchung der Zellwandpräparationen (Abbildung 5 A) zeigt eine starke 
Fragmentierung im Vergleich zu dem ursprünglichen Myzel. Sporen und gekeimtes Myzel 
von A. flavus und A. parasiticus konnten nicht zur Selektion von Antikörpern im ELISA 
(2.2.5.7) verwendet werden, da aufgrund der hydrophoben Eigenschaften keine 
Immobilisierung an Mikrotiterplatten möglich war (Daten nicht gezeigt), die für eine 
Selektion der generierten monoklonalen Antikörper notwendig gewesen wäre. Zunächst 
wurden die ZWF für die Gewinnung von Antikörpern durch Immunisierung von Mäusen 
(2.2.3.1) und die Bestimmung der polyklonalen Antikörpertitern (3.1.2) verwendet. 
Nachfolgend dienten die ZWFs als Antigene für die Selektion und Charakterisierung 
monoklonaler Antikörper aus Hybridomaüberständen (3.2), rekombinanter scFvs (3.4) und 
AFP-scFv Fusionsproteine (3.7). Des Weiteren wurden aus ZWF gewonnene Proteinextrakte 
(2.2.2.3) zur Identifizierung des Antigens des Aspergillus-spezifischer monoklonaler 
Antikörpers mAkAP10 mit Hilfe der Immunoaffinitätschromatographie (3.2.4.1) verwendet. 
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Abbildung 5: Lichtmikroskopische Aufnahmen (A) und SDS-PAGE von ZWF (B) von A. flavus und 
A. parasiticus 
Dargestellt ist der Phänotyp von A. flavus Link:Fr und A. parasiticus Speare auf MM-Agarplatten nach 7-10 
tägiger Inkubation bei 28°C (A). Lichtmikroskopische Aufnahmen zeigen gebildetes Myzel von A. flavus und 
A. parasiticus nach 24 Stunden, welches zur Gewinnung von ZWF (2.2.2.2) verwendet wurde (A). ZWF von 
A. flavus und A. parasiticus (200 μg TG) wurden in reduzierendem 5x SDS-Proteinladepuffer aufgekocht und 
nach elektrophoretischer Auftrennung in 12%iger SDS-PAGE mittels Coomassie (2.2.5.2) gefärbt (B). M: 
Prestained Protein Marker (Fermentas); Skalierung: 50 µm. 
3.1.2 Immunisierung und Titerbestimmung 
Um letztendlich eine Optimierung der Antigenmenge vorzunehmen, wurden je sechs Mäuse 
mit unterschiedlichen Mengen (100-500 µg/Immunisierung) an ZWF von A. flavus 
(AF-ZWF) bzw. A. parasiticus (AP-ZWF) immunisiert (3.1.1). Im Verlauf der 
Immunisierungen wurde der Antikörpertiter (2.2.5.7) mit zuvor aus dem in Blutseren 
gewonnenen polyklonalen Antikörper und einem IgG spezifischen Sekundärantikörper 
mehrfach bestimmt (Abbildung 6 A). Die finale Titerantwort für AF-ZWF war bei etwa 
1:1 Mio. für alle immunisierten Mäuse gleich. Jedoch führte die Immunisierung der Maus F6 
bei der verwendeten Höchstmenge (500 µg/Immunisierung) zu einem vorzeitigen Tod von 
Maus F6. Die mit AP-ZWF immunisierten Mäuse wiesen ebenfalls eine gleichhohe 
Immunantwort auf, welche jedoch vergleichend mit AF-ZWF immunisierten Mäusen viermal 
niedriger (1:256.000) war. Eine weitere Immunisierungsrunde mit je zwei weiteren Mäuse 
und 350 µg ZWF führte zu einem doppelt so hohen Endtiter für AF-ZWF (1:512.000). Für 
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AP-ZWF wurde bei Maus 7 mit 1:1 Mio. ebenfalls eine sehr hohe Titerantwort erreicht, 
während die andere immunisiert Maus jedoch keine nennenswerte Immunantwort (1:64.000) 
aufwies. Der Verlauf der Titerantwort der letztlich für die Herstellung monoklonaler 
Antikörper verwendeten Mäuse zeigt, dass keine Erhöhung des Titers durch die letzte 
Immunisierung (Tag 61, finale Immunisierung) erfolgt (Abbildung 6 B). Die Milzen der 
Mäuse, F4, F7, P6 und P7, wurden zur Herstellung monoklonaler Antikörper mittels 
Hybridomatechnologie (3.2) eingesetzt.  
 
Abbildung 6: Übersicht der Antikörpertiter aller immunisierten Mäusen (A) und Titerverlauf der zur 
Herstellung von Antikörpern verwendeten Mäuse F4, P6, F7 und P7 (B)  
Dargestellt sind die Antikörperantworten aller mit verschiedenen Mengen AF-ZWF (F) und AP-ZWF (P) 
immunisierten Mäusen (A). Die zur Herstellung von Hybridomazellinien (2.2.3) verwendeten Mäuse (A) sind in 
rot markiert und der Verlauf der Immunantwort ist dargestellt (B). Zur Bestimmung des Titers (2.2.5.7) wurden 
Mikrotiterplatten mit ZWF von A. flavus bzw. A. parasiticus (200 μg/ml TG) (2.2.2.2) beschichtet und mit 
Serum von Mäusen in serieller Verdünnung (1:2000-1:2 Mio.) inkubiert. Der Nachweis gebundener Antikörper 
erfolgte mittels GAM
HRP
 Fc (1:5.000) mit anschließender Visualisierung durch ABTS (1 h). Die Blutentnahme 
erfolgte vor der Immunisierung an Tag 0, Tag 42, Tag 56 sowie an Tag 61 vor der Fusion mit Myelomzellen 
(2.2.3.2). Der Titer ist als die Verdünnung angegeben, bei der eine Absorption von E405nm>0,2 durch polyklonale 
Antikörper nach einer Stunde Substratinkubation gemessen werden konnte.  
F4: 200 µg AF-ZWF; P6: 250 µg AP-ZWF; F7: 350 µg AF-ZWF, P7: 350 µg AP-ZWF. 
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3.2 Selektion und Charakterisierung monoklonaler Antikörper 
Zur Herstellung von Hybridomazelllinien (2.2.3.2) wurden die Mäuse mit den jeweils 
höchsten Titern gegenüber AF-ZWF und AP-ZWF aus den vorangegangenen 
Immunisierungen verwendet (3.1.2). Die Fusion von B-Lymphozyten der Milzzellen mit 
murinen Myelomzellen und anschließender Selektion im HAT-Medium wurde freundlicher 
Weise von Frau Katrin Hauten und Frau Denise Herwartz durchgeführt. In drei 
Selektionsrunden wurden Hybridomazellen vereinzelt (limiting dilution), so dass aus 
31 Aspergillus-spezifische Antikörper sezernierende Hybridomalinien acht monoklonale 
Linien, die an ZWF binden, nach der Selektion im ELISA (2.2.5.7) generiert werden konnten. 
Die im Serum-freien Medium kultivierten monoklonalen Antikörperlinien wurden für die 
Langzeitlagerung bei -196°C eingefroren und für die weitere Verwendung auf Serum-freies 
Kulturmedium adaptiert. Aufgrund der Wahl eines IgG-spezifischen Sekundärantikörpers zur 
Selektion der Aspergillus-spezifischen Antikörper konnten durch Amplifikation der variablen 
schweren und leichten Antikörperketten (2.2.4.8.1), sieben Antikörper mit IgG1-Isotyp und 
ein Antikörper mit IgG3-Isotyp identifiziert werden, wobei alle eine Kappa (κ) leichte 
Antikörperkette besitzen (Tabelle 29). Nachfolgend wurden die monoklonalen Antikörper 
(mAks) anhand der Reaktivität und des Bindungsverhalten im Immunoblot (3.2.1), ELISA 
(3.2.1, 3.2.2) und mittels Immunofluoreszenzmikroskopie (3.2.2) an vitalen Hyphen 
charakterisiert. 
Tabelle 29: Übersicht aller generierten Hybridomazelllinien und resultierenden mAks  
Nach der Amplifikation der variablen schweren und leichten Antikörperketten (2.2.4.8.1) mittels 
sequenzspezifischen Primer (Tabelle 41), welche sich am N-terminalen Adapteroligonukleotid und im CH1/CL-
Framework anlagerten, konnte die Bestimmung des Isotyps durch anschließenden Abgleich mit veröffentlichten 
Sequenzen (IMGT, the international ImMunoGeneTics information system, http://imgt.cines.fr) erfolgen. 
 
Antigen Antikörper 
Monoklonale 
Hybridomalinien 
Isotyp 
Maus 
Schwere Kette Leichte Kette 
A. flavus 
mAkAF1 3 IgG1 Kappa F7 
mAkAF7 5 IgG1 Kappa F7 
mAkAF18 4 IgG1 Kappa F4 
A. parasiticus 
mAkAP3 4 IgG1 Kappa P3 
mAkAP9 4 IgG3 Kappa P3 
mAkAP10 5 IgG1 Kappa P3 
mAkAP18 4 IgG1 Kappa P7 
mAkAP23 4 IgG1 Kappa P7 
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3.2.1 Reaktivität monoklonaler Antikörper gegenüber Aspergillus-ZWF 
Zur Charakterisierung der mAks wurde die Anzahl der zu testenden Hybridomalinien nach 
Bestimmung der Antikörperkonzentration (2.2.5.7) und Bestimmung der Reaktivität 
gegenüber ZWF (2.2.5.7) in vergleichenden Untersuchungen von 31 auf acht 
Hybridomalinien eingegrenzt. Zur Ermittlung des individuellen Bindungsprofils der 
monoklonalen Antikörper an das in ZWF enthaltene Protein (Proteinbandenmusters) wurden 
die ZWF (3.1.1) zunächst mit reduzierendem und nicht-reduzierendem Probenpuffer versetzt 
und mittels SDS-PAGE aufgetrennt (2.2.5.1). Die so erhaltenen Zellwandproteine (ZWP) 
wurden auf Nitrozellulosemembranen transferiert und durch die acht ausgewählten 
Aspergillus-spezifischen Antikörper und einem IgG-spezifischen Sekundärantikörper 
detektiert (2.2.5.4). Alle acht mAks detektierten dabei mit unterschiedlicher 
Bindungsspezifität verschiedene Proteinbandenmuster, welche grob entweder in einen breiten 
undefinierten Bindungsbereich oder in einen definierten Bereich durch eine einzelne 
Proteinbande unterteilt werden können (Abbildung 7). Die Antikörper mAkAP3, mAkAP9, 
mAkAF1, mAkAF18 und mAkAF7 detektieren ein Proteinbandenmuster, welches sich über 
einen unterschiedlich breiten Bereich erstreckt und unter reduzierenden und nicht-
reduzierenden Bedingungen für das AF-ZWF bzw. AP-ZWF identisch ist. Für beide 
Zellwandantigene weisen mAkAP3 (35-170 kDa), mAkAP9 (55-170 kDa) und mAkAF18 
(30-170 kDa) ein identisches Proteinbandenmuster auf. Dagegen erstreckt sich das 
Proteinbandenmuster von mAkAF1 und mAkAF7 in schwächerer Form und über einen 
kürzeren höhermolekularen Bereich, wobei die Detektion von AF-ZWP im Vergleich zu 
AP-ZWP stärker ausfällt. Dagegen weisen die Antikörper, mAkAP18 und mAkAP23, unter 
nicht-reduzierenden Bedingungen für AP-ZWP einen breiten Bindungsbereich (55-170 kDa) 
auf. Aufgrund des Proteinbandenmusters ist davon auszugehen, dass beide Antikörper an das 
gleiche Antigen binden, da sie zudem eine einzelne Proteinbande bei 35 kDa unter 
reduzierenden Bedingungen für beide Antigene detektieren. Der Antikörper mAkAP10 
erkennt unter reduzierenden Bedingungen sowohl bei A. flavus und A. parasiticus ein etwa 
37 kDa großes Fragment. Darüber hinaus wird für A. flavus eine zweite definierte 
Proteinbande bei 70 kDa detektiert. Unter nicht-reduzierenden Bedingungen wird für beide 
Antigene eine Proteinbande im hochmolekularen Bereich jenseits des Markers detektiert. 
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Abbildung 7: Reaktivität monoklonaler Antikörper gegenüber Gesamtprotein aus ZWF im Immunoblot 
Gesamtprotein aus ZWF (200 μg TG) von A. flavus (AF) und A. parasiticus (AP) (2.2.2.2) wurden nach 
Behandlung mit nicht-reduzierenden Lämmli-Puffer (nred) und reduzierenden 5x SDS-Proteinladepuffer (red) 
im 12%igen SDS-PAGE elektrophoretisch aufgetrennt (2.2.5.1), auf Nitrozellulose transferiert (2.2.5.4) und mit 
200 µl Kulturüberstand der selektierten monoklonalen Hybridomazelllinien (2.2.3) inkubiert. Der Nachweis 
gebundener monoklonaler Antikörper erfolgte mittels GAM
AP
 Fc (1:5.000) mit anschließender Visualisierung 
durch NBT/BCIP. M: Prestained Protein Marker (Fermentas). 
 
Zur Bestimmung der Reaktivität der acht monoklonalen Antikörper wurde die 
Antikörperkonzentration Serum-freier Hybridomakulturen unter Verwendung von IgG1 bzw. 
IgG3-Standardantikörpern bestimmt (2.2.5.7). Anschließend wurde die Bindung der 
Aspergillus-spezifischen Antikörper in normalisierter Konzentration gegenüber ZWF von 
A. flavus und A. parasiticus mittels ELISA (2.2.5.7) bestimmt. Im gleichen Maße werden 
sowohl AP-ZWF als auch AF-ZWF von mAkAF1, mAkAP3, mAkAP10 und mAkAP9 
detektiert, wobei eine stärkere Reaktivität durch mAkAF1 bei AF-ZWF auftritt (Abbildung 
8 A). Die anderen vier Aspergillus-spezifischen Antikörper sind entweder spezifisch 
gegenüber A. flavus oder A. parasiticus. mAkAF7 detektiert ausschließlich ZWF von 
A. flavus, während die Antikörper mAkAP18, mAkAP23 und mAkAF18 bei hohen 
Antikörperkonzentrationen, aber nur schwach gegenüber AP-ZWF binden (Abbildung 8 B). 
 
Ergebnisse
 
 
65 
 
 
Abbildung 8: Reaktivität monoklonaler Antikörper gegenüber ZWF von A. flavus und A. parasiticus im 
ELISA 
Mikrotiterplatten wurden mit ZWF (200 μg/ml TG) von A. flavus (AF-ZWF) (A) und A. parasiticus (AP-ZWF) 
(B) beschichtet und mit monoklonalen Antikörpern (0,06-2 μg/ml) aus Hybridomenüberstand inkubiert. Der 
Nachweis gebundener Antikörper erfolgte mit GAM
HRP
 Fc (1:5.000). Die Absorption wurde nach 45 Minuten 
Substratinkubation (ABTS) bei E405nm ermittelt (2.2.5.7). Dargestellt sind die Mittelwerte eines Experiments mit 
zwei Wiederholungen abzüglich PBS Hintergrundsignal. 
 
Des Weiteren wurde die Sensitivität fünf ausgewählter Aspergillus-spezifischer Antikörper 
gegenüber ZWF von A. flavus und A. parasiticus (1,56 µg-500 µg) bestimmt (2.2.5.7). Die 
Antikörper mAkAP3 und mAkAF1 wiesen mit einer Detektionsgrenze von 1,56 µg für 
AP-ZWF bzw. AF-ZWF die höchste Sensitivität gegenüber den zur Immunisierung 
verwendeten ZWF auf, wohingegen die Sensitivität gegen das jeweilige andere Antigen 
niedriger ist (Abbildung 9). Absteigend detektieren mAkAP9 (6,25 µg) und mAkAP10 
(12,5 µg) AF-ZWF stärker als AP-ZWF, welches zur Immunisierung (2.2.3.1) verwendet 
wurde. Im Vergleich zu mAkAP3 besitzt der mAkAP23 eine etwa 300-fach niedrigere 
Sensitivität für AP-ZWF (250 µg) bzw. AF-ZWF (500 µg). 
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Abbildung 9: Reaktivität von fünf ausgewählten monoklonalen Antikörpern gegenüber ZWF von 
A. flavus und A. parasiticus 
Mikrotiterplatten wurden mit ZWF (1,56-500 μg/ml TG) von A. flavus und A. parasiticus (2.2.2.2) beschichtet 
und mit monoklonalen Antikörpern aus Hybridomenüberstand (1 μg/ml) inkubiert. Der Nachweis gebundener 
Antikörper erfolgte mit GAM
HRP
 Fc (1:5.000). Die Absorption wurde nach 45 Minuten Substratinkubation 
(ABTS) bei E405nm ermittelt (2.2.5.7). Dargestellt sind die erreichten Absorptionen bei E405nm von 0,2 abzüglich 
PBS-Hintergrundsignal. 
 
Das bis dahin einzige beschriebene Zellwandoberflächen-exponierte A. flavus-Antigen, 
AFLMP1 (Woo et al. 2003) wurde zur weiteren Charakterisierung der generierten mAks 
mittels ELISA (2.2.5.7) getestet. Jedoch konnte das durch Frau Saeede Ansari bereitgestellte 
rekombinante AFLMP1 (Mannoprotein) von allen acht Aspergillus-spezifischen Antikörpern 
nicht detektiert werden (Daten nicht gezeigt). Die weitere Charakterisierung der Antikörper 
erfolgte durch Bestimmung der Kreuzreaktivität gegenüber anderen Pathogenen (3.2.2) und in 
immunofluoreszenzmikroskopischen Untersuchungen der Bindung an vitale Strukturen von 
A. flavus und A. parasiticus (3.2.3). 
3.2.2 Kreuzreaktivität der Aspergillus-spezifischen mAks 
Im Hinblick auf die Spezifität der monoklonalen Aspergillus-spezifischen Antikörper wurde 
die Kreuzreaktivität gegenüber weitere Aspergillen sowie andere Pflanzenpathogene 
bestimmt (2.1.5.1). ZWF aller zu testenden Pathogene wurden hergestellt (2.2.2.2) und in drei 
verschiedenen Konzentrationen (100, 300, 500 µg/ml) an Mikrotiterplatten immobilisiert. Die 
erfolgreiche Bindung der ZWF wurde nach jedem Waschschritt mikroskopisch kontrolliert 
und die Reaktivität aller mAks bis auf mAkAP18, welcher zu dem Zeitpunkt nicht zu 
Verfügung stand, im ELISA getestet (2.2.2.2). Die ermittelten Reaktivitäten der Antikörper 
korrelieren mit den zuvor gezeigten Ergebnissen im ELISA und Immunoblot (3.2.1). Die 
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Antikörper mAkAP10, mAkAP9, mAkAF1 und mAkAP3 binden am stärksten gegenüber 
AF-ZWF und AP-ZWF (Tabelle 30). Darüber hinaus sind die mAks allesamt bis auf 
mAkAP9 ausschließlich Aspergillus-spezifisch, da keine Bindung an andere pilzliche 
Pflanzenpathogenen detektiert werden konnte. mAkAP9 detektiert als einziger der getesteten 
Antikörper Pflanzenpathogene außerhalb der Gattung Aspergillus. 
Fusarium oxysporum f. sp. Nicotianae und Pythium ultimum werden ähnlich stark von 
mAkAP9 detektiert wie A. flavus und A. parasiticus. Dagegen weisen mAkAP23, mAkAP10 
und mAkAF18 die Besonderheit auf, dass sie ausschließlich an A. flavus und A. parasiticus 
und nicht an A. nidulans und A. niger binden. 
Tabelle 30: Kreuzreaktivität von monoklonalen Antikörpern gegenüber ZWF von pilzlichen Pathogenen 
Mikrotiterplatten wurden mit ZWF (100 μg/ml TG) (2.2.2.2) beschichtet und mit monoklonalen Antikörpern aus 
Hybridomenüberstand (1 μg/ml) inkubiert. Der Nachweis gebundener Antikörper erfolgte durch GAM HRP  Fc 
(1:5.000). Die Absorption wurde nach 30 Minuten Substratinkubation (ABTS) bei E405nm ermittelt (2.2.5.7). 
Dargestellt sind die erreichten Absorptionen bei E405nm abzüglich PBS-Hintergrundsignal. 
-: E405nm < 0,10; o: E405nm 0,20-0,49; +: E405nm 0,50-0,99; ++: E405nm 1,00-1,49; +++: E405nm >1,5 
 
Pathogen 
Monoklonale Antikörper (mAk) 
AP23 AF18 AF7 AP10 AP9 AF1 AP3 
Aspergillus flavus Link: Fries o + o ++ +++ +++ +++ 
Aspergillus parasiticus Speare - o - ++ ++ + +++ 
Aspergillus nidulans (Eidam) Winter - - + - o ++ ++ 
Aspergillus niger van Tieghem - - - - o o o 
Fusarium oxysporum f. sp. Nicotianae - - - - +++ - - 
Fusarium culmorum W.G Smith - - - - o - - 
Pythophthora nicotianae - - - - o - - 
Rhizoctonia solani Kühn - - - - - - - 
Pythium ultimum - - - - + - - 
Botrytis cinerea - - - - - - - 
Cercospora nicotianae - - - - - - - 
Thielaviopsis basicola - - - - - - - 
 
Zur weiteren Charakterisierung der Aspergillus-spezifischen mAks erfolgte die Lokalisierung 
der Antigene mittels immunofluoreszenz-mikroskopischen Untersuchungen an vitalen 
Hyphen und Konidien von A. flavus und A. parasiticus (3.2.3). 
3.2.3 Immunofluoreszenzmikroskopie 
Für die abschließende Selektion der mAks für die Antikörper-vermittelte Resistenzstrategie 
ist eine Verifizierung der Antikörperbindung an das vitale Antigen in situ sowie die 
Lokalisierung des Antigens auf der Hyphenoberfläche zwingend notwendig. Zur 
Lokalisierung der Antikörper-Antigen-Komplexe wurden Konidien, keimende Konidien oder 
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gekeimte Hyphen auf Deckgläser fixiert und mit Aspergillus-spezifischen Antikörpern aus 
Hybridomenüberstand und einem Fluorophor-konjugiertem Sekundärantikörper inkubiert 
(2.2.5.9). Nachfolgende immunofluoreszenz-mikroskopische Aufnahmen (IFA) zeigen, dass 
fünf der acht monoklonalen Antikörper an die Zellwand von A. flavus und A. parasiticus 
binden (Abbildung 10). Die Aspergillus-spezifischen Antikörper mAkAP3, mAkAF1, 
mAkAP9 und mAkAF7 zeigen ein einheitliches Bild. Alle vier mAks binden an die Hyphen 
von A. flavus und A. parasiticus sowie an Konidien von A. parasiticus. Jedoch gibt es bei der 
Intensität und Ort der Antikörperlokalisierung durchaus Unterschiede. Während mAkAP9 und 
mAkAP3 großflächig an Konidien und Myzel binden, findet besonders eine Detektion durch 
den mAkAF1 an den Spitzen der keimenden Hyphen sowie an den Verzweigungen von 
A. parasiticus statt, welche auf eine verstärkte Exposition des Antigens an morphologisch 
jungen Entwicklungsstufen hindeutet (Abbildung 10). Hingegen bindet mAkAF7 punktuell an 
Hyphen und schwach an Konidien (Abbildung 10). Allerdings konnte bei allen mAks keine 
Bindung an Konidien von A. flavus beobachtet werden (Daten nicht gezeigt). mAkAP10 
zeigte keine Bindung an Hyphen beider Aspergillen, sondern nur an Konidien von 
A. parasiticus (Abbildung 10). Die Antikörper mAkAP18, mAkAP23 und mAkAF18 zeigten 
wie die Negativkontrollen (Abbildung 10) weder eine Bindung an Hyphen noch an Sporen 
(Daten nicht gezeigt). Somit befindet sich das durch die drei Aspergillus-spezifischen mAks 
erkannte Antigen nicht auf der pilzlichen Oberfläche oder ist nicht zugänglich. 
 
Ergebnisse
 
 
69 
 
Ergebnisse
 
 
70 
 
 
Ergebnisse
 
 
71 
 
 
Abbildung 10: Immunofluoreszenzmikroskopische Untersuchung der Bindung von mAks an keimende 
Sporen und Myzel 
Über Nacht gekeimte Sporen und Myzel von A. flavus (AF) und A. parasiticus (AP) (2.1.5.1) wurden an mit 
Poly-L-Lysin beschichteten Deckgläsern immobilisiert und mit monoklonalen Antikörper aus 
Hybridomenüberstand (3.2) inkubiert. Der Nachweis gebundener mAks erfolgte mit GAM
Dylight
 H+L (1:500). 
Die Visualisierung der Antikörper-Antigen-Komplexe erfolgte im Fluoreszenzmikroskop (2.2.5.9). 
Lichtmikroskopische Aufnahmen sind vergleichend darüber gestellt. Die Negativkontrolle  (NK) wurde mit 
mAk54 (1:1.000) und GAM
Dylight
 H+L (1:500) durchgeführt. Hier konnte in allen Proben kein Fluoreszenzsignal 
detektiert werden. Skalierung: 50 µm. 
 
Demnach sind für die Generierung von rekombinanten scFvs die Antikörper mAkAP9, 
mAkAP3, mAkAF1 und mAkAF7 prädestiniert, da sie an die Zellwand von A. flavus und 
A. parasiticus binden (3.3). Aufgrund der Spezifität gegen A. flavus und A. parasiticus (3.2.2) 
sowie der Detektion einer einzelnen Bande im Immunoblot (3.2.1) sollte anhand des 
mAkAP10 erstmals die Identifizierung eines Antigens von zuvor generierten Pathogen-
spezifischen Antikörpern erprobt werden (3.2.4). 
3.2.4 Antigenidentifizierung des Aspergillus-spezifischen mAkAP10 
Die zur Immunisierung von Mäusen und Herstellung der monoklonalen Antikörper 
verwendeten ZWF (2.2.2.2) von A. flavus und A. parasiticus repräsentieren ein komplexes 
Gemisch von verschiedenen Zellwandantigenen. Nicht nur Proteine, sondern auch 
strukturstabilisierende Zellwandkomponenten wie Chitin und Glucane, welche nicht mittels 
SDS-PAGE (2.2.5.1) aufgetrennt werden und anschließender Coomassie-Färbung (2.2.5.2) 
oder Silberfärbung (2.2.5.3) dargestellt werden, können als potentielle Antigene dienen. 
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Durch die Charakterisierung der Aspergillus-spezifischen Antikörper durch ELISA (3.2.1), 
Immunoblot (3.2.1) und IFA (3.2.3) konnten mAks mit hoher Sensitivität gegen 
Zellwandoberflächenproteine von A. flavus und A. parasiticus für die Antikörper-vermittelte 
Resistenzstrategie selektiert werden. Dennoch ist eine Identifizierung des Antigens 
wünschenswert, da so beispielsweise grundlegende Eigenschaften im Verständnis der 
Pathogenität oder des Zellwandaufbau von A. flavus und A. parasiticus untersucht werden 
kann. Durch die Identifizierung des Antigens und anschließender rekombinanten Herstellung 
wäre es auch möglich die Bindungseigenschaften des jeweiligen Antikörpers z.B. mittels 
surface plasmon resonance-Messung (SPR) genauer zu charakterisieren.  
Zur erstmaligen Ermittlung eines Antigens aus zuvor generierten Pathogen-spezifischen 
Antikörpern wurde der Antikörper mAkAP10 herangezogen, da nur eine einzelne, spezifische 
Proteinbande in Form eines 37 kDa großen Proteins bei A. flavus und A. parasiticus unter 
reduzierenden Bedingungen im Immunoblot (Abbildung 7) detektiert wurde. Im Gegensatz zu 
einem diffusen Antigengemisch wie bei den Antikörpern mAkAP3, mAkAP9, mAkAF1, 
mAkAF7 und mAkAF18 ermöglicht dies eine einfachere Identifizierung des Antigens. Zur 
Untersuchung der prominenten Proteinbande wurden Proteinbanden in diesem Bereich von 
mehreren SDS-Gelen nach Auftrennung mittels eindimensionaler SDS-PAGE (2.2.5.1) und 
anschließender Coomassiefärbung (2.2.5.2) ausgeschnitten und massenspektroskopisch 
(2.2.5.11) untersucht.  
Die Analyse der Proteinbanden im Vergleich zum sequenzierten A. flavus-Genom (NRRL 
3375) ergab, dass eine Vielzahl von Proteinen mit hoher Sequenzdeckung (40%) in 
Betrachtung kommen könnte. Unter den möglichen Proteinen waren ein 34,5 kDa Fucose-
spezifisches Lektin FleA (gi|238497840), eine 43,1 kDa aspartische Endopeptidase Pep2 
(gi|238486794), 35,9 kDa Cystein-reiches sekretiertes Protein (gi|238486514) und 33,4 kDa 
1,3-β-Glucanosyltransferase Bgt1 (gi|238498308).  
Zur besseren Auftrennung der potentiellen Antigene erfolgte zusätzlich eine Auftrennung 
nach dem isoelektrischen Punkt (pI) mittels 2D-Gelelektrophorese. Dazu wurden die Proteine 
der ZWF mit einem auf Harnstoff-basierenden 2D-CleanUp-Kit extrahiert, da SDS-haltige 
Proteinproben nicht verwendet werden können. Nachfolgende Coomassiefärbung zeigte, dass 
eine scharfe Fokussierung von Proteinspots in einem Auftrennungsbereich von pH 3,0-10,0 
nicht möglich war. In einem korrespondierenden Immunoblot der 2D-PAGE detektierte der 
mAkAP10 das gesuchte Protein im sauren Bereich von pH 3,0-5,0 (Daten nicht gezeigt). 
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Deshalb wurde versucht durch Anionen- bzw. Kationenaustauschchromatographie 
(MonoHP/MonoQ) das Antigen anzureichern und von anderen im Zellwandgemisch 
befindlichen Proteinen zu trennen. Allerdings zeigte, die Analyse der Fraktionen mittels 
Dotblot (2.2.5.4) und ELISA (2.2.5.7), das keine spezifische Elution erfolgte, da das 
Zielprotein nicht an die Säule band (Daten nicht gezeigt). 
Eine weitere Möglichkeit zur Charakterisierung eines Zellwandantigens ist die Identifizierung 
der Verankerung in der pilzlichen Zellwand (Pitarch et al. 2008) durch chemische 
Behandlung oder hydrolytische Enzyme (Abbildung 11). Zellwandproteine wurden 
schrittweise mit einem reduzierenden Puffer (SDS/DTT), alkalischen Puffer (NaOH), einer 
Glukanase (Glu) und einer Chitinase (Chi) isoliert und jeweils mit Aceton präzipitiert 
(2.2.2.3). Die in der SDS-PAGE (Abbildung 11 A) aufgetrennten und im Immunoblot 
(Abbildung 11 B) mit mAkAP10 detektierten Proteinbanden zeigen, dass ausschließlich in der 
SDS-Fraktion das Antigen wie zuvor bei etwa 37 kDa für A. flavus und A. parasiticus 
detektiert wird. Im Gegensatz zu der NaOH- und Glukanasefraktion wird in der 
Chitinasefraktion bei etwa 23 kDa eine weitere Proteinbande detektiert, welche auch vom 
mAkAP10 spezifisch detektiert wird. In einem Kontrollexperiment konnte gezeigt werden, 
dass die mittels Coomassie (2.2.5.2) detektierten Proteinbanden in der Glukanase- und 
Chitinasefraktion zum größten Teil von den jeweiligen Enzymen selbst stammen, da in einem 
korrespondierenden Immunoblot jedoch keine Detektion der Glukanase oder Chitinase durch 
mAkAP10 erfolgen konnte (Daten nicht gezeigt). 
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Abbildung 11: Lokalisierung der Proteinbindung in Zellwandfraktionen durch Detektion mit mAkAP10 
Gesamtprotein aus ZWF (5 g FG) von A. flavus (AF) und A. parasiticus (AP) (2.2.2.2) wurden mit reduzierenden 
Puffer (SDS) extrahiert und lösliches Protein mit Hilfe von Aceton präzipitiert (2.2.2.3). Nachfolgend wurde 
unterschiedlich gebundenes Protein aus dem verbliebenen Zellpellet jeweils mit alkalischem Puffer (NaOH), 
einer Glukanase (Gluc) oder einer Chitinase (Chi) extrahiert (2.2.2.3) und mittels Acetonfällung präzipitiert 
(2.2.2.3). Die erhaltenen Proteinfraktionen wurden im 12%igen SDS-PAGE elektrophoretisch aufgetrennt 
(2.2.5.1), mit Coomassie gefärbt (2.2.5.2) (A) und auf eine Nitrozellulosemembran (2.2.5.4) (B) transferiert. Die 
Lokalisierung des Antigens in den unterschiedlichen Fraktionen erfolgte mit 200 µl Hybridomakulturüberstand 
von mAkAP10 und GAM
AP
 Fc (1:5.000) mit anschließender Visualisierung durch NBT/BCIP. M: Prestained 
Protein Marker (Fermentas); FG: Frischgewicht. 
 
Somit bleibt festzuhalten, dass das von mAkAP10 detektierte Antigen mit Disulfidbrücken 
und nicht-kovalenten Bindungen an der Zellwand verankert ist (Pitarch et al. 2008) und zum 
größten Teil durch einen reduzierenden Puffer extrahiert werden kann. Allerdings konnte das 
Antigen über die vorgestellten Ansätze nicht in ausreichenden Mengen für eine 
massenspektroskopische Analyse isoliert werden. 
3.2.4.1 Isolierung des Antigens von mAkAP10 mittels IAC 
Eine weitere Möglichkeit zur Isolierung von einem unbekannten Antigen aus einem Gemisch 
von Proteinen kann durch Immunoaffinitätschromatographie (IAC) (2.2.7.4) erfolgen. Für 
diesen Ansatz wurde die mAkAP10 produzierende Hybridomazelllinie in einem Cellline-
Bioreaktor (Sartorius) kultiviert (2.2.3.3) und wöchentlich angereicherter Antikörper 
entnommen. Die gesammelten Überstände wurden vereint und durch MEP-Chromatographie 
(2.2.7.1) gereinigt. Anschließend wurden die Antikörperfraktionen über 30 kDa 
Diafiltrationsmembranen angereichert und gegen Kopplungspuffer dialysiert (2.2.5.9). Die 
Antikörperkonzentration wurde mittels analytischer Gelfiltration (2.2.7.3) und ELISA 
(2.2.5.7) bestimmt und die Intaktheit des mAkAP10 mittels SDS-PAGE (2.2.5.1) bestätigt 
(Daten nicht gezeigt). Etwa 76 mg gereinigter mAkAP10 konnten auf 9 mg/ml konzentriert 
und zur Kopplung an NHS-Sepharose (2.2.7.4) eingesetzt werden. Die anschließende 
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Überprüfung der Kopplungseffizienz mittels ELISA (2.2.5.7) zeigte, dass 99% des 
eingesetzten Antikörpers erfolgreich immobilisiert werden konnte (Daten nicht gezeigt).  
Für die IAC musste ebenfalls genügend Antigenextrakt zu Verfügung stehen, da nur ein 
kleiner Teil des Gesamtzellwandextraktes auch das vom mAkAP10 erkannte Antigen ist. 
Deshalb wurden lösliche Proteine mit reduzierendem Puffer (SDS/DTT) aus 20 g ZWF (Fg) 
(2.2.2.2) von A. parasiticus gewonnen und zur Entfernung von SDS mehrfach mit Aceton 
gefällt (2.2.2.3). Das erhaltene Proteinpellet wurde in Bindungspuffer gelöst und partikelfrei 
filtriert. Die IAC wurde nach dem Standardprotokoll (2.2.7.4) durchgeführt. Dabei zeigte sich, 
dass die Bindung des Antikörper-Antigen-Komplexes sehr stark war und eine Elution des 
Antigens weder mit 100 mM Glyzin (pH 2,5) noch 4 M MgCl2 oder 100 mM Tris-HCl 
(pH 10,0) möglich war (Daten nicht gezeigt).  
Durch das Verwenden von 5x SDS-Puffer konnten eine 37 kDa (Spot 1) und eine 23 kDa 
(Spot 2) Proteinbande sowohl im Coomassie (Abbildung 12 B) als auch spezifisch durch 
mAkAP10 im Immunoblot nachgewiesen werden (Abbildung 12 A). Darüber hinaus werden 
im Coomassie noch weitere Proteinbanden (24 kDa, 13 kDa) detektiert, die im Immunoblot 
nicht detektiert werden.  
 
Abbildung 12: Isolierung des Antigens von mAkAP10 aus SDS/DTT löslichen Protein von A. parasiticus  
SDS/DTT-extrahiertes Protein aus ZWF von A. parasiticus (AP) wurde zweimal mit Aceton präzipitiert (2.2.2.3) 
und gegen Kopplungspuffer dialysiert (2.2.5.6). 76 mg gereinigter mAkAP10 wurde an NHS-Sepharose kovalent 
gekoppelt und für die Immunoaffinitätschromatographie (2.2.7.4) verwendet. Die Elution (E) gebundener 
Zellwandproteine erfolgte mit reduzierenden 5x SDS-Proteinladepuffer, welches anschließend mittels SDS-
PAGE (2.2.5.1) elektrophoretisch aufgetrennt und mit Coomassie (2.2.5.2) angefärbt wurde (A). Nach dem 
Transfer der Proteine auf eine Nitrozellulosemembran erfolgte die Detektion mAkAP10-spezifischer 
Proteinbanden mittels mAkAP10 und GAM
AP
 H+L (1:5.000) sowie nachfolgender Visualisierung mit 
NBT/BCIP (B). Dargestellt ist das durch mAkAP10 detektierte 37 kDa Protein (Spot 1) und 23 kDa Protein 
(Spot 2).  
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Die 37 kDa (Spot 1) und 23 kDa (Spot 2) Proteinbanden (Abbildung 12 B) wurden zusammen 
mit 12 weiteren mAkAP10-spezifischen Proteinbanden anderer SDS-Gele (Daten nicht 
gezeigt), die nach der Elution mittels Coomassie (2.2.5.2), Silberfärbung (2.2.5.3) und 
korrespondierenden Immunoblot (2.2.5.4) detektiert wurden, massenspektroskopisch 
(2.2.5.11) untersucht. Die Auswertung der Massenspektroskopie ergab, dass in allen 14 
untersuchten Proteinspots Peptidfragmente des Cystein-reichen sekretiertes Protein (CSP) 
(XP_002374495.1) enthielten.  
Durch Vergleich der identifizierten Peptide des 37 kDa und 23 kDa Proteinfragmentes konnte 
der Bindungsort des mAkAP10 an das vermeintliche Antigen schon näher eingeschränkt 
werden (Abbildung 13). Beginnend nach einem 25 Aminosäuren (As) langen Signalpeptid, 
welches durch Signal-P (www.cbs.dtu.dk/services/SignalP; Nielsen et al. 1997) ermittelt 
wurde, tritt eine Überlagerung von 184 As der beiden Spots auf, womit folglich das 
Bindungsepitop auf den 19,4 kDa langen N-terminalen Teil des Antigens einschränkt werden 
kann (Abbildung 13). 
 
Abbildung 13: Aminosäuresequenz von CSP und Sequenzüberlagerung der identifizierten Spots 1 und 2 
Dargestellt ist die Aminosäuresequenz (338 As) des Cystein-reichen sekretierten Proteins  aus A. flavus (CSP) 
(NCBI Referenzsequenz: XP_002374495.1). Hervorgehoben sind das Signalpeptid (kursiv, unterstrichen), 
gefundene Peptide (fett) und nicht gefundene Peptide (normal) aus den untersuchten Proteinspots  1 und 2. Grau 
hinterlegt sind Sequenzüberlagerungen von identifizierten Peptiden aus  einem 37 kDa (Spot 1) und 23 kDa (Spot 
2) eluierten Protein (Abbildung 12 B). 
3.2.4.2 Epitopidentifizierung des mAkAP10 
Zur Verifizierung, ob CSP tatsächlich das Antigen des Aspergillus-spezifischen Antikörpers 
mAkAP10 ist, wurde die synthetisierte cDNA von CSP N-terminal an die kodierende Sequenz 
eines Tag54-Epitop- und His6-Tag in den pET-22b(+) kloniert (2.2.4.4) und in E. coli BL21 
(λDE3) testweise exprimiert (2.2.5.5). Der Nachweis mittels Ni-NTA (2.2.7.2) gereinigter 
Fraktionen im Coomassie (Abbildung 14 A) zeigt, dass die Produktion in E. coli sehr schwach 
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war und nur eine partielle Reinigung des Zielproteins erfolgen konnte. Allerdings konnten im 
Immunoblot sowohl durch einen His6-Tag spezifischen Sekundärantikörper (Abbildung 14 B) 
als auch durch spezifische Detektion durch mAkAP10 (Abbildung 14 C) das rekombinant 
hergestellte CSP in Elution E1 und E2 nachgewiesen werden. Die reduzierte Größe von 
33 kDa beruht dabei vermutlich auf dem Fehlen von potentiellen Glykosylsierungen an Serin 
und Threonin-reichen Regionen. 
 
Abbildung 14: Rekombinante Expression von CSP in E. coli und Nachweis der Bindung von mAkAP10 im 
Immunoblot 
E. coli BL21 (λDE3) wurden mit dem Expressionsplasmid pET-22b(+)CSP (Abbildung 45) transformiert und 
eine rekombinanter E. coli- Kultur wurde mit IPTG (Endkonzentration 1 mM) induziert und vier Stunden bei 
28°C und 160 UpM inkubiert (2.2.5.5). Nach einem Ultraschallaufschluss des geernteten Zellpellets  wurde 
rekombinantes Protein mittels IMAC (2.2.7.2) partiell gereinigt. Die jeweiligen Fraktionen der Reinigung 
wurden in reduzierenden 5x SDS-Probenpuffer 5 Minuten bei 99°C erhitzt und nach elektrophoretischer 
Auftrennung in einer 12%igen SDS-PAGE mittels Coomassie (2.2.5.2) gefärbt (A) oder auf Nitrozellulose 
transferiert (2.2.5.4). Der Nachweis des rekombinanten Proteins erfolgte zum einen mit RA
His
 (1:5.000) und 
GAR
AP 
Fc (1:5.000) (B) und der Nachweis von rekombinanten CSP wurde mittels mAk54 (1:5.000) und GAM
AP 
Fc (1:5.000) (C) mit anschließender Visualisierung durch NBT/BCIP durchgeführt.  
M: Prestained Protein Marker (Fermentas); R: Rohextrakt; Ü: Überstand; D: Durchfluss; W: Waschfraktion; E: 
Elutionsfraktion. 
  
Zur weiteren Charakterisierung des mAkAP10 wurde ein Pepscan (2.2.5.7) des CSP Antigens 
vorgenommen. Dazu wurden 35 biotinylierte Peptide mit einer Länge von 18 As und einer 
neun As Überlappung für den gesamten CSP-Bereich hergestellt (JPT Biotech) und an 
Mikrotiterplatten gebunden. Nachfolgend wurden die immobilisierten Peptide mit gereinigten 
mAkAP10 im ELISA detektiert (2.2.5.7). Dabei konnte das Epitop auf den N-terminalen 
Bereich (As 18-45) auf die Peptide 3 und 4 eingeschränkt werden (Abbildung 15 A). Im 
Gegensatz zu Peptid 3 wird das Peptid 4 nur bei der höheren Konzentration von 58 pM von 
mAkAP10 detektiert (Abbildung 15 A). Deshalb ist davon auszugehen, dass zusätzlich zu der 
Überlappung der 9 As von Peptid 3 und 4 noch 3-4 weitere Aminosäuren von Peptid 3 das 
exakte Epitop von mAkAP10 erfassen (Abbildung 15 B). 
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Abbildung 15: Epitop-Identifizierung von mAkAP10 mittels ELISA 
Eine Mikrotiterplatte wurde mit 35 überlappenden am N-biotinylierte Peptide (18 As) in Konzentrationen von 
58 pM bzw. 5,8 pM beschichtet (A) und mit gereinigtem mAkAP10 (200 ng/ml) inkubiert. Der Nachweis 
gebundener Antikörper erfolgte durch GAM
HRP
 Fc (1:5.000). Die Absorption wurde nach 15 Minuten 
Substratinkubation (ABTS) in Doppelbestimmung bei E405nm ermittelt (2.2.5.7). NK: PBS-Hintergrundsignal. 
Dargestellt ist die überlappende Aminosäuresequenz (B, fett) von Peptid 3 und Peptid 4 und mögliche weitere 
zum Epitop von mAkAP10 zugehörige Aminosäuren (unterstrichen). 
 
Nach Datenbankrecherchen handelt es sich bei CSP um ein hypothetisches Protein mit 
unbekannter Funktion und Eigenschaft. Im phylogenetischen Vergleich zu anderen 
Aspergillus spp. besteht eine 99% Sequenzübereinstimmung mit einem hypothetischen 
Protein aus A. oryzae (AOR_1_1474154). Durch Immunoblotanalyse konnte gezeigt werden, 
das CSP auch in A. oryzae vorkommt, aber nicht in A. nidulans, einem weiteren Vertreter der 
Gattung Aspergillus (Abbildung 16). Nachfolgend sollte untersucht werden, welche Funktion 
CSP für A. flavus und A. parasiticus besitzt (3.2.4.3). 
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Abbildung 16: und Kreuzreaktivitätstest von mAkAP10 gegenüber ZWF von A. nidulans und A. oryzae 
Gesamtprotein aus ZWF (200 μg TG) von A. flavus (AF), A. parasiticus (AP), A. nidulans (AN) und A. oryzae 
(AO) (2.1.5.1) wurden nach Behandlung mit reduzierenden 5x SDS-Proteinladepuffer (red) im 12%igen SDS-
PAGE elektrophoretisch aufgetrennt (2.2.5.1), auf Nitrozellulose transferiert (2.2.5.4) und mit gereinigten 
mAkAP10 inkubiert. Der Nachweis gebundener monoklonaler Antikörper erfolgte mittels GAM
AP
 Fc (1:5.000) 
mit anschließender Visualisierung durch NBT/BCIP. M: Prestained Protein Marker (Fermentas). 
3.2.4.3 Untersuchungen zur Funktion von CSP 
Eine Möglichkeit zur Untersuchung der Genfunktion von unbekannten Genen kann durch 
RNAi (2.2.8.1.3) erfolgen. Zu diesem Zweck wurden nach eigenem von MWG Biotech 
(Ebersberg) verwendeten Algorithmus siRNA gegen CSP modelliert und synthetisiert. Die 27 
Bp langen siRNAs (Tabelle 27) wurden in verschiedenen Konzentrationen (0,025-4 nM) 
zusammen mit einer Sporensuspension (200 Konidien) von A. flavus oder A. parasiticus in 
schwarzwandige Mikrotiterplatten für 16 h (A. flavus) bzw. für 12 h (A. parasiticus) inkubiert 
(2.2.8.1.2). Nach der mikroskopischen Bonitur im Lichtmikroskop (2.2.8.1.1) konnte nach 
Zugabe von Calcofluor White (Chitin-spezifischer Farbstoff), welcher die pilzliche Zellwand 
anfärbt, die Wirkung der CSP-spezifischen siRNA CSP1 und Negativkontrollen auf das 
Wachstum von A. flavus und A. parasiticus mittels Opera® High Content Screening System 
(PerkinElmer) visualisiert und digitalisiert werden (Abbildung 17).  
Während bei der Zugabe von H2O zu Beginn der Inkubation (T0) keine Färbung der pilzlichen 
Sporen von A. flavus durch Calcofluor White auftritt sind nach 16 Stunden Inkubationszeit 
nahezu alle Sporen ausgekeimt und weisen lange bis verzweigte Hyphen auf, welche mittels 
Calcofluor White angefärbt werden (Abbildung 17). Vergleichend mit der H2O-Kontrolle 
weist die siRNA Negativkontrolle (MP1) (Tabelle 27) bei allen verwendeten Konzentrationen 
ebenfalls keine inhibitorische Wirkung auf. Dagegen tritt eine deutliche Reduzierung der 
Keimung und des pilzlichen Wachstums durch die siRNA CSP1 auf, welche komplementär zu 
CSP im Bereich von 365-391 Bp ist (Tabelle 27). Mit abnehmender siRNA Konzentration 
tritt ein anfängliches Auskeimen der Sporen erst bei 0,5 nM auf, wobei kein Wachstum bei 
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2 nM siRNA CSP1 detektiert werden kann. Lediglich bei einer Konzentration von 0,025 nM 
ist das pilzliche Wachstum annähernd vergleichbar mit dem Wachstum der Negativkontrollen. 
 
 
Abbildung 17: Effekt von siRNAs auf das Wachstum von A. flavus 
Mikrotiterplatten wurden mit Sporen von A. flavus (200 Sporen/Kavität) mit siRNA (0,025-4 nM) für 
16 Stunden bei 28°C im Dunkeln inkubiert (2.2.8.1.3). Nach Zugabe von Calcofluor White (1:20) erfolgte die 
Visualisierung von gefärbten Hyphen mittels konfokaler Mikroskopie im Opera
®
 High Content Screening 
System (2.2.8.1.2). Exemplarisch dargestellt sind die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen bei einer 
Konzentration von 0,025 nM, 0,25 nM, 0,5nM und 2 nM siRNA CSP1. 
CSP1: siRNA gegen CSP; NK siRNA: siRNA-Negativkontrolle MP1; NK H2O: Wasserkontrolle nach Ende der 
Inkubation; T0: Wasserkontrolle vor der Inkubation bei 28°C; Skalierung: 100 µm. 
 
Die Inhibierung von A. parasiticus weist ein ähnliches Bild auf. Eine vermehrte Präsenz von 
Chitin kann jedoch bei Sporen von A. parasiticus detektiert werden, da vor Beginn der 
Inkubation (T0) Sporen durch Calcofluor White gefärbt werden (Abbildung 18). Die 
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Negativkontrollen MP1 und H2O weisen ebenfalls wie bei A. flavus nach 12 Stunden 
Inkubation keine Reduzierung des Wachstums auf. Dagegen ist die starke inhibitorische 
Wirkung der siRNA CSP1 analog zu A. flavus vergleichbar. Allerdings weisen einige der 
Bilder verstärkt Artefakte auf, welche durch die durch kontrollierende lichtmikroskopische 
Aufnahmen nicht pilzlichen Strukturen zu zuweisen waren (Abbildung 18).  
 
 Abbildung 18: Effekt von siRNAs auf das Wachstum von A. parasiticus 
Mikrotiterplatten wurden mit Sporen von A. parasiticus (200 Sporen/Kavität) mit siRNA (0,025-4 nM) für 12 
Stunden bei 28°C im Dunkeln inkubiert (2.2.8.1.3). Nach Zugabe von Calcofluor White (1:20) erfolgte die 
Visualisierung von gefärbten Hyphen mittels konfokaler Mikroskopie mit Opera
®
 High Content Screening 
System (2.2.8.1.2). Exemplarisch dargestellt sind die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen bei einer 
Konzentration von 0,025 nM, 0,25 nM, 0,5nM und 2 nM siRNA CSP1. 
CSP1: siRNA gegen CSP; siRNA: siRNA-Negativkontrolle MP1; NK H2O: Wasserkontrolle nach Ende der 
Inkubation; T0: Wasserkontrolle vor der Inkubation bei 28°C; Skalierung: 100 µm. 
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Zur Vermeidung der Bildartefakte und Berechnung der tatsächlichen Oberflächenbedeckung 
der generierten Fluoreszenzaufnahmen wurde eine Quantifizierung mittels ImageJ 
durchgeführt (2.2.8.1.2). Da durch das Opera®-System etwa 90% jeder Kavität erfasst werden 
wurden die Bilddaten in statistisch relevante Informationen umgewandelt um die 
Aussagekraft der inhibitorischen Wirkung zu unterstützen. Anhand der Form der Sporen und 
des Myzels wurden die Bildartefakte aller generierten Bilder durch Anwendung eines 
Algorithmus (Partikelgröße: 20-∞; Rundheit: 0,0-0,5) von der Berechnung der 
Oberflächendeckung (px2) ausgenommen. Dazu wurde zur besseren Darstellung der 
Inhibierung die Oberflächendeckung prozentual in Relation mit der Negativkontrolle (H2O) 
gesetzt (Abbildung 19). Der Verlauf der inhibitorische Wirkung durch siRNA CSP1 ist dabei 
bei A. flavus und A. parasiticus in etwa gleich. Durch die Verwendung von 0,3 nM siRNA 
tritt eine 90%ige Inhibierung und bei 0,18 nM eine 50%ige Reduzierung des pilzlichen 
Wachstums durch siRNA CSP1 auf (Abbildung 19). Demnach hat das Gen, welches das 
Cystein-reiche sekretierte Protein codiert, eine essentielle Rolle im Keimungsverhalten von 
A. flavus, A. parasiticus als auch A. oryzae. 
 
Abbildung 19: Quantitative Darstellung der Inhibierung von A. flavus und A. parasiticus durch siRNA 
CSP1 
Basierend auf den mit dem Opera
®
-System aufgenommenen Bildern (2.2.8.1.2) erfolgte die Auswertung der 
Oberflächenbedeckung der gefärbten Zellwände von Aspergillus mittels ImageJ (Wayne Rasband) in statistische 
relevante Informationen. Hierzu wurden die Fläche der visualisierten Hyphen einheitlich nach den Parametern 
Partikelgröße (px
2
) von 20-∞ und Rundheit von 0,0-0,5 berechnet. Die Oberflächenbedeckung wurde 
anschließend abzüglich des Wachstums der Wasserkontrolle dargestellt . 
CSP1: siRNA gegen CSP; T0: Wasserkontrolle vor der Inkubation bei 28°C; Mittelwert NK: Mittelwert aus 
H2O-Kontrolle und Kontroll-siRNA. 
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3.3 Herstellung korrespondierender scFvs 
Als Grundlage für die Herstellung der Aspergillus-spezifischen scFv-Antikörperfragmente 
dienten die zuvor generierten und charakterisierten parentalen monoklonalen Antikörper (3.1). 
Für eine Verwendung in der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie sind dabei die 
Antikörper mAkAP3, mAkAF1, mAkAP9 und mAkAF7 prädestiniert, da sie zum einen eine 
hohe Reaktivität gegenüber Aspergillus aufweisen und vor allem auf der Oberfläche der 
pilzliche Hyphen in situ binden. Dagegen zeigten Immunofluoreszenzmikroskopische 
Aufnahmen, dass die Antikörper mAkAP10, mAkAP23, mAkAF18 und mAkAP18 
intrazelluläre Epitope lokalisieren und deshalb für die Verwendung als 
Antikörperkomponente in einer AFP-scFv Fusion nicht geeignet sind (3.2.3). Da zu diesem 
Zeitpunkt die Charakterisierung der mAks (3.2) noch nicht abgeschlossen war wurden alle 
acht mAks (Tabelle 29) zur Herstellung von korrespondierenden scFvs verwendet.  
3.3.1 Herstellung der scFvs mittels hybridoma rescue 
Die Hybridomazellen der acht mAk-produzierenden Zelllinien wurden zur Isolierung von 
Gesamt-RNA verwendet (2.2.4.3). Anschließend wurde die Qualität der isolierten Gesamt-
RNA photometrisch (2.2.4.9) und nach elektrophoretischer Auftrennung im Agarosegel 
beurteilt (2.2.4.5). Hierbei konnte bei allen RNA-Isolierungen eine gute Qualität der RNA 
erreicht werden, da kaum Degradierungen der 28S und 18S RNA-Untereinheit ausgemacht 
werden konnten (Abbildung 20 A). Nach Inkubation mit DNase erfolgte die Generierung von 
Einzelstrang-cDNA (2.2.4.6), die nach Entfernung der RNA durch RNase-Verdau an das 
Oligonukleotid „AS-linker“ ligiert wurde (2.2.4.6). In zwei getrennten PCR-Reaktionen 
wurde die gereinigte doppelsträngige cDNA zur Amplifizierung der kodierenden variablen 
schweren (VH) und leichten (VL) Antikörperkette unter Verwendung Isotyp-spezifischer 
Oligonukleotide (Tabelle 41) in einer RACE-PCR verwendet (2.2.4.8.1). Die im Agarosegel 
aufgetrennten PCR-Reaktionsansätze zeigen, dass die Amplifizierungsprodukte der schweren 
Antikörperkette die erwartete Größe von 1.500 Bp und der leichten Antikörperkette von 
800 Bp aufweisen (Abbildung 20 B). 
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Abbildung 20: Repräsentative Darstellung der Analyse isolierter RNA aus Hybridomazellen und 
Amplifizierung der variablen Antikörperketten mittels RACE-PCR 
Die aus monoklonalen Hybridomazelllinien isolierte Gesamt-RNA (2.2.4.3) (A) wurde im 1,2%igen (w/v) 
Agarosegel aufgetrennt (2.2.4.5). Nach der Synthese der cDNA (2.2.4.6) wurden die HC- und LC-
Antikörperketten mit der Hilfe von genspezifischen spezifischer in einer RACE-PCR amplifiziert (2.2.4.8.1). 40 
μl der PCR-Reaktionen (B) wurden im 1,2%igen (w/v) Agarosegel aufgetrennt (2.2.4.5). 
M: 1 kb- bzw. 100 Bp-Basenpaarmarker; HC: schwere Antikörperkette; LC: leichte Antikörperkette; 28S: 28S-
rRNA Untereinheit; 18S: 18S-rRNA Untereinheit. 
 
Die Amplifikationsprodukte der kodierenden VH und VL der Aspergillus-spezifischen mAks 
wurden nach Isolierung aus dem Agarosegel polyadenyliert und mit Hilfe der Topoisomerase 
separat in den pCR2.1®TOPO®-Vektor kloniert (2.2.4.7). Die jeweiligen Ligationsansätze 
wurden in E. coli transformiert (2.2.1.5) und positive Kolonien nach Isolierung von Plasmid-
DNA (2.2.4.1) sequenziert (2.2.4.10).  
3.3.2 Sequenzierung, Klassifizierung und Klonierung von Aspergillus-
spezifischen scFv-Antikörperfragmenten 
Die variablen schweren (VH) und leichten (VL) Antikörperketten der kodierenden cDNA 
wurden mittels Sequenzanalyse (2.2.4.10) bestimmt und mit den von IGMT® veröffentlichten 
Antikörpersequenzen verglichen (Tabelle 31). Zur Spezifizierung der für die Antigenbindung 
entscheidenden hypervariablen Regionen erfolgte die Ermittlung der complementarity 
determining regions (CDR) (Tabelle 32) nach Kabat et al. 1991. 
Ein Sequenzvergleich aller kodierenden VH und VL zeigt, dass bis auf mAkAF1, welcher eine 
einzigartige VH und VL besitzt, alle anderen Antikörper eine VH oder VL aufweisen, die auch 
in den anderen generierten Aspergillus-spezifischen mAks vorkommt. Dabei sind die 
jeweiligen VH und VL, sowohl in den frameworks als auch in den CDRs identisch (Tabelle 31, 
Tabelle 32). Bei der Identifizierung der Antikörper-kodierenden Sequenzen des Antikörper 
Ergebnisse
 
 
85 
 
mAkAP18 ist davon auszugehen, dass die Hybridomazelllinien nach der Selektion mittels 
limiting dilution (2.2.3.2) noch polyklonal waren, da die Klone des mAkAP18.38 und 
mAkAP18.70 eine gleiche VH, aber unterschiedliche VL aufwiesen. Dementsprechend 
erfolgte auch die Benennung der korrespondierenden scFv-Antikörperfragmente 
scFvAP18.38 und scFvAP18.70. Hingegen weist der Antikörper mAkAP18.79 wiederum eine 
unterschiedliche VH aber eine identische VL wie mAkAP23 auf.  
Tabelle 31: Klassifizierung der Antikörperketten Aspergillus-spezifischer mAks und Planung 
korrespondierender scFv-Antikörperfragmente 
Die Bestimmung der Familienzugehörigkeit der variablen Antikörperketten erfolgte durch Vergleich der 
Aminosäuresequenzen der murinen mAks  mit veröffentlichten Sequenzen (IMGT
®
, the international 
ImMunoGeneTics information system
®
, http://imgt.cines.fr). Basierend auf den identifizierten 
Antikörpersequenzen der mAks erfolgte durch Zuordnung der VH und VL die Planung korrespondierender scFv-
Antikörperfragmente. mAk: monoklonaler Antikörper; HC: schwere Antikörperkette; LC: leichte 
Antikörperkette; VL: variable leichte Antikörperkette; VH: variable schwere Antikörperkette. 
 
scFv 
Herkunft von mAk Nächstverwandte Keimbahn 
VH VL HC LC 
scFvAP18.38 AP18, AP23 AP9, AF18, AP18.38 IGHV1-39*01 F IGKV2-112*01 F 
scFvAP23 AP18, AP23 AP23, AP18 IGHV1-39*01 F IGKV1-110*01 F 
scFvAP18.70 AP18, AP23 AP18.70 IGHV1-39*01 F IGKV6-15*01 F 
scFvAF18.79 AF18.79 AP18 IGHV7-1*02 F IGKV6-15*01 F 
scFvAP9 AP9 AP9, AF18 IGHV7-1*02 F IGKV2-112*01 F 
scFvAP3 AP3, AF7 AP3 IGHV4-1*02 F IGKV6-17*01 F 
scFvAF1 AF1 AF1 IGHV4-1*02 F IGKV6-17*01 F 
scFvAF7 AP3, AF7 AP10, AF7 IGHV4-1*02 F IGKV19-93*01 F 
scFvAP10 AP10 AP10, AF7 IGHV5-17*02 F IGKV19-93*01 F 
 
Die Antikörper mAkAF7 und mAkAP3 wurden beide als Oberflächenbinder charakterisiert 
(3.2) und weisen eine identische VH sowie unterschiedliche VL auf. Dagegen ist die 
kodierende cDNA-Sequenz der VL des Antikörpers mAkAF7 identisch mit der des 
Antikörpers mAkAP10, welcher an ein intrazelluläres Antigen bindet. Jedoch unterscheiden 
sich die Antikörper mAkAF7 und mAkAP10 in der gesamten Sequenz der VH und 
insbesondere den CDRs der VH (Tabelle 32).  
Im Vergleich der nächstverwandten Keimbahnsequenzen (Tabelle 31) und CDR (Tabelle 32) 
zeigte sich, dass die Antikörper mAkAP18.79 (IgG1) und mAkAP9 (IgG3) eine identische VL 
aufwiesen. Bei Betrachtung der hypervariablen Regionen der schweren Antikörperkette traten 
identische Sequenzen in CDR1 und CDR2. Im Vergleich zu mAkAP18.79 unterschied sich 
das CDR3 von mAkAP9 jedoch in der Länge (15 statt 17 As) und in vier Aminosäuren. 
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Tabelle 32: Aminosäuresequenzen der hypervariablen Regionen (CDR) der geplanten scFv 
Zur Bestimmung der CDRs der variablen schweren (H1-3) und leichten (L1-3) Antikörperketten wurden die 
Aminosäuresequenzen der Aspergillus-spezifischen mAks aus der Sequenzierung (2.2.4.10) erhaltenen Daten 
abgeleitet. Die Bestimmung der CDRs erfolgte nach Kabat et al. 1991. *: Homologien; -: Leerstelle. 
 
scFv CDR H1 CDR H2 CDR H3 
scFvAP18.38 GYSFTGYNMN ----NVDPYYGITTYNQEFKD ------R-WEGAMDY 
scFvAP23 GYSFTGYNMN ----NVDPYYGITTYNQEFKD ------R-WEGAMDY 
scFvAP18.70 GYSFTGYNMN ----NVDPYYGITTYNQEFKD ------R-WEGAMDY 
scFvAF18.79 *FT*SDFY*E ASRNKANDY--T*E*SASV*G DADYGS*-Y*-YF*V 
scFvAP9 *FT*SDFY*E ASRSKANDY--T*E*SASV*G DADY--S-YDSYF*V 
scFvAP3 *FTLSDFY*E ----EINRDSSTIN*TPSL** ------PDGPN**E* 
scFvAF1 *FV*SR*W*S ----EIN*DSSTIN*SPSL** ------PRGYY**E* 
scFvAF7 *FTLSDFY*E ----EINRDSSTIN*TPSL** ------PDGPN**E* 
scFvAP10 *FT*SSFG*H ----YINGGSGTIY*ADTV*G ------G-GDDPFA* 
 
scFv CDR L1 CDR L2 CDR L3 
scFvAP18.38 RSSKSLLYKDGKTYLN LMSTRAS QQLVEYPLT 
scFvAP23 *C*Q**VHSNGN***H KV*N*F* S*STHV*W* 
scFvAP18.70 KA*-----QNVGSNVA SA*Y*Y* **YNS**** 
scFvAF18.79 KA*-----QNVGSNVA SA*Y*Y* **YNS**** 
scFvAP9 RSSKSLLYKDGKTYLN LMSTRAS QQLVEYPLT 
scFvAP3 KA*-----Q*VSIAVA SA*Y*FT **HHSI*W* 
scFvAF1 KA*-----Q*VNIAVA SA*YQYP **HFSI*W* 
scFvAF7 MA*-----Q*INNHIA YT**LHP L*-YDNLR* 
scFvAP10 MA*-----Q*INNHIA YT**LHP L*-YDNLR* 
 
Die veränderte Zusammensetzung der CDR H3 führt zu völlig unterschiedlichen 
Antikörpereigenschaften, welche unterschiedlicher Antigenerkennung, Reaktivitäten im 
ELISA sowie in der Detektion von pilzlichen Hyphen von A. flavus und A. parasiticus führen 
(3.2). Somit war festzustellen, dass die schwere Antikörperkette maßgeblich für die Bindung 
an das jeweilige Antigen beiträgt und die leichte Antikörperkette nur unterstützend wirkt. 
Nach Überprüfung und Zuordnen der Sequenzen der VH- und VL-Antikörperfragmente 
(Tabelle 31) erfolgte das Entwerfen der scFvs mittels Clone manager™ . Dazu wurden die 
Gensequenzen der VH mit der VL über einen modifizierten 218*-Linker (Whitlow et al. 1993) 
verbunden und mit geeigneten Restriktionsstellen versehen, um eine Klonierung in 
Expressionsvektoren (2.1.6) oder zu AFP-scFv Fusionen (2.2.4.4) zu ermöglichen. Weiterhin 
wurden alle Konstrukte für die Expression in Tabak und Mais kodonoptimiert und die 
Synthese der scFv kodierenden cDNAs in Auftrag gegeben (GenScript®).  
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Die in Abbildung 21 dargestellte Klonierungsstrategie wurde zur Generierung von von scFv 
(3.4), AFP (3.5) und AFP-scFv Fusionen (3.6) eingesetzt. 
 
Abbildung 21: Schematische Darstellung der Klonierungsstrategie der AFP-scFv Fusionskonstrukte und 
AFP- bzw. scFv-Kontrollkonstrukte zur Expression in Tabak 
Die Klonierung der Zielgene (GOI) in pTRAkc (grau hinterlegt) erfolgte nach oben dargestelltem Schema. 
VH: variable Region der schweren Antikörperkette; 218*-Linker: modifizierter 218-Linker (Whitlow et al. 
1993), mit dem Austausch eines Tyrosins zu Prolin;; VL: variable Region der leichten Antikörperkette; His-
Tag: His6-Tag zur Detektion und Reinigung des rekombinanten Proteins;  Tag54: Epitoptag des mAk54 (Rasche 
et al. 2011); PlacZ: Promotor des β-Galaktosidasegens; pelB: Pectat-Lyase Signalsequenz für den 
Proteintransport ins bakterielle Periplasma; scFv: Einzelkettenantikörper; P35SS: 35S Promotor des CaMV mit 
duplizierter Enhancer-Region; CHS: 5'-UTR der Chalkonsynthase aus Petroselinum; LPH: kodonoptimierte 
Version der murinen Signalpeptidsequenz der schweren Kette des anti-TMV mAk24 (Vaquero et al. 1999); LP: 
Signalpeptidsequenzen des jeweiligen AFPs; AFP: Antifungales Peptid; (G4S)2: Glyzin-Serin-Linker; pA35S: 
3'-UTR des CaMV 35S Gens. 
3.4 Charakterisierung und Selektion der scFvs  
Nach der Klonierung der scFv-kodierenden cDNA-Sequenzen (3.3.2) in den 
Pflanzenexpressionsvektor pTRAkc (Abbildung 46) erfolgte zur Charakterisierung der 
rekombinanten scFvs die transiente Produktion der scFvs in Tabak. Nach anschließender 
Transformation der Plasmide in A. tumefaciens (2.2.1.6) und Kultivierung von A. tumefaciens 
(2.2.1.2) wurden die Bakteriensuspensionen zur Infiltration von Tabakblättern (2.2.6.3) 
eingesetzt. Gesamtprotein aus dem Blattmaterial infiltrierter Blätter wurde extrahiert (2.2.7.2) 
und rekombinantes Protein mittels IMAC (2.2.7.2) angereichert. Die Integrität der scFvs 
wurde mittels Coomassie (2.2.5.2) und Immunoblot (2.2.5.4) überprüft und die spezifische 
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Bindung an ZWF im ELISA (2.2.5.7), Immunoblot (2.2.5.4) sowie an vitale Hyphen mittels 
Immunofluoreszenzmikroskopie (2.2.5.9) ermittelt. 
Alle acht rekombinant in Tabak produzierten scFvs wurden im Apoplast lokalisiert und 
konnten im Pflanzenextrakt extrahierter Blätter mittels Immunoblot durch spezifische 
Detektion des Tag54-Epitoptags (Rasche et al. 2011) detektiert werden (Abbildung 22). 
Aufgrund der unterschiedlichen Sequenzlänge weisen alle acht scFvs eine leicht 
unterschiedliche Größe auf, welche zwischen 32-35 kDa liegt (Abbildung 22 A-D). Des 
Weiteren werden im Pflanzenextrakt neben der intakten scFv-Proteinbande auch noch z.T. 
weitere niedriger gelegene Degradationsbanden durch mAk54 detektiert, wobei keine 
Reaktivität von Wildtypextrakt (WT) oder nicht transformierte Agrobakteriensuspension (AT) 
ausgeht. Der Pflanzenextrakt aller infiltrierten scFv-Konstrukte wurde zur Anreicherung der 
scFvs mittels IMAC verwendet (Daten nicht gezeigt). Die Untersuchung der Reinigung ist am 
Beispiel von scFvAP10 (Abbildung 22 B), scFvAP3 (Abbildung 22 C) und scFvAF1 
(Abbildung 22 D) im Immunoblot dargestellt. Je nach Akkumulation der scFv im 
Pflanzenextrakt ist bei allen eine unterschiedlich starke Anreicherung in den 
Elutionsfraktionen vorhanden. Im Vergleich mit den korrespondierenden gefärbten SDS-
Gelen (2.2.5.2) zeigt sich, dass nur eine partielle Anreicherung der scFvs statt fand, da eine 
Vielzahl von Tabak eigener Proteinbanden ebenfalls in den Elutionsfraktionen vorhanden 
waren (Daten nicht gezeigt).  
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Abbildung 22: Nachweis transient in Tabak produzierter scFv-Fragmente mittels SDS-PAGE und 
Immunoblot 
Fünf Tage alte mit rekombinanten A. tumefaciens infiltrierte Tabakblätter wurden in flüssigem Stickstoff 
gemörsert und das lösliche Protein extrahiert (2.2.7.2). Anschließend wurden die Rohextrakte (A) in 
reduzierenden 5x SDS-Probenpuffer für 10 Minuten bei 99°C erhitzt. Nach Zentrifugation wurde der Überstand 
im 12%igen SDS-PAGE elektrophoretisch aufgetrennt (2.2.5.1) und auf Nitrozellulosemembranen transferiert 
(2.2.5.4). Die Detektion transferierter scFvs  erfolgte mittels mAk54 (1:5.000) und GAM
AP
 Fc (1:5.000) mit 
anschließender Visualisierung durch NBT/BCIP. Des Weiteren erfolgte die Reinigung der rekombinanten scFvs 
scFvAP10 (B), scFvAP3 (C) und scFvAF1 (D) aus Rohextrakten mittels IMAC (2.2.7.2) und anschließender 
Analyse mittels Immunoblot (2.2.5.4). 
1: scFvAP18.38; 2: scFvAP23; 3: scFvAP18.70; 4; scFvAF18.79; 5: scFvAP9; WT: N. tabacum Wildtyp-
Extrakt; AT: nicht transformierter A. tumefaciens-Extrakt 
M: Prestained Protein Marker (Fermentas); Ü: Überstand; D: Durchfluss; W: Waschfraktion; E1-E3: 
Elutionsfraktionen 1-3. 
 
Auf eine detaillierte Analyse der Akkumulationslevel der transient produzierten scFvs wurde 
zu diesem Zeitpunkt verzichtet, da die Produktion der scFvs von einer Vielzahl von Faktoren 
abhängig ist und die Ermittlung der Funktionalität der scFvs im Vordergrund stand. Dennoch 
konnten im Vergleich der Intensität der Proteinbanden der Elutionsfraktionen im Immunoblot 
(3.4) und Antigenbindungsstudien (3.4.1) Rückschlüsse auf die Spezifität der jeweiligen 
Antikörper gezogen werden. 
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3.4.1 Antigenbindungsstudien 
Zur Ermittlung der Reaktivität partiell gereinigter scFvs (Abbildung 22) wurde die Bindung 
gegenüber ZWF von A. flavus und A. parasiticus im ELISA (2.2.5.7) getestet. Im Gegensatz 
zu scFvAP3, scFvAF1 und scFvAP10 konnte bei den weiteren fünf angereicherten 
Antikörperfragmenten scFvAP18.38, scFvAP23, scFv18.70, scFvAP18.79 und scFvAP9 
keine Reaktivität gegenüber A. flavus und A. parasiticus ZWF nachgewiesen werden (Daten 
nicht gezeigt). Die Konvertierung der monoklonalen Antikörper in artifizielle scFvs zeigt 
somit, dass eine Funktionalität gegen die zur Immunisierung verwendeten ZWF nur bei drei 
der acht generierten scFvs erhalten bleibt. Im Vergleich der Reaktivitäten mit den 
eingesetzten scFv-Mengen zeigte sich, dass der scFvAP3 trotz geringerer Akkumulation in 
der Elutionsfraktion E1 (Abbildung 22) im Vergleich zu den rekombinanten Antikörpern 
scFvAP10 und scFvAF1, welche vergleichbare Akkumulationsmengen besaßen, eine höherer 
Reaktivität gegenüber ZWF der beiden Aspergillen aufwies (Abbildung 23). Die Reaktivität 
der drei funktionalen scFvs war dabei im Vergleich mit den parentalen mAks ebenfalls 
gegenüber AF-ZWF höher als gegen AP-ZWF.  
 
Abbildung 17: Reaktivität Aspergillus-spezifischer scFv gegenüber ZWF 
Mikrotiterplatten wurden mit ZWF (200 μg/ml TG) von A. flavus und A. parasiticus (2.2.2.2) beschichtet und 
mit partiell IMAC-gereinigten scFvs aus Tabakextrakt in serielle Verdünnung inkubiert. Der Nachweis 
gebundener Antikörper erfolgte mit mAk54 (1:5.000) und GAM
HRP
 Fc (1:5.000). Die Absorption wurde nach 45 
Minuten Substratinkubation (ABTS) bei E405nm ermittelt (2.2.5.7).  
 
Vielmehr ist auch festzustellen, dass die Antikörper mAkAP3, mAkAF1 und mAkAP10, 
welche tendenziell die höchste Reaktivität gegenüber Aspergillus aufwiesen, auch im 
scFv-Format noch funktionell waren. Der mAkAP9, welcher aufgrund seiner hohen 
Reaktivität gegen A. flavus und A. parasiticus sowie Kreuzreaktivität (3.2.2) gegen andere 
pilzliche Pathogene zu den vielversprechendsten mAks gehörte, bildet da eine Ausnahme. 
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Auch in mehrfachen transienten Produktionen, Reinigungen und später Bindungsstudien 
konnte keine Reaktivität festgestellt werden (Daten nicht gezeigt).  
Im Folgenden wurden alle weiteren Funktionalitätsstudien auf die funktionalen, 
rekombinanten Antikörper scFvAF1, scFvAP3 und scFvAP10 beschränkt. Die 
Antigenspezifität der scFvs wurde gegenüber auf Nitrozellulosemembranen transferierte ZWP 
im Immunoblot untersucht (2.2.5.4). Dazu wurden die Membranstreifen mit den zuvor 
partiell-gereinigten scFvs (Abbildung 22) inkubiert und die gebundenen scFvs mittels mAk54 
und GAMAP FC (Abbildung 23) nachgewiesen.  
Die Antikörper scFvAP3 (Abbildung 23 A) und scFvAF1 (Abbildung 23 B) weisen dabei ein 
identisches Proteinbandenmuster auf, welches sich unter nicht reduzierenden Bedingungen 
zwischen 70-100 kDa erstreckt, aber nur bei AP-ZWF detektiert wird. Dagegen wird bei der 
Verwendung von reduzierenden Bedingungen eine leichte Reaktivität im oberen 
Auftrennungsbereich in Form eines Schmieres (>100 kDa) detektiert. Im Vergleich mit den 
parentalen Antikörpern mAkAP3 und mAkAF1 (3.2.2) wurden bei den rekombinanten scFvs 
weniger Proteinbanden für beide Aspergillen unter reduzierenden und nicht reduzierenden 
Bedingungen detektiert. Mögliche Gründe hierfür könnten sein, dass die scFv-
Antikörperfragmente eine geringere Bindungsstärke auf weisen oder die Anzahl gebundener 
Antikörper unterhalb der Nachweisgrenze liegt, womit eine reduzierte Signalintensität auftritt. 
Dagegen weist der mit scFvAP10 (Abbildung 23 C) entwickelte Immunoblot exakt das 
gleiche Proteinbandenmuster wie der parentale mAkAP10 auf (3.2.2). Die charakteristische 
Proteinbande des Cystein-reichen sekretierten Protein (CSP) wird unter reduzierenden 
Bedingungen bei A. flavus und A. parasiticus bei 37 kDa detektiert. Hingegen ist bei AP-ZWF 
unter nicht reduzierenden Bedingungen auch noch ein Schmier (>55 kDa) sichtbar. 
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Abbildung 23: Reaktivität Aspergillus-spezifischer scFvs gegen AP-ZWF bzw. AF-ZWF im Immunoblot 
ZWF (200 µg TG) von A. flavus (AF) und A. parasiticus (AP) wurden in reduzierenden 5x SDS-
Proteinladepuffer (red) für fünf Minuten bei 99°C erhitzt oder in nicht-reduzierenden Lämmlipuffer (nred) 
resuspendiert. Nach Zentrifugation wurde der Überstand im 12%igen SDS-PAGE elektrophoretisch aufgetrennt 
(2.2.5.1), auf Nitrozellulose transferiert (2.2.5.4) und mittels IMAC partiell-gereinigten scFvs aus Tabakextrakt 
(2.2.7.2) inkubiert. Der Nachweis gebundener scFv-Antikörper erfolgte mittels mAk54 (1:5.000) und GAM
AP
 Fc 
(1:5.000) mit anschließender Visualisierung durch NBT/BCIP. A: scFvAP3; B: scFvAF1; C: scFvAP10.  
 
Abschließend musste noch festgestellt werden, ob die drei funktionalen scFv auch noch an die 
Oberflächenantigene vitaler Hyphen und Sporen von A. flavus und A. parasiticus binden. Die 
Lokalisierung der Antikörperfragment-Antigen-Bindung erfolgte analog zu der in Kapitel 
3.2.3 beschriebenen Vorgehensweise für die rekombinanten Antikörper scFvAP10, scFvAP3 
und scFvAF1. Der Nachweis gebundener scFv erfolgte durch Inkubation mit mAk54 und 
GAMDylight H+L. Wie erwartet konnte neben dem zuvor als intrazellulär bindenden mAkAP10 
auch der korrespondierende scFvAP10 weder an die Oberfläche von Myzel noch Sporen 
beider Aspergillus spp. binden (Abbildung 24). Dagegen konnte die Bindung des scFvAF1 
und scFvAP3 wie zuvor für die korrespondierenden mAkAF1 und mAkAP3 durch Bindung 
an die Oberfläche von A. flavus und A. parasiticus bestätigt werden. Jedoch konnten statt wie 
zuvor keine Bindung an Sporen ausgemacht werden, nur im Status der Auskeimung 
befindliche Sporen von A. flavus konnten detektiert werden (Abbildung 24). 
Für die Wahl der Antikörperkomponente in der Antikörper-vermittelte 
Pathogenresistenzstrategie (Abbildung 3) waren demnach scFvAF1 und scFvAP3 die am 
geeignetsten, da sie stabil im Apoplasten von Pflanzen exprimiert werden konnten und 
vergleichsweise hohe Reaktivität gegenüber ZWF beider Aspergillus spp. auf wiesen. Das 
entscheidende Kriterium war, aber die breitflächige Bindung an Oberflächenantigene, die 
sowohl an auskeimenden Sporen und Hyphen in verschiedenen Keimungsstufen der 
Aspergillen vorhanden waren. Die Antikörper scFvAP3 und scFvAF1 wurden im Anschluss 
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an verschiedene antifungal-wirkende Peptide fusioniert (3.6) mit dem Ziel die Fusionsproteine 
in transgene Maispflanzen zu exprimieren, um eine Resistenz gegenüber A. flavus und 
A. parasiticus hervorzurufen (3.9.1). 
 
Abbildung 24: Immunofluoreszenzmikroskopische Untersuchung der Bindung von Aspergillus-
spezifischer scFvs an keimende Sporen und Myzel 
Gekeimte Sporen und Myzel von A. flavus (AF) und A. parasiticus (AP) (2.1.5.1) wurden an mit Poly-L-Lysin 
beschichteten Deckgläsern immobilisiert und partiell-gereinigten rekombinanten scFvs  (Abbildung 22) inkubiert. 
Der Nachweis gebundener scFvs erfolgte mit mAk54 (1:5.000) und GAM
Dylight
 H+L (1:500). Die Visualisierung 
der Antikörper-Antigen-Komplexe erfolgte im Fluoreszenzmikroskop (2.2.5.9). Lichtmikroskopische 
Ergebnisse
 
 
94 
 
Aufnahmen sind vergleichend darüber gestellt. Die Negativkontrolle wurde mit mAk54 und GAM
Dylight 
H+L 
durchgeführt. Hier konnte kein Fluoreszenzsignal detektiert werden. Skalierung: 50 µm. 
 
3.5 Charakterisierung und Selektion antifungaler Proteine gegen 
A. flavus und A. parasiticus 
Unter der Annahme, dass die generierten scFv-Fragmente ebenfalls wie die parentalen 
Aspergillus-spezifischen mAks durch Bindung an die pilzliche Zellwand keine 
wachstumsinhibierende Wirkung auf A. flavus und A. parasiticus haben, sollten antimikrobiell 
und antifungal wirkende Peptide und Proteine zur Fusion an scFvAF1 und scFvAP3 selektiert 
werden. 
Zum einen wurden dazu AMPs mit bekannter inhibitorischer Wirkung gegen A. flavus 
ausgewählt. Die wachstumshemmende Wirkung der synthetischen Peptide MSI-99 (DeGray 
et al. 2001) und D4E1 (De Lucca et al. 1998) wurde bereits an A. flavus gezeigt. Da jedoch 
die inhibitorische Wirkung innerhalb der Gattung Aspergillus nicht zwangsläufig gleich ist, 
sollte die Wirkung ebenfalls für A. parasiticus bestimmt werden. Zum anderen wurden AMPs 
mit nicht bekannter Wirkung gegen A. flavus und A. parasiticus getestet, zu denen die aus 
Insekten isolierten antifungalen Peptide Metchnikowin (Levashina et al. 1995), Gallerimycin 
(Schuhmann et al. 2003), Et-Defensin (Altincicek und Vilcinskas 2007) und Thanatin 
(Fehlbaum et al. 1996) sowie das aus dem Frosch stammende Magainin (Zasloff 1987) 
zählen. Anhand von in vitro Inhibitionsexperimenten mit synthetisch hergestellten AFPs sollte 
deren Einfluss auf das Keimungsverhalten von Sporen von A. flavus und A. parasiticus 
untersucht werden. Dazu wurde die Synthese (Reinheit 80%, HPLC) der kurzen AFPs ohne 
das jeweilige natürliche Signalpeptid in Auftrag gegeben (GenScript®). In einer Kooperation 
mit der Justus-Liebig-Universität (JLU) Gießen wurden erstmals die synthetischen AFPs 
Thanatin und Et-Defensin in verschiedenen Konzentrationen zusammen mit Sporen von 
A. flavus inkubiert (2.2.8.1) und anschließend anhand des Keimungsgrades mikroskopisch 
begutachtet (2.2.8.1).  
Bei der Verwendung von 100 Sporen/Kavität zeigte Thanatin dabei eine starke Inhibierung 
der Keimung schon bei geringen AFP-Konzentrationen (Abbildung 25 A). Im Vergleich zur 
Negativkontrolle (H2O) keimten bei 1 µM Thanatin 40% und bei 2 µM Thanatin schon 60% 
weniger Sporen aus. Weiterhin wurde bei einer Konzentration von 2 µM Thanatin, die Anzahl 
von verzweigten Keimschläuchen von 40% in der Negativkontrolle auf etwa 3% reduziert. 
Eine ähnlich starke inhibitorische Wirkung konnte bei Verwendung des Et-Defensins nicht 
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festgestellt werden (Abbildung 25 B). Auch bei 5-fach höheren Konzentrationen (20 µM 
Et-Defensin) konnte maximal eine 40%ige Reduzierung der Keimung von A. flavus Sporen 
im Vergleich zur Negativkontrolle erreicht werden. Dabei wurde die Anzahl an verzweigten 
Keimschläuchen bereits bei 2 µM Et-Defensin auf 4% reduziert, jedoch blieb die Menge an 
langen Keimschläuchen selbst bei 10 µM mit 30% auf einem hohen Niveau.  
 
Abbildung 25: Effekt von Thanatin (A) und Et-Defensin (B) auf die Keimung von A. flavus 
In Mikrotiterplatten wurde synthetisches Thanatin (A) und Et-Defensin (B) in Endkonzentrationen (0-20 µM) in 
1:5 verdünnten RPMI zusammen mit 100 Sporen von A. flavus pro Kavität bei 28°C inkubiert. Nach 24 Stunden 
erfolgte die mikroskopische Bonitur des Keimungsgrads (2.2.8.1.1). KS: Keimschlauch. 
 
Mit der doppelten Menge von Sporen (200 Sporen/Kavität) wurde dieses Experiment mit 
Thanatin und weiteren AFPs für A. flavus und A. parasiticus zur Bestimmung der minimal 
inhibitorischen Konzentration wiederholt (Tabelle 33). Metchnikowin und Magainin wiesen 
selbst bei höchster Konzentration von 50 µM bei beiden Aspergillen keine inhibitorische 
Wirkung auf. Gallerimycin führte bei einer Konzentration von 12,5 µM ausschließlich bei 
A. flavus zu einer Inhibierung. Für A. flavus wies MSI-99 mit 25 µM einen doppelt so hohen 
MIC im Vergleich zu A. parasiticus auf. Zu einer sehr starken Inhibierung der Keimung 
führten in der Literatur beschriebene D4E1 und das zuvor getestete Thanatin, wobei die 
Wirkung gegen beide Pathogene unterschiedlich ausfiel. Thanatin war mit 3,13 µM für 
A. flavus viermal potenter als gegen A. parasiticus (12,5 µM). Im Vergleich dazu war D4E1 
mit einer MIC von etwa 1,56 µM für A. flavus und 3,13 µM für A. parasiticus noch 
wirkungsvoller in der Inhibierung des pilzlichen Wachstums als Thanatin.  
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Tabelle 33: Minimale Inhibitorische Konzentration (MIC) für antifungalen Peptide gegen A. flavus und 
A. parasiticus 
In Mikrotiterplatten wurde synthetisches antimikrobiellen Peptide in Endkonzentrationen (0-50 µM) in 1:5 
verdünnten RPMI zusammen mit 200 Sporen von A. flavus und A. parasiticus pro Kavität bei 28°C inkubiert. 
Nach 16 Stunden wurden mikroskopische Aufnahmen gemacht und eine Bonitur des Keimungsgrads (2.2.8.1.1) 
vorgenommen. Die MIC ist angegeben als die erforderliche Konzentration an AMP zur vollständigen 
Inhibierung der Keimung bei den gegebenen Bedingungen. 
 
Pilz 
MIC von antifungalen Peptiden (µM) 
Thanatin Metchnikowin Gallerimycin D4E1 
MSI-
99 
Magainin H2O 
A. flavus 3,13 >50 12,5 1,56 25 >50 - 
A. parasiticus 12,5 >50 >50 3,13 12,5 >50 - 
 
Um neben einer qualitativen mikroskopischen Bonitur in Form von Bildern auch eine 
quantitative Darstellung der Inhibierung des pilzlichen Wachstums der durch siRNA 
(2.2.8.1.3, 3.2.4.3), synthetischen AFPs (3.5) und in Pflanzen produzierter AFP-scFV 
Fusionsproteine (3.7) durchzuführen, wurde für die Verwendung des automatisierten, 
Hochdurchsatzsystems Opera® High Content Screening System (PerkinElmer) erprobt. Um 
eine Quantifizierung des pilzlichen Wachstums mittels Opera® zu ermöglichen musste erst ein 
geeigneter Farbstoff gefunden werden, der spezifisch die Zellwand von A. flavus und 
A. parasiticus anfärbt. Dazu wurden Sporen, gekeimte Sporen und Hyphen mit 
Propidiumiodid (PI), 4′,6-Diamidin-2-phenylindol (DAPI), FM1-43, Calcein, Calcofluor 
White oder mit FITC-konjugiertem Concanavalin-A (ConA-FITC) behandelt und bei den 
jeweiligen Längenwellen fluoreszenzmikroskopisch untersucht. Im Gegensatz zu Sporen 
konnten die Hyphen beider Aspergillen in unterschiedlicher Intensität mit allen Farbstoffen 
angefärbt werden. Aussschließlich ConA-FITC konnte beide Aspergillensporen detektieren, 
wohin gegen Calcofluor White leicht Sporen von A. parasiticus anfärbte (Daten nicht 
gezeigt). Die Nukleinsäuren-interkalierenden Farbstoffe PI, DAPi und FM1-43 führten 
hauptsächlich zu einer Färbung des Nukleus, jedoch zu keiner gleichmäßigen Färbung der 
Zellwand (Abbildung 26).  
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Abbildung 26: Fluoreszenzmikroskopische Analyse einer Auswahl getesteter Farbstoffe zur Färbung der 
Zellwand von A. flavus und A. parasiticus 
Myzel und Sporen von A. flavus (AF) und A. parasiticus (AP) wurden mit DAPI, Concanavalin A- FITC, FM1-
43 oder Calcofluor White inkubiert und nachfolgend bei entsprechender Absorptionsmaximum angeregt. Die 
Aufnahmen erfolgten mit einem Fluoreszenzmikroskop. Skalierung: 50 µm. 
 
Calcofluor white und ConA-FITC bindeten an das in der Zellwand befindliche Chitin bzw. an 
α-D-Mannosyl- sowie α-D-Glukosyl-Reste und zeigten eine gleichmäßige Färbung der 
Zellwand. Da ConA-FITC jedoch unter den verwendeten Bedingungen zu einem hohen 
Hintergrundsignal im Opera® High Content Screening System aufwies, wurde Calcofluor 
White für nachfolgende Experimente verwendet (3.2.4.3). 
Die erstmalige Verwendung des Opera®-Systems erfolgte am Beispiel von synthetisch 
hergestellten D4E1 und A. flavus (Abbildung 27). Eine serielle Verdünnung von D4E1 wurde 
zusammen mit je 400 Sporen inkubiert und nach Zugabe von Calcofluor White mittels 
Opera® fluoreszenzmikroskopisch analysiert (Abbildung 27). Die Bilder zeigen nach 
15-stündiger Inkubation eine schlagartige Zunahme der Keimung bei 1 µM, die in etwa der 
Negativkontrolle entspricht (Abbildung 17).  
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Abbildung 27: Effekt von D4E1 auf Wachstum von A. flavus 
Mikrotiterplatten wurden mit Sporen von A. flavus (400 Sporen/Kavität) mit synthetisch hergestelltem D4E1 
(0,5-100 µM) für 15 Stunden bei 28°C im Dunkeln inkubiert. Nach Zugabe von Calcofluor White (1:20) erfolgte 
die Visualisierung von gefärbten Hyphen mittels Opera
®
-Systems (2.2.8.1.2). Skalierung 100 µm. 
 
 
Abbildung 28: Quantitative Darstellung der Inhibierung von A. flavus durch D4E1 
Basierend auf den mit dem Opera
®
-System aufgenommenen Bildern (Abbildung 27) erfolgte die Auswertung der 
Oberflächenbedeckung der gefärbten Zellwände von Aspergillus mittels ImageJ (Wayne Rasband) in statistische 
relevante Informationen. Hierzu wurden die Fläche der visualisierten Hyphen einheitlich nach den Parametern 
Partikelgröße (px
2
) von 20-∞ und Rundheit von 0,0-0,5 berechnet. Die Oberflächenbedeckung wurde 
anschließend abzüglich des Wachstums der H2O-Kontrolle dargestellt. D4E1: synthetisch hergestelltes D4E1; 
H2O: Wasserkontrolle nach Ende der Inkubation von 15 Stunden. 
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Nach einer quantitativen Berechnung der Oberflächenbedeckung der ausgekeimten Sporen 
durch ImageJ ergibt sich, durch den Verlauf der Inhibitionskurve für D4E1 eine vollständige 
Inhibierung der Keimung bei einer Konzentration von etwa 2,5 µM (Abbildung 28). Im 
Vergleich zu den vorherigen ermittelten Inhibitionskonzentrationen liegt dieser Wert trotz der 
vierfach höheren Sporenanzahl und unter Verwendung eines sensitiveren Systems im gleichen 
Bereich. Damit wird der starke inhibitorische Effekt von D4E1 gegen A. flavus und 
A. parasiticus unter Verwendung des Opera®-Systems bestätigt. 
Demnach kommt für die Generierung von AFP-scFv Fusionen (3.6) zum einen das AFP 
D4E1 in Betracht, da es sowohl für A. flavus (1,56 µM) als auch A. parasiticus (3,31 µM) in 
geringen Konzentrationen zu einer starken Inhibierung des pilzlichen Wachstums führte. Zum 
anderen ist Thanatin, dessen starke inhibitorische Wirkung auf A. flavus (3,31 µM) erstmalig 
in vitro belegt werden konnte, ebenfalls ein ausgezeichnetes AFP zur Generierung von 
AFP-scFv Fusionen. Darüber hinaus kommen als Fusionspartner für die Aspergillus-
spezifischen scFvs auch Proteine mit antifungaler Wirkung in Betracht, die aufgrund ihrer 
Größe nicht in synthetisierter Form getestet werden konnten. Hydrolasen wie die Chitinase 
Wch1 (Liao et al. 1994), degradieren das in der Zellwand befindliche Chitin und führen so zur 
Destabilisierung der pilzlichen Zellwand. Die 36 kDa große Wch1 sollte ebenso als 
Fusionspartner dienen wie das 20 kDa große RNA-bindende ZmPR10.1 (Xie et al. 2010). 
3.6 Generierung von AFP-scFv Fusionskonstrukten 
Zur Generierung der AFP-scFv Expressionskonstrukten wurden nicht nur die zuvor als am 
wirksamsten gegen A. flavus und A. parasiticus charakterisierten AFPs Thanatin und D4E1 
verwendet (3.5). Da postuliert wird, dass durch die Fusion von AFP mit einem Aspergillus-
spezifischen scFv eine gezielte Lokalisierung und Anreicherung am Wirkungsort erfolgt und 
somit bereits eine geringere Akkumulation zu einer starken Wachstumsminderung führt, 
wurden auch die AFPs Gallerimycin, Metchnikowin und Magainin mit höherer 
inhibitorischen Konzentration (>25 µM) ausgewählt (3.5). Aufgrund der möglichen 
antimikrobiellen Wirkung der Aspergillus-hemmenden Proteine wurde auf eine Expression in 
E. coli verzichtet. Stattdessen wurden die kodierenden AFP-scFv und AFP-Sequenzen ohne 
Fusionspartner analog wie die scFv-Sequenzen nach dem vorherigen Klonierungsschema in 
den Pflanzenexpressionsvektor pTRAkc (Abbildung 46) kloniert (Abbildung 21). Zur 
Optimierung der Expression erfolgte bei der Planung aller synthetisierten Konstrukte eine 
Kodonoptimierung für Tabak und Mais. Die kodierenden AFP-Sequenzen wurden N-terminal 
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an die kodierenden Sequenzen der selektierten rekombinanten Antikörper scFvAP3 und 
scFvAF1 über einen (G4S)2-Linkermolekül durch Klonierung über Restriktionsschnittstellen 
verbunden. Für das AMP Thanatin erfolgte zu Vergleichszwecken auch eine Klonierung von 
C-terminalen scFv-Thanatin Fusionskonstrukten. Zur Lokalisierung des rekombinanten 
Proteins im Apoplast wurde üblicherweise das Signalpeptid LPH (Vaquero et al. 1999) 
verwendet. Bei Thanatin und Gallerimycin wurde das natürliche Signalpeptid des jeweiligen 
AFPs nach Überprüfung der Spaltung durch SignalP (http://www.cbs.dtu.dk/services/SignalP; 
Nielsen et al. 1997) durch eine modifizierte LPH (LP) ersetzt (6.4). Durch das C-terminale 
Tag54-Epitoptag (Rasche et al. 2011) und den His6-Tag konnten transient in Tabak 
produzierte rekombinante Proteine spezifisch detektiert und mittels IMAC (2.2.7.2) gereinigt 
werden. Insgesamt wurden sieben AFPs, neun scFvs und 14 AFP-scFv Expressionskonstrukte 
in den pTRAkc-Vektor kloniert und anschließend transient in Tabak exprimiert (Tabelle 34). 
Parallel dazu wurde die Klonierung in den zur Expression in Monokotyledonen geeigneten 
pTRAux (Abbildung 47) vorgenommen. Nach Generierung eines pTRAkc Zwischenkonstrukt 
durch Austausch der 5'-UTR der Chalkonsynthase (CHS, Reimold et al. 1983) durch die 5'-
UTR des tobacco etch virus (TEV, Carrington und Freed 1990) erfolgte durch EcoRI/ 
BamHI-Doppelverdau die Insertion der Genkassetten in den pTRAux (Abbildung 35).  
Tabelle 34: Übersicht der generierten AFP, scFv und AFP-scFv-Fusionen in pTRAkc und pTRAux 
Aus der untenstehenden Tabelle sind die nach dem Klonierungsschema (Abbildung 21) generierten AFP, scFv 
und AFP-scFv Fusionskonstrukte zu entnehmen. Alle in pTRAkc (Abbildung 46) klonierten Konstrukte wurden 
transient in Tabak produziert (2.2.6.3) und mittels IMAC (2.2.7.2) gereinigt. Nachfolgend wurde rekombinantes 
Protein mit Hilfe Immunoblot (2.2.5.4), ELISA (2.2.5.7) und Immunofluoreszenzmikroskopie (2.2.5.9) 
untersucht. In den pTRAux (Abbildung 47) inserierte Konstrukte dienten als Zwischenkonstrukt für die spätere 
Klonierung in p6int (Abbildung 50) bzw. pTF101.1gw1 (Abbildung 48). Ausschließlich in den pTRAkc-
klonierte Expressionskonstrukte sind grau hinterlegt. Dagegen wurden blau hinterlegte Konstrukte sowohl in den 
pTRAkc als auch pTRAux kloniert. Than: Thanatin; Mtk: Metchnikowin; Mag: Magainin; Gal: Gallerimycin; 
Chi: Wch1-Chitinase; N: amino-terminal; C: carboxy-terminal; +: kloniert, -: nicht kloniert. 
 
pTRAkc/pTRAux 
scFv Than D4E1 Mtk Mag Gal Chi ZmPR10.1 ohne AFP 
 
N C N N N N N N N 
scFvAP18.38 -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- +/- 
scFvAP23 -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- +/- 
scFvAP18.70 -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- +/- 
scFvAF18.79 -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- +/- 
scFvAP9 -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- +/- 
scFvAP3 +/+ +/- +/+ +/+ -/- +/+ +/+ +/- +/+ 
scFvAF1 +/+ +/- +/+ +/+ -/- +/+ +/+ +/- +/+ 
scFvAF7 -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- +/- 
scFvAP10 -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- -/- +/- 
ohne scFv +/+ +/- +/+ +/+ +/- +/+ +/+ +/- 
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Die rekombinanten Proteine und AMPs wurden bezüglich ihrer Produzierbarkeit in Tabak, 
Funktionalität und Wirksamkeit gegenüber A. flavus und A. parasiticus in vitro charakterisiert 
(3.7) sowie ausgewählte Kombinationen zur Herstellung stabiler Pflanzenlinien verwendet 
(3.8). 
3.7 Charakterisierung von AFP-scFv Fusionsproteinen 
Alle 31 klonierten pTRAkc-Konstrukte (Tabelle 34), welche ein AFP, einen scFv oder eine 
AF-scFv Fusion exprimierten, wurden in Agrobakterien transformiert (2.2.1.6) zur Produktion 
der jeweiligen rekombinanten Proteine transient in Tabak (2.2.6.3) verwendet. Der Nachweis 
der rekombinanten Proteine erfolgte im Immunoblot (2.2.5.4), während die Funktionalität im 
ELISA (2.2.5.7) und mittels Immunofluoreszenzmikroskopie (2.2.5.9) bestimmt wurde. Dabei 
wiesen die Expressionskonstrukte, sowohl bei der Produktion in Tabak als auch bei der 
anschließenden Analyse der Funktionalität erhebliche Unterschiede im Vergleich zu den 
zuvor produzierten scFv Antikörpern auf. Mit Ausnahme von D4E1 konnten generell alle 
generierten AFP-scFv Fusionen in Tabak transient produziert werden (2.2.6.3) und im 
Pflanzenextrakt nach der Extraktion oder spätestens nach Anreicherung durch IMAC (2.2.7.2) 
im Immunoblot (2.2.5.4) bei der zuvor berechneten Größe detektiert werden (Daten nicht 
gezeigt). Eine Produktion von D4E1 alleine, sowie als D4E1-scFv Fusion mit scFvAP3 oder 
scFvAF1 war nicht möglich, da anscheinend D4E1 eine gewisse Toxizität gegenüber 
Tabakzellen besitzt (Abbildung 29 B).  
Starke Braunfärbungen in Form von Nekrosen und wellige Bereiche an den Injektionsstellen 
infiltrierten Tabakblättern konnten bei alleiniger Expression von D4E1 und abgeschwächt bei 
den D4E1-scFv Fusionskonstrukten beobachtet werden. Dagegen konnte im Vergleich zum 
nicht-infiltrierten Blatt, auch bei mit pTRAkc-scFvAF1 infiltrierten Tabakblätter keine 
Veränderungen nachgewiesen werden (Abbildung 29 B). Dementsprechend konnte selbst 
durch IMAC Reinigung keine Anreicherung von D4E1 oder der D4E1-scFv Fusionsproteine 
erfolgen. Lediglich im Überstand und der Durchflussfraktion von D4E1-scFvAP3 
Tabakextrakt wurden ganz schwach Proteinbanden bei 32 kDa detektiert, die dem 
theoretischen Molekulargewicht des Fusionsproteins entsprechen (Abbildung 29 A). 
Aufgrund der Toxizität von D4E1 und D4E1-scFv Expressionskonstrukten in Tabak und der 
geringen Akkumulation der rekombinanten Proteine wurde keine stabile Transformation von 
D4E1-scFv Konstrukten in Mais vorgenommen. 
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Abbildung 29: Detektion von partiell-gereinigten D4E1-scFv Fusionsproteinen (A) im Immunoblot und 
Phänotyp infiltrierte Blätter (B)  
Fünf Tage alte, mit rekombinanten A. tumefaciens infiltrierte Tabakblätter wurden in flüssigem Stickstoff 
gemörsert und das lösliche Protein extrahiert (2.2.7.2). Anschließend wurde versucht die rekombinanten D4E1-
scFv Fusionsproteine mittels IMAC (2.2.7.2) partiell anzureichern. Die Fraktionen wurden in reduzierenden 
Proteinladepuffer für fünf Minuten bei 99°C erhitzt und der Überstand nach Zentrifugation im SDS-PAGE 
aufgetrennt (2.2.5.1), sowie auf eine Nitrozellulosemembran transferiert (A). Der Nachweis gebundener 
Antikörper erfolgte mittels mAk54 (1:5.000) und GAM
AP
 Fc (1:5.000) mit anschließender Visualisierung durch 
NBT/BCIP (2.2.5.4). Der Phänotyp der pTRAkc-scFvAF1, pTRAkc-D4E1 bzw. pTRAkc-D4E1-scFv 
infiltrierten Tabakblätter, welche mittels rekombinanten A. tumefaciens transient in Tabak exprimiert wurden, ist 
nach drei Tagen dargestellt. (B). M: Prestained Protein Marker (Fermentas); Ü: Überstand; D: Durchfluss; E1-
E2: Elutionsfraktionen 1-2. 
 
Unter den AFPs konnte nur Gallerimycin einzeln mittels Immunoblot bei etwa 9 kDa 
ausschließlich unter Verwendung von engmaschigeren Nitrozellulosemembranen (0,22 µm) 
detektiert werden.  
Da die inhibierende Wirkung von Thanatin in vitro gegen A. flavus und A. parasiticus zuvor 
gezeigt werden konnte (3.5), wurde die Generierung der Thanatin-scFv Fusionskonstrukte, 
pTRAkc-Thanatin-scFvAP3 (T-AP3) und pTRAkc-Thanatin-scFvAF1 (T-AF1) präferiert. 
Zusätzlich wurden erstmals entsprechende C-terminale scFv-Thanatin Fusionskonstrukte, 
pTRAkc-scFvAP3-Thanatin (AP3-T) und pTRAkc-scFvAF1-Thanatin (AF1-T), generiert und 
neben den Expressionskonstrukten pTRAkc-scFvAP3 (AP3) und pTRAkc-scFvAF1 (AF1), 
vergleichend transient in Tabak transformiert (2.2.6.3). Damit konnten mögliche 
Auswirkungen auf die Funktionalität und Produktion der rekombinanten Fusionsproteine 
untersucht werden.  
Im Vergleich zu den scFvs (32 kDa) konnten alle Thanatin-scFv Fusionsproteine mit einer 
Größe von etwa 35 kDa im Pflanzenextrakt von infiltrierten Tabakblättern bei niedriger 
Konzentration im Immunoblot detektiert werden (Abbildung 30 A). Des Weitern konnten alle 
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transient produzierten rekombinanten Fusionsproteine, bis auf T-AP3, dessen Proteinbande 
vermutlich infiltrationsbedingt sehr schwach war, aus Pflanzenextrakt mittels IMAC (2.2.7.2) 
in den Elutionsfraktionen angereichert werden (Abbildung 30 B-D). 
Durch die partielle Reinigung der rekombinanten Proteine konnte jedoch auch eine verstärkte 
Detektion von vermutlichen Degradationsprodukten bei 15 kDa und 18 kDa bei Verwendung 
von mAk54 und den sekundären Antikörper erfolgen (Abbildung 30).  
 
Abbildung 30: Partielle Reinigung von scFv, Thanatin-scFv bzw. scFv-Thanatin Fusionsproteinen aus 
transient transformierten N. tabacum Blättern 
Fünf Tage alte mit rekombinanten A. tumefaciens infiltrierte Pflanzen wurden in flüssigem Stickstoff gemörsert 
und das lösliche Protein extrahiert (2.2.6.5). Anschließend wurden der Pflanzenextrakt (A) von rekombinanten 
scFv und Thanatin-scFv Fusionen in reduzierenden 5x SDS-Proteinladepuffer für fünf Minuten bei 99°C erhitzt 
oder mittels IMAC (2.2.7.2) gereinigt Nach Zentrifugation wurde der Überstand im SDS-PAGE aufgetrennt 
(2.2.5.1) und auf eine Nitrozellulosemembran transferiert (B-D). Der Nachweis gebundener Antikörper erfolgte 
mittels mAk54 (1:5.000) und GAM
AP
 Fc (1:5.000) mit anschließender Visualisierung durch NBT/BCIP 
(2.2.5.4). M: Prestained Protein Marker (Fermentas); Ü: Überstand; E1-E3: Elutionsfraktionen 1-3; WT: 
Wildtypextrakt; AP3: scFvAP3; AF1: scFvAF1; T-AP3: Thanatin-scFvAP3; T-AF1: Thanatin-scFvAF1; AP3-
T: scFvAP3-Thanatin; AF1-T: scFvAF1-Thanatin. 
 
Auf eine weitere Reinigung der rekombinanten scFvs und Thanatinfusionsproteine und 
vorherige akkurate Quantifizierung eingesetzter molarer Mengen zur Ermittlung der 
Reaktivität im ELISA (2.2.5.7) wurde in diesem Fall verzichtet, da sich die in Pflanzen-
produzierten scFvs und AFP-scFv Fusionen als instabil in der Gelfiltration erwiesen (Daten 
nicht gezeigt).  
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Dennoch können anhand der im Immunoblot (Abbildung 30) detektierten Signale tendenzielle 
Aussagen bezüglich der Reaktivität der angereicherte scFvs und AFP-scFv Fusionen gegen 
AP-ZWF und AF-ZWF im ELISA (Abbildung 31) gemacht werden. 
Tendenziell binden alle rekombinanten Thanatinfusionsproteine unterschiedlich stark gegen 
beide verwendete Antigene, wobei die Bindung zu AP-ZWF stärker erfolgt als gegen 
AF-ZWF. Unter Verwendung der dialysierten Elutionsfraktion E1 (Abbildung 30) zeigt sich, 
dass bei vergleichbaren Antikörpermengen im Immunoblot eine signifikant stärkere 
Reaktivität von scFvAP3 im Vergleich zum scFvAF1 auftritt. Bei einer Verdünnung von 1:48 
weist der Antikörper scFvAP3 eine vergleichbare Absorption (OD 1,5) auf wie der 
unverdünnte scFvAF1 (Abbildung 31).  
 
Abbildung 31: Reaktivität von partiell-gereinigten C-terminalen und N-terminalen Thanatin-
Fusionsproteinen sowie Aspergillus-spezifischen scFvs gegenüber ZWF von A. flavus und A. parasiticus 
Mikrotiterplatten wurden mit ZWF (200 μg/ml TG) von A. flavus und A. parasiticus (2.2.2.2) beschichtet und 
mit partiell IMAC-gereinigten scFv und Thanatin-Fusionsproteinen (Abbildung 30) aus Tabakextrakt in serieller 
Verdünnung inkubiert. Der Nachweis gebundener Antikörper erfolgte mit mAk54 (1:5.000) und GAM
HRP
 Fc 
(1:5.000). Die Absorption wurde nach 45 Minuten Substratinkubation (ABTS) bei E405nm ermittelt (2.2.5.7). 
Dargestellt sind die Mittelwerte eines Experiments mit zwei Wiederholungen. AP3: scFvAP3; AF1: scFvAF1; 
T-AP3: Thanatin-scFvAP3; T-AF1: Thanatin-scFvAF1; AP3-T: scFvAP3-Thanatin; AF1-T: scFvAF1-
Thanatin. 
 
T-AP3 konnte infiltrationsbedingt im Gegensatz zur C-terminalen Fusion AP3-T deutlich 
geringer angereichert werden (Abbildung 30 C). Dementsprechend war die Reaktivität von 
AP3-T höher, wobei davon auszugehen ist, dass bei etwa gleichen Fusionskonzentrationen die 
T-AP3 reaktiver ist, da sie trotz der geringeren eingesetzten Antikörpermenge zu einer starken 
Reaktivität gegen AF-ZWF führte (Abbildung 31).  
Im Vergleich zu den scFAP3-Fusionen weisen sowohl die N- als auch die C-terminale 
scFvAF1-Fusion eine deutlich geringere Reaktivität auf (Abbildung 31), welche jedoch bei 
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etwa gleicher Antikörpermenge bei beiden scFvAF1-Fusion vergleichbar ist (Abbildung 30). 
Die AF1-T Fusion weist durch die geringer eingesetzte Antikörpermenge eine geringere 
Reaktivität gegen AF-ZWF und AP-ZWF als die in der Konzentration etwa gleichen T-AF1 
und scFvAF1 (Abbildung 31). Aufgrund des überlappenden Reaktivitätsverlaufs von T-AF1 
und scFvAF1 ist davon auszugehen, dass die Fusion mit Thanatin keinen 
Funktionalitätsverlust verursacht. Dagegen wurde die T-AP3 Fusion infolge der deutlich 
höheren Reaktivität gegen AF- bzw. AP-ZWF im Vergleich zur C-terminalen Fusion AP3-T 
zur Herstellung stabil transformierter Pflanzen bevorzugt (3.8). 
Größere pflanzliche Proteine mit inhibitorischer Wirkung gegen Aspergillus wie das 
ZmPR10.1 (Xie et al. 2010) und die Wch1-Chitinase (Liao et al. 1994), wurden ebenfalls zur 
Generierung von AFP-scFv Fusionskonstrukten verwendet und transient in Tabakblättern 
exprimiert (Tabelle 34). Das resistenzassoziierte Protein ZmPR10.1 aus Z. mays konnte als 
AFP-scFv Fusionskonstrukt an scFvAP3 und scFvAF1 nicht im Pflanzenextrakt infiltrierter 
Tabakblätter nachgewiesen werden (Abbildung 32 A). Dagegen konnten beide ZmPR10.1-
scFv Fusionsproteine durch IMAC (2.2.7.2) angereichert und bei etwa 47 kDa neben 
Degradationsprodukten (35, 32, 17 und 15 kDa) im Immunoblot detektiert werden (Abbildung 
32). 
Dagegen konnten die Chitinase-scFvAP3 bzw. Chitinase-scFvAF1 Fusionsproteine bereits im 
Pflanzenextrakt infiltrierten Tabakblätter bei etwa 62 kDa und in angereicherter Form in den 
Elutionsfraktionen im Immunoblot detektiert werden (Abbildung 32 B). Nach der 
Verwendung von Expressionskonstrukten bei denen nur das inhibierende Protein exprimiert 
wurde, konnte die Chitinase einer Größe von 36 kDa bzw. ZmPR10.1 bei 20 kDa nach 
Anreicherung mittels IMAC im Immunoblot nachgewiesen werden (Daten nicht gezeigt).  
Da erneut nach der partiellen Reinigung von in Pflanzen exprimierter Fusionsproteine mittels 
IMAC auftrat, wurde eine Analyse der vermeintlichen Degradationsbanden aus einem 
korrespondierenden SDS-Gel mittels Massenspektroskopie (2.2.5.11) durchgeführt. Dabei 
konnte gezeigt werden, dass es sich bei den 15-20 kDa großen Proteinbanden um Ribulose-
1,5-bisphosphat-carboxylase/-oxygenase Aktivase (RuBisCo) und bei den Proteinbanden, 
unterhalb von 50 kDa überwiegend, um Teile der großen Untereinheit von RuBisCo 
(>55 kDa) handelte (Daten nicht gezeigt). Demnach ist festzustellen, dass die verwendete 
Kombination von mAk54 und GAMAP Fc nicht ausschließlich zu einer Detektion der 
Ergebnisse
 
 
106 
 
rekombinanten Proteine, sondern auch zu einer unspezifischen Detektion von pflanzeneigenen 
Proteinen führte. 
 
Abbildung 32: Detektion der partiell-gereinigten ZmPR10.1- (A) und Chitinase-scFv (B) Fusionsproteine 
im Immunoblot 
Fünf Tage alte mit rekombinanten A. tumefaciens infiltrierte Tabakpflanzen wurden in flüssigem Stickstoff 
gemörsert und das lösliche Protein extrahiert (2.2.6.5). Anschließend wurden die rekombinanten ZmPR10.1- (A) 
und Chitinase-scFv (B) Fusionen mittels IMAC (2.2.7.2) partiell gereinigt und die Fraktionen in reduzierenden 
5x SDS-Proteinladepuffer für fünf Minuten bei 99°C erhitzt. Nach Zentrifugation wurde der Überstand im SDS-
PAGE aufgetrennt (2.2.5.1) und auf eine Nitrozellulosemembran transferiert (2.2.5.4). Der Nachweis 
gebundener Antikörper erfolgte mittels mAk54 (1:5.000) und GAM
AP
 Fc (1:5.000) mit anschließender 
Visualisierung durch NBT/BCIP.  
M: Längenstandard; Ü: Überstand; D: Durchfluss; W: Waschfraktion; E1-E3: Elutionsfraktionen 1-3. 
 
Auch bei den Chitinase- und ZmPR10.1 Fusionsproteinen weisen AFP-Fusionen mit 
scFvAP3 eine höhere Reaktivität gegen beide Antigene auf als bei Fusionen mit dem 
scFvAF1 (Abbildung 33). Von den getesteten Fusionen weist die Chitinase-scFvAP3 Fusion 
die höchste Reaktivität gegen beide Antigene auf, wobei die Reaktivität gegen AF-ZWF etwa 
doppelt so hoch ist (Abbildung 33). Dagegen weist die Chitinase-scFvAF1 Fusion bei beiden 
Antigenen und vergleichbaren Antikörpermengen in der Elutionsfraktion E1 im Immunoblot 
(Abbildung 32) nur etwa eine halb so hohe Reaktivität auf, welche auf dem Niveau von 
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ZmPR10.1-AP3 liegt. Die Reaktivität der angereicherten ZmPR10.1-scFvAF1 ist bei einer 1:4 
Verdünnung bei beiden Antigenen nur schwach nachweisbar. 
 
Abbildung 33: Reaktivität von ZmPR10.1- und Chitinase-scFv Fusionsproteinen gegenüber ZWF von 
A. flavus und A. parasiticus 
Mikrotiterplatten wurden mit ZWF (200 μg/ml TG) von A. flavus und A. parasiticus (2.2.2.2) beschichtet und 
mit IMAC partiell-gereinigten ZmPR10.1- und Chitinase-scFv Fusionsproteinen (Abbildung 32) aus 
Tabakextrakt in serieller Verdünnung inkubiert. Der Nachweis gebundener Antikörper erfolgte mit mAk54 
(1:5.000) und GAM
HRP
 Fc (1:5.000). Die Absorption wurde nach 60 Minuten Substratinkubation (ABTS) bei 
E405nm ermittelt (2.2.5.7). Dargestellt sind die Mittelwerte eines Experiments mit zwei Wiederholungen abzüglich 
PBS-Hintergrundsignal. 
 
Die in N. tabacum exprimierten und partiell-gereinigten rekombinanten Chitinase- und 
ZmPR10.1-scFv Fusionsproteine wurden anschließend hinsichtlich ihrer Funktionalität 
in vitro an Sporen und ausgekeimte Hyphen von A. flavus und A. parasiticus mittels 
Immunofluoreszenzmikroskopie getestet (Abbildung 34). 
Im Gegensatz zu ZmPR10.1-scFvAF1, welche ausschließlich auskeimende Sporen und 
Hyphen von A. parasiticus detektierte, konnte eine Bindung der Fusionsproteine ZmPR10.1-
scFvAP3, Chitinase-scFvAP3 bzw. Chitinase-scFvAF1 an beide Aspergillus spp. in IFAs 
nachgewiesen werden (Abbildung 34). 
Jedoch konnte bei Verwendung beider partiell-gereinigten ZmPR10.1-scFv Fusionen eine 
inhibierende Wirkung gegen A. flavus-Sporen beobachtet werden. Im Vergleich zur analog 
gereinigten Wildtypextraktkontolle konnte eine beginnende Keimung erst bei einer 
Verdünnung von 1:4 der Elutionsfraktion E1 nach einer 16-stündiger Inkubation beobachtet 
werden (Daten nicht gezeigt). Dadurch wird die wachstumsinhibierende Eigenschaft von 
ZmPR10.1 (Xie et al. 2010) auch in Fusion mit einem Aspergillus-spezifischen Antikörper 
bestätigt werden.  
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Hingegen konnte bei Verwendung der Chitinase-scFv Fusionsproteine anhand der Intensität 
der IFAs eine verstärkte Bindung an ausgekeimte Hyphen von A. flavus und A. parasiticus 
beobachtet werden (Abbildung 34). Das partiell-gereinigte Chitinase-scFvAP3 Fusionsprotein 
konnte nicht nur auskeimende Sporen von A. flavus detektieren, sondern führte bei 
A. parasiticus schon nach dreistündiger Inkubation zu einer Agglutination und 
Destabilisierung der pilzlichen Zellwand (Abbildung 34). 
Bei der Untersuchung des Keimungsverhaltens von Sporen beider Aspergillus spp. konnte bei 
Verwendung der 1:1-1:2 verdünnter Elutionsfraktion E1 der Chitinase-scFv Fusionsproteine 
ebenfalls ein Ausbleiben der Keimung und in den nachfolgenden Verdünnungen und 
zusätzlich eine Fragmentierung auskeimender Sporen beobachtet werden (Daten nicht 
gezeigt). Damit konnte die lytische Wirkung der Wch1-Chitinase auch als Fusion mit den 
Aspergillus-spezifischen Antikörpern scFvAP3 und scFvAF1 gegen A. flavus und 
A. parasiticus bestätigt werden.  
In Anbetracht der vorliegenden Charakterisierung der AFP-scFv Fusionsproteine (3.7) und 
vorangegangenen Selektion der AFPs (3.5) wurden die Expressionskonstrukte der 
N-terminale Chitinase-scFv und Thanatin-scFv für die stabile Transformation in Mais 
verwendet (3.8).  
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Abbildung 34: Immunofluoreszenzmikroskopische Untersuchung der Bindung von ZmPR10.1- und 
Chitinase-scFv Fusionen an keimende Sporen und Myzel 
Gekeimte Sporen und Myzel von A. flavus (AF) und A. parasiticus (AP) (2.1.5.1) wurden an mit Poly-L-Lysin 
beschichteten Deckgläsern immobilisiert und mit IMAC partiell-gereinigten AFP-scFv (Abbildung 32) inkubiert. 
Der Nachweis gebundener scFvs erfolgte mit mAk54 (1:5.000) und GAM
Dylight
 H+L (1:500). Die Visualisierung 
der Antikörper-Antigen-Komplexe erfolgte im Fluoreszenzmikroskop (2.2.5.9). Lichtmikroskopische 
Aufnahmen sind vergleichend darüber gestellt. Die Negativkontrolle wurde mit mAk54 und GAM
Dylight
 H+L 
durchgeführt. Hier konnte wie erwartet kein Fluoreszenzsignal detektiert werden. Skalierung: 50 µm. 
 
3.8 Stabile Transformation in Mais  
Zur Überprüfung der Resistenz-induzierenden Wirkung von AFP-scFv Expressionkonstrukten 
in vivo gegen A. flavus und A. parasiticus wurde Mais zur stabilen Transformation (2.2.6.4.1) 
verwendet. Da die Anzahl der transformierten Konstrukte zur stabilen Transformation in Mais 
auf sieben Transformationen beschränkt war, wurden Thanatin und Chitinase-
Fusionskonstrukte sowie die Kontrollkonstrukte verwendet, da zum einen die Bindung der 
Thanatin bzw. Chitinase-scFv Fusionsproteine gegen A. flavus und A. parasiticus bestätigt 
werden konnte (3.7). Zum anderen konnte für Thanatin die inhibitorische Wirkung auf das 
Keimungsverhalten von Thanatin gegen A. flavus und A. parasiticus belegt werden, während 
für die Chitinase eine lytische Wirkung gegen A. parasiticus in vitro beobachtet werden 
konnte. 
Aufgrund der Tatsache, dass die Durchführung der Transformation in Mais und Regeneration 
von transgenem Maiskallus sehr zeit- und arbeitsintensiv ist und die Kapazität des IME 
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übersteigt, wurden mit der pTF Iowa und IPK Gatersleben geeignete Kooperationspartner 
gefunden. Da die Transformation von beiden Kooperationspartnern mit den eigenen 
etablierten Maistransformationsvektoren bevorzugt wurde, erfolgte zunächst die Klonierung 
in die bereitgestellten Vektoren pTF101.1gw1 (Abbildung 48) bzw. p6Int (Abbildung 50). 
 Zur Generierung der Maisvektoren für die Expression von Thanatin, scFvAP3, Thanatin-
scFvAP3 und Thanatin-scFvAF1 wurde zunächst in pTRAkc-Vektoren (Abbildung 46) die 5'-
UTR der Chalkonsynthase (CHS) gegen die 5'-UTR des tobacco etch virus (TEV) durch 
Restriktion mit EcoRI und NcoI ausgetauscht (Abbildung 35) und in einem weiteren Schritt 
durch EcoRI/BamHI in den pTRAux-Vektor kloniert (2.2.4.4). Der zur Expression in 
Monokotyledonen geeignete pTRAux diente als Vorlage zur Generierung der pTF101.1gw1 
Thanatin-Konstrukte mittels Gateway®-Technologie (2.2.4.4.2). Dazu wurden die komplette 
Promoter-GOI-Terminator Region von einer Größe von 4.000-4.500 Bp in einer Long-range-
PCR (2.2.4.8) mit Hilfe sequenzspezifischer attL1/attL2-Primern (Tabelle 41) amplifiziert 
(Daten nicht gezeigt). Nach Rekombination des Amplifikationsproduktes mit dem 
pDONR™221 mittels der BP Clonase™  II und Destinationsvektor pTF101.1gw1 durch die 
LR Clonase™  II erfolgte die Transformation in E. coli DH5α (2.2.1.5). Nach der 
Plasmidisolierung (2.2.4.1) kultivierter Klone wurden positive Klone des pTF101.1gw1-
Thanatin, pTF101.1gw1-scFvAP3, pTF101.1gw1-Thanatin-scFvAP3 und pTF101.1gw1-
Thanatin-scFvAF1 mittels Restriktionsfragmentanalyse (2.2.4.4.1) und Sequenzierung 
(2.2.4.10) identifiziert. 
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Abbildung 35: Schematische Darstellung der Klonierungsstrategie zur Herstellung der finalen AFP-scFv 
und Kontroll-Expressionskonstrukte zur Transformation in Z. mays 
Die Klonierung der Konstrukte zur stabilen Transformation in Z. mays (2.2.6.4.1) erfolgte nach Austausch der 
5'-UTR (TL statt CHS) aus dem pTRAkc (Abbildung 46) und anschließender Subklonierung der Genkassetten in 
den pTRAux-Vektor (Abbildung 47). Die Generierung der Thanatin-scFv Fusionskonstrukte und der jeweiligen 
Kontrollkonstrukte erfolgte in den pTF101.1gw1-Vektor (Abbildung 48) mittels Gateway-Klonierung (2.2.4.4.2. 
Dagegen wurden die Chitinase-scFv Fusionen und die jeweiligen Kontrollkonstrukte durch vorherige 
Subklonierung in den pUBI-ABM-Vektor (Abbildung 49) und Klonierung in den p6int (Abbildung 50) generiert.  
P35SS: 35S Promotor des CaMV mit duplizierter Enhancer-Region; CHS: 5'-UTR der Chalkonsynthase aus 
Petroselinum; LP: Signalpeptidsequenzen des jeweiligen AFPs; GOI: gene of interest; Tag54: Epitop-Tag des 
mAk54 (Rasche et al. 2011), His-Tag: His6-Tag zur Detektion und Reinigung des rekombinanten Proteins; 
pA35S: 3'-UTR des CaMV 35S Gens; Pubi: Ubiquitin-Promoter; Intron: Intronsequenz; TL: 5'-UTR des tobacco 
etch virus (TEV); Nos-T: Terminatorsequenz des Nopalinsynthasegens, attR1 und attR2: Modifizierte DNA-
Sequenzen zur Rekombination mit attL im Bakterienphage Lambda Rekombinationssystem (Landy 1989). 
 
Zur Klonierung der Chitinase-Konstrukte in den p6int wurden zunächst die Genkassetten in 
den pUBI-ABM subkloniert (Tabelle 35). Dazu wurden die Genkassetten des pTRAux mit 
EcoRI-Restrinktion, anschließendem Auffüllen zu glatten Enden (blunt-ends) mittels Klenow-
Fragment und BamHI-Restriktion isoliert (2.2.4.4). Dagegen wurde die multiple 
Klonierungsstelle des pUBI-ABM mit SpeI-Restriktion, anschließendem Auffüllen zu 
blunt-ends mittels Klenow-Fragment und BamHI-Restriktion geöffnet, so dass eine gerichtete 
Klonierung der Genkassetten mit einem glatten 3‘- und einem kohäsiven 5‘-Ende möglich 
war. Durch Restriktion mit SfiI konnten die durch die durch den Ubiquitin-Promotor (pUBI), 
Intronsequenz und Nopalinsynthase-Terminator flankierten Genkassetten in den p6int kloniert 
werden (Abbildung 35). Analog zum pTF101.1gw1 wurden positive Klone des p6int-
Chitinase, p6int-Chitinase-scFvAP3 und p6int-Chitinase-scFvAF1 durch Restriktion 
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(2.2.4.4.1) und Sequenzierung (2.2.4.10) identifiziert und in A. tumefaciens transformiert 
(2.2.1.6). 
Tabelle 35: Übersicht der generierten AFP, scFv und AFP-scFv Fusionen in p6int und pTF101.1gw1 
Aus der untenstehenden Tabelle sind die nach dem Klonierungsschema (Abbildung 35) generierten AFP, 
scFv und AFP-scFv Fusionskonstrukte zur stabilen Transformation in Z. mays (2.2.6.4.1) zu entnehmen. 
Thanatin-scFv Fusionen (hellblau) wurden in den pTF101.1gw1-Vektor (Abbildung 48) kloniert, während 
Chitinase-scFv Fusionen (dunkelgrau) in den p6int (Abbildung 50) kloniert wurden. Dagegen wurden blau 
hinterlegte Konstrukte sowohl in den pTF101.1gw1- als auch p6int-Expressionsvektor kloniert. 
 +: kloniert, -: nicht kloniert. 
 
p6int/pTF101.1gw1 
scFv Thanatin Chitinase ohne AFP 
scFvAP3 -/+ +/- +/+ 
scFvAF1 -/+ +/- +/+ 
ohne scFv -/+ +/-  
 
Die Transformation der Expressionsvektoren in Mais erfolgte mittels Agrobakterium- 
vermittelter Transformation (2.2.6.4.1), wobei für die pTF101.1gw1-Vektoren Maiskallus 
(Frame et al. 2002; Frame et al. 2006) und für die p6Int-Vektoren Maisembryonen (Hensel et 
al. 2009) verwendet wurden. Aufgrund der unterschiedlichen Resistenzmarker im 
Vektoraufbau erfolgte die primäre Selektion transgener Embryos bzw. Maiskallus auf 
Bialaphos-haltigen Selektionsplatten (pTF101.1gw1) bzw. Hygromycin-haltigen 
Selektionsplatten (p6int). Der überwiegende Teil Antibiotika-resistenter Keimlinge wurde 
nach dem Transfer zum Fraunhofer IME in Erde gepflanzt (2.2.6.2), während der andere Teil 
als Backup zur Herstellung von Saatgut am IPK Gatersleben bzw. pTF Iowa verblieb. 
Anschließend erfolgte die Charakterisierung transgener Maislinien durch Nachweis des 
jeweiligen Transgens und rekombinanten Proteins (3.9) und Selektion von transgenen 
Maiskörnern zu Überprüfung der Resistenz gegen A. flavus (3.9).  
3.9 Charakterisierung und Selektion von transgenen Maislinien 
3.9.1 Selektion von transgenen Maispflanzen (T0) mittels PCR 
Nach etwa 14 Tage Kultivierung der Maispflanzen im Gewächshaus (2.2.6.2) und der 
Entwicklung der ersten Blätter bei einer Höhe von 10 cm wurden runde Blattstücke (leaf 
disks) aus dem Blattmaterial ausgestanzt und zur Isolierung der genomischen DNA (2.2.4.2) 
verwendet. Nachfolgend wurde die Qualität und Menge der isolierten genomischen DNA 
bestimmt (2.2.4.9). Zur Amplifizierung des jeweiligen Transgens durch PCR (2.2.4.8.3) 
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wurden zunächst die Primer TL-5‘ und PS-3‘ (Tabelle 41), welche die Genkassette (TL-LPH-
Goi-Tag54-His6-pA35S) flankieren, eingesetzt. 
Im Vergleich mit den ebenfalls verwendeten Vektorkontrollen konnte so anhand der Größe 
des Amplifikationsproduktes eine eindeutige Zuordnung zu dem jeweiligen Transgenen 
erfolgen (Abbildung 36). In transgenen Pflanzen, welches mit pTF101.1gw1-scFvAP3 
transformiert wurden, konnte das Amplifikationsprodukt des scFvAP3-Gens bei 1.250 Bp im 
Agarosegel detektiert werden (Abbildung 36 A). Damit konnte das 102 Bp kleinere 
Amplifikationsprodukt des scFvAP3-Gens deutlich von den Amplifikationsprodukten der 
beiden Thanatin-scFv Fusionen, T-AP3 und T-AF1, welche im Agarosegel bei gleicher Größe 
(1.350 Bp) detektiert wurden, unterschieden werden (Abbildung 36 A). Dagegen konnte das 
Amplifikationsprodukt der transgenen Thanatin-Linien bei 450 Bp detektiert werden 
(Abbildung 36 A). Bei transgenen Pflanzen, welche mit p6int-Chitinase (Chi) bzw. p6int-
Chitinase-scFvAP3 (C-AP3) oder p6int-Chitinase-scFvAF1 (C-AF1) transformiert wurden, 
konnte das Amplifikationsprodukt der Genkassette des Chitinase-Gens bei 900 Bp detektiert 
werden, wohingegen bei den Chitinase-scFv Fusionen, C-AP3 und C-AF1, das 
Amplifikationsprodukt bei 2.200 Bp nachgewiesen werden konnte (Abbildung 36 B).  
 
Abbildung 36: Repräsentative Darstellung des Nachweises der Transgene aus transgenen Maisblättern 
mittels PCR 
Zum Nachweis der Transgene in transformierten Maispflanzen wurde die genomische DNA (2.2.4.2) aus 
Blattmaterial isoliert. Die kodierenden cDNA-Sequenzen der Thanatin, scFv und Thanatin-scFv 
Fusionskonstrukte (A) und Chitinase bzw. Chitinase-scFv Fusionskonstrukte (B) wurden mit der Hilfe von TL- 
bzw. pA35S-spezifischer Primer in einer PCR amplifiziert (2.2.4.8.3). Anschließend erfolgte die 
elektrophoretische Auftrennung der PCR-Reaktion im 1,2%igen (w/v) Agarosegel (2.2.4.5) und Visualisierung 
unter UV-Licht. M: 1kb DNA-Leiter; PK: Positivkontrolle der jeweiligen transformierten Plasmiden; NK: 
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Negativkontrolle genomischer DNA aus WT-Maispflanzen; Than: Thanatin; AP3: scFvAP3; T-AP3: Thanatin-
scFvAP3; T-AF1: Thanatin-scFvAF1; C-AP3: Chitinase-scFvAP3; C-AF1: Chitinase-scFvAF1. 
 
Trotz vorheriger Selektion auf Bialaphos-haltigen Selektionsplatten (Holt et al. 1993) konnte 
insgesamt bei nur 49 von 122 getesteten Pflanzen (40%), welche mit pTF101.1gw1-
Expressionskonstrukten transformiert wurden, eine Detektion des Transgens mittels PCR 
(2.2.4.8.3) erfolgen (Tabelle 36). Je nach transformiertem Konstrukt war die prozentuale 
Anzahl der positiv getesteten Maispflanzen unterschiedlich. So wiesen beispielsweise nur 
31% der mit pTF101.1gw1-Thanatin-scFvAF1 transformierten Pflanzen das Transgen auf, 
wohingegen 73% der mit pTF101.1gw1-scFvAP3 transformierten Maispflanzen positiv waren 
(Tabelle 36).  
Bei den getesteten Maispflanzen, welche mit den Expressionsvektoren p6int-Chitinase, p6int-
Chitinase-scFvAP3 oder p6int-Chitinase-scFvAF1 transformiert wurden, konnte bei allen 135 
getesteten Maispflanzen nach Selektion auf Hygromycin-haltigen (Waldron et al. 1985) MS-
Agarplatten selektiert das jeweilige Transgen detektiert werden (Tabelle 36).  
Im Gegensatz zu den pTF101.1gw1-Expressionskonstrukten und einer Selektion mittels 
Bialaphos konnte somit bei Verwendung der p6int-Expressionskonstrukte und Hygromycin 
eine sichere Selektion transgener Pflanzen erfolgen. 
Tabelle 36: Übersicht aller getesteten Maispflanzen (T0) auf Detektion des Transgens mittels PCR 
Dargestellt ist die Anzahl aller am IME getesteten T0-Maispflanzen, welche mittels PCR auf Vorhandensein des 
jeweiligen Transgens getestet wurden, sowie die Anzahl bzw. prozentuale Menge der positiven Pflanzen. Than: 
Thanatin; AP3: scFvAP3; T-AP3: Thanatin-scFvAP3; T-AF1: Thanatin-scFvAF1; Chi: Chitinase; C-AP3: 
Chitinase-scFvAP3; C-AF1: Chitinase-scFvAF1. 
 
Konstrukt Vektor Transformation 
Getestete 
Pflanzen 
Anzahl positiver 
Pflanzen 
Positive 
Pflanzen (%) 
Than 
pTF101.1gw1 
Agrobakterium 
Kallus 
31 11 35 
AP3 15 11 73 
T-AP3 17 9 53 
T-AF1 59 18 31 
Chi 
p6int 
Agrobakterium 
Embryo 
46 46 100 
C-AP3 51 51 100 
C-AF1 38 38 100 
Wildtyp - - 51 0 0 
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3.9.2 Detektion der rekombinanten Proteine in transgenen T0-Maispflanzen 
Nach der Selektion transgener Pflanzen durch Detektion des jeweiligen Transgens sollte 
testweise von bis zu fünf transgenen Pflanzen eines Expressionskonstruktes das rekombinante 
Protein aus dem Blattmaterial und später aus den Maiskörnern der transgenen Maispflanzen 
nachgewiesen werden (2.2.6.6). Dazu wurden leaf disks aus den Blättern von drei Wochen 
alten Pflanzen entnommen, das gesamtlösliche Protein extrahiert und ggf. eine Anreichung 
von rekombinanten Protein mittels IMAC (2.2.7.2) vorgenommen. Die Detektion der 
rekombinanten Proteine erfolgte über den C-terminalen Tag54-Epitoptag bzw. His6-Tag 
mittels Immunoblot (2.2.5.4).  
Die Chitinase ohne scFv-Fusion (34 kDa) und die jeweiligen Chitinase-scFv Fusionsproteine 
(62 kDa), C-AP3 und C-AF1, konnten im Pflanzenextrakt von allen fünf transgenen 
Maisblättern detektiert werden (Abbildung 37 A). Dagegen konnte aus dem Pflanzenextrakt 
transgener Pflanzen, welche das AFP Thanatin exprimierten, selbst nach Anreicherung mittels 
IMAC (2.2.7.2) und Diafiltration (2.2.5.6), sowie Auftrennung mittels Tricine-PAGE und 
Transfer auf engmaschigere Nitrozellulosemembranen (0,22 µm), keine Detektion von 
Thanatin Than) im Immunoblot erfolgen (Abbildung 37 B). Analog zur transienten 
Produktion in Tabak konnten der scFvAP3 (29 kDa) und die Thanatin-scFv Fusionsproteine 
(32 kDa), T-AP3 und T-AF1, im Pflanzenextrakt oder spätestens im Konzentrat nachgewiesen 
werden (Abbildung 37 B). 
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Abbildung 37: Detektion der rekombinanten Proteine aus Blättern transgener Maispflanzen 
Blattmaterial transgener Maispflanzen wurde in flüssigem Stickstoff gemörsert und das lösliche Protein 
extrahiert (2.2.6.6). Anschließend wurde je 1 ml der Blattextrakte von Thanatin, scFvAP3 und Thanatin-scFv 
exprimierenden Maispflanzen (A) mittels IMAC (2.2.7.2) partiell gereinigt und mit Konzentrationsröhrchen (3-
10 kDa) konzentriert (2.2.5.6) sowie die Fraktionen in reduzierenden 5x SDS-Proteinladepuffer für fünf Minuten 
bei 99°C erhitzt. Analog wurden die rekombinanten Proteine aus  Blattextrakt von Chitinase und Chitinase-scFv 
exprimierenden Maispflanzen (B) isoliert und detektiert. Nach Zentrifugation wurde der Überstand im SDS-
PAGE aufgetrennt (2.2.5.1) und auf eine Nitrozellulosemembran transferiert (2.2.5.4). Der Nachweis 
gebundener Antikörper erfolgte mittels mAk54 (1:5.000) und GAM
AP
 Fc (1:5.000) mit anschließender 
Visualisierung durch NBT/BCIP. M: Prestained Protein Marker (Fermentas); R: Rohextrakt; K: Konzentrat; 
AP3: scFvAP3; T-AP3: Thanatin-scFvAP3; T-AF1: Thanatin-scFvAF1; Chi: Chitinase; C-AP3: Chitinase-
scFvAP3; C-AF1: Chitinase-scFvAF1. 
 
In der Regel konnte so bei den fünf getesteten Maispflanzen, bis auf diese die Thanatin 
exprimierten, auch der Nachweis des jeweiligen rekombinanten Proteins erfolgen (Tabelle 
37). Allerdings wurde aufgrund der hohen Anzahl von 184 transgenen Maispflanzen aus 
Zeitgründen auf den Nachweis der rekombinanten Proteine in allen generierten Maispflanzen 
verzichtet. 
Da die Entwicklung der männlichen und weiblichen Blüte nicht simultan, sondern zeitlich 
verzögert erfolgt, stand zur Selbstbestäubung oftmals kein vitaler Pollen zu Verfügung. 
Deshalb blieb eine hohe Anzahl von Maiskolben unbefruchtet oder brachte nur einen 
niedrigen Ertrag an Maiskörnern, so dass sich die Anzahl der zu testenden Maiskörner weiter 
reduzierte. Unabhängig von dem verwendeten Konstrukten konnten wenige (2 Körner; 0,54 g) 
bis zu hunderten (337 Körner; 79,37 g) Maiskörnern gewonnen werden (Daten nicht gezeigt). 
Um eine repräsentative Aussage der Resistenz der Maiskörner im KSA gegen A. flavus zu 
erhalten, konnten nur Maispflanzen mit einem Gesamtgewicht von mehr als 5 g an 
Maiskörnern verwendet werden. So konnten beispielsweise von den transgenen Maispflanzen, 
welche mit pTF101.1gw1-scFvAP3 transformiert wurden und in denen das Transgen 
detektiert wurden konnte, nur etwa 58% individuellen Maispflanzen zur Überprüfung der 
Resistenz verwendet werden (Tabelle 37). Dagegen stand bei den transgenen Pflanzen, 
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welche mit p6int-Expressionskonstrukten transformiert wurden, überwiegend eine 
ausreichende Menge Saatgut zu Verfügung. So konnte das Saatgut von 29 der generierten 
Chitinase-Pflanzen (85%), 14 der Chitinase-scFvAP3-Pflanzen (93%) und der 31 Chitinase-
scFvAF1-Pflanzen (97%) auf Resistenz gegen A. flavus getestet werden (Tabelle 37). Das 
Saatgut aller Maispflanzen wurde nach der Trocknung begutachtet und nachfolgend zur 
Überprüfung möglicher Resistenz gegen A. flavus verwendet (3.9.1). 
Tabelle 37: Übersicht der analysierten transgenen Pflanzen und geernteten Maiskörner (T0) 
Dargestellt ist die Anzahl der hergestellten transgenen Maislinien je transformierten Konstrukt und die Anzahl 
der transgenen Pflanzen. Der Nachweis des Transgens erfolgte mittels PCR aus genomischer DNA (2.2.6.6) und 
der Nachweis des rekombinanten Proteins  mittels Immunoblot (2.2.5.4). +: positiv; -: negativ. 
Des Weiteren ist die Anzahl der Pflanzen aus denen Saatgut hergestellt werden konnte und die Anzahl der 
Maispflanzen deren Maiskörner (Gesamtgewicht >5 g) im Kernel Screening Assay (2.2.8.2) auf Resistenz gegen 
A. flavus getestet wurden, dargestellt. Than: Thanatin; AP3: scFvAP3; T-AP3: Thanatin-scFvAP3; T-AF1: 
Thanatin-scFvAF1; Chi: Chitinase; C-AP3: Chitinase-scFvAP3; C-AF1: Chitinase-scFvAF1. 
 
Konstrukt Vektor 
Detektion T0-Generation 
Transgen Rek. Protein Linien Pflanzen Saatgut KSA 
Than 
pTF101.1gw1 
+ - 10 26 20 14 
AP3 + + 7 26 24 14 
T-AP3 + + 8 22 18 13 
T-AF1 + + 13 36 31 22 
Chi 
p6int 
+ + 1 46 34 29 
C-AP3 + + 1 38 15 14 
C-AF1 + + 1 32 32 31 
Wildtyp - - - 1 6 6 6 
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3.10 Resistenztests von transgenen T1-Körner 
Zur Überprüfung der Resistenz von transgenen Maiskörner wurde der Kernel Screening Assay 
(KSA) durch Infektion von Körnern der T0-Pflanzen (T1-Körner) mit A. flavus (2.2.8.2) 
verwendet. Im Gegensatz zur side needle-Technik (Henry et al. 2010), welcher eine Infektion 
ganzer Kolben im Feldversuch ermöglicht, bietet der KSA eine individuelle Analyse jedes 
Maiskorns unter standardisierten Infektionsbedingungen. Des Weiteren kann die Analyse 
bezüglich der Resistenz gegen A. flavus in einem nahezu abgeschlossenen System erfolgen, so 
dass keine potenzielle Freisetzung des Humanpathogens erfolgt.  
Zur Etablierung des KSAs im Mikrotiterplattenformat wurden verschiedene Methoden zur 
Infektion von frisch geernteten Wildtypkörnern und getrockneten Wildtypkörnern mit 
A. flavus getestet. Nach dem Eintauchen von unversehrten Maiskörnern oder mittels einer 
Nadel verletzten oder halbierten Körnern trat bei allen Methoden eine 100%ige Infektion 
durch A. flavus auf, wobei es jedoch Unterschiede im Verlauf der Infektion gab. 
Bei einer Verletzung des Maiskorns durch eine Nadel ist die Infektion prinzipiell bereits 
schon nach einem Tag an der Infektionsstelle sichtbar. Im Anfangsstadium der Infektion 
weisen mit A. flavus infizierte Körner weißliche Hyphen auf, welche innerhalb von sieben 
Tagen bei A. flavus grünliche Konidien bilden (Daten nicht gezeigt). Die Symptome der 
Infektion sind bei unverletzten Maiskörnern gleich, jedoch treten sie im Vergleich zu 
verletzten Maiskörnen um 1-2 Tage später auf. Bei unverletzten Körnern ist die primäre 
Eintrittsstelle der Infektion durch A. flavus die Austrittsstelle des Keimlings (tip cap). Da 
halbierte Körner einen beschädigten Embryo aufweisen und somit nicht zur Generierung für 
die Tochtergeneration nach dem KSA verwendet werden können und die punktuelle 
Beschädigung von Körnern mit Hilfe einer Nadel sehr zeitaufwendig ist, wurde das 
Eintauchen von unverletzten Körnern als Infektionsmethode verwendet. 
Um eine Evaluierung der Resistenz einzelner transgener Maislinien vorzunehmen, wurde der 
Infektionsgrad individuellen Maiskörner bestimmt (Abbildung 38 A). Durch Kategorisierung 
der pilzlichen Bedeckung von Kat1 (0-20% Infektion) bis Kat5 (80-100% Infektion) von 
Maiskörnern durch A. flavus konnte eine Bewertung der Linien bezüglich der Resistenz gegen 
A. flavus durchgeführt werden. Zur vereinfachten Darstellung von resistenten und 
suszeptiblen Linien (Abbildung 38 B) und zur Vergleichbarkeit wurde der Mittelwert von 
20 infizierten Körnern gebildet und als Resistenzlevel R (Formel 2) angegeben. 
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Abbildung 38: Bonitur des Kernel Screening Assays (A) und (B) Vergleich von resistenten (links) und 
suszeptiblen Maislinien nach Infektion mit A. flavus (rechts) 
Getrocknete Maiskörner wurden zur Überprüfung der Resistenz gegenüber A. flavus im KSA (2.2.8.2) 
eingesetzt. Dazu wurden infizierten Körner in fünf Kategorien nach den Infektionssymptomen klassifiziert (A). 
Resistente und suszeptible Maislinien nach siebentägiger Inkubation mit A. flavus-Sporen. (B). 
Kat1: 0-20% Infektion; Kat2: 21-40% Infektion; Kat3: 41-60% Infektion; Kat4: 61-80% Infektion; Kat5: 81-
100% Infektion. 
 
Formel 2: Krankheitsindex D und Resistenzlevel R von Maiskörnern infiziert mit Aspergillus spp. 
N: Anzahl der getesteten Maiskörner; nKat1-5: Anzahl der Maiskörner, welche nach Kategorie 1-5 klassifiziert 
wurden 
𝐷 (%) =
∑ 𝑛𝐾𝑎𝑡1 ∙ 1 + 𝑛𝐾𝑎𝑡2 ∙ 2 + 𝑛𝐾𝑎𝑡3 ∙ 3 + 𝑛𝐾𝑎𝑡4 ∙ 4 + 𝑛𝐾𝑎𝑡5 ∙ 5
𝑁 ∙ 5
∙ 100% 
𝑅 (%) = 100% − 𝐷 
Zur einfachen Unterscheidung der Resistenz von Maislinien gegen A. flavus wurde der 
natürliche Resistenzlevel von Wildtyplinien mit den transgenen Linien verglichen und in drei 
Kategorien eingeteilt. Während Wildtyplinien überwiegend einen natürlichen Resistenzlevel 
R von 0-20% und 21-40% besaßen, konnte dazu in einer Vielzahl von transgenen Linien eine 
deutlich gesteigerte Resistenz (R>40%) in transgenen Linien ermittelt werden. 
Das Saatgut keiner der transgenen Maispflanzen, welche mit pTF101.1gw1-Thanatin (Than) 
oder pTF101.1gw1-scFvAP3 (AP3) transformiert wurden, zeigte dabei in der T1-Generation 
eine Resistenz gegenüber A. flavus (Abbildung 39 A und B). Allerdings muss beachtet 
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werden, dass Saatgut von nur zwei (AP3) bzw. drei (Than) Maislinien, welche im 
Gewächshaus des Fraunhofer IME hergestellt wurden, getestet werden konnten. Hingegen 
war die Qualität der im Gewächshaus der pTF-Abteilung der Universität von Iowa 
hergestellten Maiskörner bei allen Konstrukten schlecht, da selbst mit Wasser inokulierte 
Kontrollkörner trotz vorheriger Oberflächensterilisierung durch Ethanol eine erhebliche 
Infektion mit anderen Maispathogenen aufwiesen (Daten nicht gezeigt). Des Weiteren gilt zu 
bedenken, dass das Saatgut, welches von der pTF Iowa hergestellt wurde, nicht im Vorfeld 
zum Nachweis des jeweiligen Transgens verwendet wurde. Deshalb ist es möglich, dass 
aufgrund der unzureichenden Selektion von transgenen Pflanzen mit Bialaphos, ein Großteil 
der getesteten Maiskörner nicht transgen ist. 
Dagegen konnten bei Maislinien, welche mit pTF101.1gw1-Thanatin-scFvAP3 (T-AP3) und 
pTF101.1gw1-Thanatin-scFvAF1 (T-AF1) transformiert wurden, vermehrt partiell-resistente 
bzw. resistente Linien identifiziert werden (Abbildung 39 C und E). Dabei zeigte das Saatgut 
von zwei von fünf Maislinien, welche im Gewächshaus des Fraunhofer IME hergestellt 
wurden, eine gesteigerte Resistenz gegenüber A. flavus. Die Linie T-AP3#5A zeigte dabei mit 
einem Resistenzlevel von 57% die höchste Resistenz auf, wogegen auch hier das Saatgut, 
welches im Gewächshaus der pTF-Abteilung der Universität von Iowa hergestellt wurde, 
keine Resistenz gegen A. flavus aufwiesen (Abbildung 39 C).  
Bei den transgenen Thanatin-scFvAF1 Linien wies eine pTF-Linie (T-AF1#3B) einem 
Resistenzlevel von 50% auf. Allerdings gilt hier zu beachten, dass die anderen Pflanzen aus 
dem gleichen Transformationsevent, T-AF1#3A und T-AF1#3C, bedingt durch 
Kontamination mit anderen Maispathogenen bzw. segregationsbedingt, nicht resistent waren. 
Dagegen wies das Saatgut von 4 von 7 Maislinien, welche im Gewächshaus des Fraunhofer 
IME hergestellt wurden, einen Resistenzlevel oberhalb von 40% auf (Abbildung 39 E). Im 
Vergleich zu in der Literatur beschriebenen etablierten Aspergillus- und Aflatoxin-resistenten 
Maislinien (Luo et al. 2011) weist die Line T-AF1#6B mit 60% einen vergleichbaren 
Resistenzwert auf (Abbildung 39 E). Hingegen konnten die aus einem weiteren 
Transformationsevent generierten Linien T-AF1#10A und T-AF1#10D, trotz geringer 
Kontamination mit anderen Maispathogenen und guter Kornkonstitution, keine Resistenz 
aufweisen. Dennoch kann für die T0-Generation eine Verstärkung der Resistenz-
induzierenden Wirkung durch die Expression der T-AF1 Fusion (Linie T-AF1#6B) 
ausgemacht werden, da eine bis zu 2,8-fach höhere Resistenz gegen A. flavus im Vergleich 
zur durchschnittlichen Wildtypresistenz von 24% (Abbildung 39 D) auftritt. 
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Abbildung 39: KSA transgener Thanatin, scFvAP3 und Thanatin-scFv Maislinien (T0) sowie Wildtyp-
Linien 
Je 20 Maiskörner transgener Maislinien (T0) wurden im KSA mit einer Sporensuspension von A. flavus (10
6
/ml) 
inokuliert und für sieben Tage in Mikrotierplatten (37°C, 100% Luftfeuchtigkeit) inkubiert (2.2.8.2). Infizierte 
Maiskörner wurden anhand des Phänotyps in Kategorien (Kat1- Kat5) bezüglich des Infektionsgrades beurteilt 
(Abbildung 38). Dargestellt ist der durchschnittliche Resistenzgrad R (Formel 2) von Thanatin (A), scFvAP3 
(B), Thanatin-scFvAP3 (C), Wildtyp (D) und Thanatin-scFvAF1 (D). IME: im Gewächshaus des Fraunhofer 
IME hergestelltes Saatgut; pTF: hergestelltes Saatgut der pTF-Abteilung der Universität von Iowa. 
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Bei Betrachtung des jeweiligen Resistenzlevel von Saatgut transgener Maispflanzen, welche 
mit p6int-Chitinase (Chi), p6int-Chitinase-scFvAP3 (C-AP3) oder p6int-Chitinase-scFvAF1 
(C-AF1) transformiert wurden, wird ersichtlich, dass zunächst eine deutlich höhere Resistenz 
gegenüber A. flavus auftritt (Abbildung 40). Die Qualität der Maiskörner war im Vergleich zu 
den Thanatin-scFv Maislinien wesentlich besser, da bei Überprüfung der Infektion von mit 
Wasser inokulierter Kontrollkörner nur vereinzelte Infektionen mit anderen 
Maiskornpathogenen feststellbar waren (Daten nicht gezeigt).  
Sowohl der Resistenzlevel R, welcher bis zu 73% für vereinzelte Linien (C-AP3#1a) beträgt, 
als auch die Anzahl von resistenten Linien ist deutlich höher als bei den Thanatin-scFv 
Maislinien. So weist Saatgut von 14 der getesteten Chi Pflanzen (52%) (Abbildung 40 A), 
22 der C-AP3 Pflanzen (64%) (Abbildung 40 B) und 24 der C-AF1 Pflanzen (74%) 
(Abbildung 40, C) einen Resistenzlevel R>40% auf.  
Des Weiteren ist bei Saatgut transgener Pflanzen, welche mit p6int-Chitinase-scFvAF1 
transformiert wurden, der Anteil von Pflanzen mit einem hohen Resistenzwert besonders 
hoch, da 12 der 15 C-AF1 Linien (80%) einen Resistenzwert R von mindestens 60% auf 
weisen (Abbildung 40 C). Im Vergleich zu den C-AF1 Linien weisen jedoch nur 44% der 
getesteten C-AF1-Pflanzen und 34% der Chi-Pflanzen eine entsprechend hohe Resistenz auf 
(Abbildung 40 A und B).  
Ergebnisse
 
 
124 
 
 
Abbildung 40: KSA von transgenen Chitinase und Chitinase-scFv Maislinien (T0) 
Je 20 Maiskörner transgener Maislinien (T0) wurden im KSA mit einer Sporensuspension von A. flavus (10
6
/ml) 
inokuliert und für sieben Tage in Mikrotierplatten (37°C, 100% Luftfeuchtigkeit) inkubiert (2.2.8.2). Infizierte 
Maiskörner wurden anhand des Phänotyps in Kategorien (Kat1- Kat5) bezüglich des Infektionsgrades beurteilt 
(Abbildung 38). Dargestellt ist der durchschnittliche Resistenzgrad R (Formel 2) von Chitinase (A), Chitinase-
scFvAP3 (B) und Chitinase-scFvAF1 (C), welche ausschließlich im Gewächshaus des Fraunhofer IME 
hergestellt wurden. 
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Für die Herstellung der Tochtergeneration wurden hauptsächlich im Gewächshaus des 
Fraunhofer IME hergestellte und als resistent klassifizierte Maislinien verwendet (3.11). 
Dabei wurden zwei bis drei der besten Maislinien pro Konstrukt, sowie bei den Chitinase- 
bzw. Chitinase-scFv Maislinien diverse im KSA als Kat1 (0-20% Infektion) begutachtete 
Maiskörner verwendet (Tabelle 38).  
Hierbei zeigte sich, dass das Saatgut von 10 der 12 transgenen Maislinien, welche im 
Gewächshaus der pTF-Abteilung der Universität von Iowa hergestellt wurden, nicht zur 
Keimung in Erde befähigt waren (Daten nicht gezeigt). Ausschließlich Körner der pTF 
Thanatin-Linie Than#11B und scFv-Linie AP3#7E waren zur Auskeimung befähigt (Tabelle 
38). Bei der Begutachtung in Erde nicht gekeimten Körner konnte eine Schädigung des 
Embryos durch andere Schimmelpilze ermittelt werden (Daten nicht gezeigt). 
3.11 Charakterisierung transgener T1-Pflanzen und Resistenztests von 
transgenem T1-Saatgut 
Die Charakterisierung und Überprüfung der Resistenz von generierten T1-Maislinien (Tabelle 
38) gegen A. flavus erfolgte analog zur Überprüfung der parentalen Generation (3.9). Dazu 
wurden von etwa 14 Tage alten Pflanzen Blattmaterial entnommen und die genomische DNA 
(2.2.4.2) extrahiert. Unter Verwendung von Resistenzmarker-spezifischen Oligonukleotide 
(6.2) erfolgte die Amplifikation der transgene mittels PCR (2.2.4.8.3) und nachfolgender 
Analyse mittels Agarosegelelektrophorese (2.2.4.5).  
In der T1-Generation konnte bei 280 von 380 getesteten T1-Pflanzen das jeweilige Transgen 
mittels PCR detektiert werden (Tabelle 38). Im Vergleich zu den parentalen Maislinien 
(Tabelle 36) ist die prozentuale Anzahl der positiven Maispflanzen je nach Linie mit 29-100% 
zum Teil ebenfalls sehr unterschiedlich. Jedoch ist die durchschnittliche prozentuale Menge 
der positiven Pflanzen mit 74% höher als in der T0-Generation, welche 60% PCR-positive 
Pflanzen bezüglich des Nachweis des jeweiligen Transgens aufwies. Bei den PCR-positiven 
Pflanzen reduzierte sich die Anzahl zu testenden Maiskörner um ein Viertel, auf 
160 Maislinien, da bei der Herstellung des Saatguts nur Maislinien mit einem Gesamtgewicht 
von mehr als 5 g verwendet werden konnten (Tabelle 38).  
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Tabelle 38: Übersicht aller getesteten Maispflanzen (T1) auf Detektion des Transgens mittels PCR und 
Übersicht des hergestellten Saatguts zur Verwendung im KSA 
Dargestellt ist die Anzahl aller mittels PCR getesteten T1-Maispflanzen auf das Vorhandensein des jeweiligen 
Transgens, sowie die Anzahl bzw. prozentuale Menge der positiven Pflanzen. Des Weiteren ist die Anzahl der 
Pflanzen aus denen Saatgut (IME+pTF) hergestellt werden konnte und die Anzahl der Maispflanzen deren 
Maiskörner (Gesamtgewicht>5 g) im Kernel Screening Assay (2.2.8.2) auf Resistenz gegen A. flavus getestet 
wurden, dargestellt. Than: Thanatin; AP3: scFvAP3; T-AP3: Thanatin-scFvAP3; T-AF1: Thanatin-scFvAF1; 
Chi: Chitinase; C-AP3: Chitinase-scFvAP3; C-AF1: Chitinase-scFvAF1. 
 
Konstrukt Herkunft Line (#) 
Anzahl getesteter 
Maispflanzen 
Positive Maispflanzen Saatgut 
Anzahl % Anzahl KSA 
Than 
IME 
9B 7 5 71 5 5 
11C 32 13 41 13 12 
pTF 11B 6 6 100 5 5 
AP3 pTF 7E 18 17 94 16 10 
T-AP3 IME 
2C 34 10 29 7 4 
8B 14 12 86 8 5 
5A 20 18 90 16 9 
T-AF1 IME 
1B 26 8 31 7 4 
4A 12 10 83 6 5 
6B 8 6 75 5 4 
Chi IME 
4a 29 27 93 18 18 
26a 18 14 78 9 7 
diverse 12 7 58 5 4 
C-AP3 IME 
1a 26 25 96 14 11 
4a 26 26 100 18 11 
diverse 10 6 60 2 1 
C-AF1 IME 
8a 13 11 85 5 5 
25a 15 13 87 10 6 
diverse 54 46 85 34 27 
Wildtyp IME Hi-II - - - 9 7 
 
Das Blattmaterial ausgewählter Maislinien diente zusätzlich zur Extraktion und Nachweis des 
jeweiligen rekombinanten Proteins mittels Immunoblot (2.2.5.4). Auch hier konnten, analog 
zur T0-Generation bis auf Thanatin, bei allen drei getesteten transgenen Pflanzen auch das 
jeweilige rekombinante Proteine bei der zuvor detektierten Größe (Abbildung 37) im 
Immunoblot nachgewiesen werden (Daten nicht gezeigt). 
Bei der Entwicklung der Pflanzen gab es jedoch ein paar morphologische Besonderheiten. 
Pflanzen der Thanatin exprimierenden Maislinie Than#11C waren mit über drei Meter Höhe 
etwa einen Meter höher als alle anderen transgene bzw. Wildtyp-Linien und wiesen längere 
und größere Blätter sowie Kolben auf. Höchstwahrscheinlich handelte es sich dabei um die 
Maissorte B104, welches ebenfalls in der pTF-Abteilung der Universität von Iowa eingesetzt 
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wird und dunkelgelbe Körner mit rotem Pedikel aufweist aber als Donorpflanze zur 
Transformation vertauscht wurde (Daten nicht gezeigt). 
Im Vergleich zu den in der T0-Generation verwendeten Wildtyplinien (Abbildung 39 C) weist 
die T1-Generation der Wildtyplinien einen durchschnittlichen Resistenzwert R von 24% im 
KSA auf und liegt damit etwa auf dem gleichen Niveau der T0-Generation (Abbildung 41 C). 
Weiterhin kann auch in der T1-Generation bestätigt werden, dass die scFvAP3-Linien 
ebenfalls keine Resistenz gegenüber A. flavus bewirken (Abbildung 41 B), da alle zehn 
Tochterlinien der scFvAP3-Linie AP3#7E keine nennenswerte Resistenz aufweisen. 
Im Vergleich zu den in der T0-Generation getesteten parentalen Maislinien weisen die drei 
Tochterlinien Thanatin Than#11C, Than#9B und Than#11B eine unterschiedliche Verteilung 
der resistenter Linien auf (Abbildung 41 A). Während die Thanatin-Linie Than#11C eine 
heterogene Verteilung mit je 4 Pflanzen in jeder Bewertungskategorie aufweist, verfügt die 
Linie Than#11B über eine erhöhte Resistenz gegen A. flavus, da keine der Tochterlinien 
unterhalb der durchschnittlichen Wildtypresistenz von 24% liegt.  
In der T1-Generation weist Saatgut von 4 der 5 Tochterlinien der Thanatin-Linie Than#9B 
nicht nur eine erhöhte Resistenz gegen A. flavus auf, sondern auch hohe Resistenzlevel R von 
bis zu 58% (Than#9B64) (Abbildung 41 A). Trotz ausbleibender Resistenz der Thanatinlinie 
Than#9B in der T0-Generation, welche jedoch auf die starke Belastung mit anderen 
Maispathogenen zurückzuführen ist (Abbildung 39 A), kann in der T1-Generation für 
Than#9B dennoch von einer Resistenz-induzierenden Wirkung durch die konstitutive 
Expression von Thanatin ausgegangen werden. 
Im Vergleich zur Thanatinlinie Than#9B weisen die Thanatin-scFv Maislinien T-AP3 und 
T-AF1 in der T1-Generation nur vereinzelt einen erhöhten Resistenzlevel R von über 40% 
gegen A. flavus auf. Drei von vier Tochterlinien der Maislinie T-AP3#2C verfügen über eine 
erhöhte Resistenz von R >40%, während die Tochterlinien der Maislinien T-AP3#5A und 
T-AP3#8B überwiegend einem Resistenzlevel R zwischen 30-40% aufweisen und somit nur 
leicht über dem durchschnittlichen Wert der Wildtypresistenz liegen (Abbildung 41 C). Die 
Tochtergeneration der T-AF1-Linien T-AF1#1B und T-AF1#4A weisen ebenfalls 
Resistenzwerte auf Wildtypniveau auf (Abbildung 41 D). Dennoch weisen vereinzelte 
Tochterlinien wie T-AF1#6B5 wie in der T1-Generation ebenfalls hohe Resistenzlevel R von 
bis zu 58% auf. 
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Im Vergleich der ermittelten Resistenzwerte der transgenen Maislinien aus der T0 und T1-
Generation ergibt sich eine Diskrepanz, da zum einen die tendenziellen Resistenzen je 
Konstrukt unterschiedlich sind und zum anderen nicht mit einander in der Folgegeneration 
korrelieren. Dennoch kann in der T1-Generation, trotz der niedrigen Anzahl der zu Verfügung 
stehenden Tochterlinien, von einer partiellen Resistenz durch die Thanatin-scFv Fusion 
T-AF1 gegen A. flavus ausgegangen werden.  
 
Abbildung 41: KSA von transgenen Thanatin, scFv und Thanatin-scFv Maislinien (T1) sowie 
Wildtyplinien 
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Je 20 Maiskörner transgener Maislinien (T1) wurden im KSA mit einer Sporensuspension von A. flavus (10
6
/ml) 
inokuliert und für sieben Tage in Mikrotierplatten (37°C, 100% Luftfeuchtigkeit) inkubiert (2.2.8.2). Infizierte 
Maiskörner wurden anhand des Phänotyps in Kategorien (Kat1- Kat5) bezüglich des Infektionsgrades beurteilt 
(Abbildung 38). Dargestellt ist der durchschnittliche Resistenzgrad R (Formel 2) von Thanatin (A), scFvAP3 
(B), Thanatin-scFvAP3 (C), Wildtyp (D) und Thanatin-scFvAF1 (E). T1: Nachkommen von resistenten 
parentalen Maislinien. 
 
Im Vergleich zu den Thanatin-, scFvAP3-, Thanatin-scFvAP3- und Thanatin-scFvAF1- 
produzierenden Linien (Tabelle 38) wurden für die Chitinase- bzw. Chitinase-scFv- 
produzierenden Maislinien nicht nur diejenigen parentalen Maislinien zur Herstellung der 
Tochtergeneration verwendet, welche insgesamt eine hohe Resistenz gegenüber A. flavus 
besaßen, sondern auch individuelle mittels KSA selektierte resistente Maiskörner für die 
Tochtergeneration verwendet (Abbildung 42).  
Sowohl für die Chitinase-Linien als auch Chitinase-scFv Maislinien konnte dabei die 
einheitlich hohe Resistenz gegen A. flavus aus der T0-Generation, jedoch nicht in der 
T1-Generation erreicht werden. Allerdings wiesen die Resistenzlevel von vereinzelten Linien 
aller drei transformierten Konstrukte ebenfalls wie in der T0-Generation hohe Resistenzlevel 
von bis zu 71% auf (Abbildung 42 B). 
Bei den mit p6int-Chitinase (Chi) transformierten Maispflanzen ist bei der Tochterlinie 
Chi#4a die Anzahl der auf Resistenz gegen A. flavus untersuchten Maiskörner zahlreicher, 
sowie die Resistenzlevel im Vergleich zur Tochterlinie Chi#26a höher (Abbildung 42 A). Von 
den Tochterlinien (T1) der Chi#4a weisen, inklusive der mittels KSA vorselektierten 
parentalen Maiskörner, 10 von 18 Pflanzen (55%) eine hohe Resistenz gegen A. flavus auf 
(Abbildung 42 A). Des Weiteren werden bei den Tochterlinien Chi#4a2 und Chi#4a6 mit bis 
zu 71% die höchsten Resistenzlevel erreicht. Allerdings lag in der Tochtergeneration bei je 
vier Linien der Chitinase Linie Chi#4a die Resistenz gegen A. flavus auf dem Niveau der 
Wildtypresistenz und bei vier weiteren Linien unterhalb der durchschnittlichen 
Wildtypresistenz von 24%.  
Hingegen ist bei den in der T1-Generation getesteten Tochterlinien der Chitinase-scFvAP3 
(C-AP3) und Chitinase-scFvAF1 (C-AF1) im Bezug auf die Verteilung der Resistenz gegen 
A. flavus keine klare Tendenz hinsichtlich resistenter Tochterlinien erkennbar (Abbildung 42 
B und C). In der Tochtergeneration einer transgenen Linie traten sowohl Linien auf, welche 
hohe Resistenzwerte wie C-AP3#1a26 (71%) erreichten als auch Linien, deren Resistenz 
unterhalb (C-AP3#1a27) oder auf Wildtypniveau (C-AP3#1a73) lag (Abbildung 42 B).  
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Im Vergleich zu den Tochterlinien (T1) der Chi#4a Linie wiesen nur 5 von 11 der C-AP3#1a 
Linien (45%) eine erhöhte Resistenz gegen A. flavus auf. Die Tochtergenerationen der C-AF1 
Linien wiesen ebenfalls wie die C-AP3 produzierenden Maislinien ebenfalls ein 
vergleichbares Auftreten von resistenten und nicht resistenten Linien auf (Abbildung 42 D). 
Jedoch kann aufgrund der geringen Anzahl von verfügbaren Saatgut transgener C-AF1 Linien 
keine Aussage bezüglich der Resistenz einer Linie getätigt werden, da innerhalb einer 
Tochtergeneration bei C-AF1#8a (3 Pflanzen) bzw. C-AF1#25a (4 Pflanzen) zu Verfügung 
standen.  
Bei der Herstellung der Tochtergeneration durch Verwendung von individuell mittels KSA 
vorselektierten parentalen Körner kann in der T1-Generation keine vorteilhaftere Selektion 
gegenüber nicht selektierte Körner belegt werden, da die Anzahl der Körner innerhalb einer 
Maislinie zu niedrig war um eine repräsentative Aussage bezüglich der Resistenz gegen 
A. flavus zu tätigen. Dennoch ist davon auszugehen, dass möglicherweise durch die 
Verwendung von zuvor als resistent klassifizierten individuellen Maiskörnern für die 
Folgegeneration, aufgrund des höheren Selektionsdrucks im KSA, eine Erhöhung der Anzahl 
resistenter Linien begünstigt werden kann. 
Jedoch ist bei der vorliegenden Klassifizierung zu beachten, dass die Akkumulationslevel der 
rekombinanten Proteine bzw. das Transkriptlevel der individuellen Maiskörner nicht 
bestimmt wurde. Dennoch bleibt festzustellen, dass durch die Expression von Thanatin und 
Chitinase- sowie Chitinase-scFv Fusionen eine erhebliche Erhöhung der konstitutiven 
Abwehr gegen A. flavus erreicht wird. Zur Verifizierung der Resistenzentwicklung und 
Vermeidung von Segregation ist es deshalb zwingend notwendig eine weitere 
Folgegeneration (T2) herzustellen um eine Korrelation von Resistenzlevel zu rekombinanten 
Proteinakkumulation bzw. Transkriptlevel  und Kopienzahl der Transgene herzustellen. 
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Abbildung 42: KSA transgener Chitinase und Chitinase-scFv Maislinien (T1) 
Je 20 Maiskörner transgener Maislinien (T1) wurden im KSA mit einer Sporensuspension von A. flavus (10
6
/ml) 
inokuliert und für sieben Tage in Mikrotierplatten (37°C, 100% Luftfeuchtigkeit) inkubiert (2.2.8.2). Infizierte 
Maiskörner wurden anhand des Phänotyps in Kategorien (Kat1- Kat5) bezüglich des Infektionsgrades beurteilt 
(Abbildung 38). Dargestellt ist der durchschnittliche Resistenzgrad R (Formel 2) von Chitinase (A), Chitinase-
scFvAP3 (B) und Chitinase-scFvAF1 (C) Maislinien. T1: Nachkommen von resistenten parentalen Maislinien; 
KSA: mittels KSA vorselektierte individuelle Maiskörner. 
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4 Diskussion und Ausblick 
Das vorrangige Ziel dieser Arbeit war es mit Hilfe der Antikörper-vermittelten 
Resistenzstrategie transgene Maispflanzen herzustellen, welche resistent gegen die Aflatoxin-
produzierenden Pilze A. flavus und A. parasiticus sind. Dazu wurden Aspergillus-spezifische 
monoklonaler Antikörper (mAk) unter Verwendung der Hybridomatechnologie hergestellt 
(3.1). Die mAks wurden hinsichtlich der Antigenspezifität mittels ELISA (3.2.1), Immunoblot 
(3.2.1), Immunofluoreszenzmikroskopie (3.2.3) und Kreuzreaktivität gegen weitere pilzliche 
Phytopathogene (3.2.2) überprüft und zur Herstellung korrespondierender scFvs (3.3) 
herangezogen. Aufgrund der hohen Bindungsspezifität und Bindung an die pilzliche 
Oberfläche von A. flavus und A. parasiticus (3.4) wurden die Aspergillus-spezifischen 
Antikörperfragmente, scFvAP3 und scFvAF1, zur Fusion an fünf Aspergillus-inhibierende 
antifungale Peptide (AFP) verwendet (3.6). Die inhibitorische Wirkung der AFPs auf die 
Keimung von A. flavus und A. parasiticus konnte für das synthetisch hergestellte D4E1 
in vitro mit Hilfe einer neuartigen Quantifizierungsmethode im Hochdurchsatzsystem Opera® 
bestimmt werden (3.5).  
Während die spezifische Bindung von transient in Tabak produzierten Thanatin-scFv 
Fusionsproteinen an A. flavus und A. parasiticus im ELISA (3.7) bestätigt werden konnte, 
zeigten Chitinase-scFv Fusionsproteine neben einer Bindung an die Zellwand, auch eine 
Degradierung der pilzlichen Zellwand von A. parasiticus (3.7). Mais wurde stabil mit 
Expressionskonstrukten, welche die kodierenden Sequenzen der Thanatin- und Chitinase-scFv 
Fusionskonstrukte sowie der als Kontrollkonstrukte dienenden Chitinase, Thanatin und des 
scFvAP3 enthielten, transformiert (3.8) und mittels PCR und Immunoblot charakterisiert 
(3.9). Resistenzversuche mit 137 transgenen T0- und 153 transgenen T1-Linien (3.9.1, 3.11) 
zeigten, dass im Vergleich zu Wildtypkörnern, welche einen durchschnittlicher Resistenzlevel 
von 24 % aufwiesen, bei den transgenen Maislinien eine bis zu dreifach höhere Resistenz 
(Resistenzlevel 73 %) gegen A. flavus auftrat. Dabei konnte bei vereinzelten T1-Linien, 
welche entweder Thanatin, die Wch1-Chitinase oder ein Fusionskonstrukt bestehend aus 
Thanatin bzw. Chitinase und scFvAP3 exprimierten, eine vergleichbar hohe Stärkung der 
konstitutiven Abwehr gegen A. flavus festgestellt werden. 
Des Weiteren konnte erstmalig das Antigen eines zuvor generierten Aspergillus-spezifischen 
Antikörpers mAkAP10 aus dem Zellwandextrakt von A. parasiticus durch 
Immunoaffinitätschromatographie (IAC) (3.2.4.1) identifiziert werden. Das Bindungsepitop 
des mAkAP10 an das Cystein-reiche sekretierte Protein (CSP) konnte durch Pepscan 
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bestimmt werden (3.2.4.2). In vitro-Inkubationsversuche mit CSP-spezifischer siRNA 
(3.2.4.3) zeigten, eine 100%ige Reduzierung der Keimung von Sporen beider aflatoxigener 
Pilze bei 0,5-1 nM siRNA. Die starke Reduzierung der Keimung veranschaulicht eine 
mögliche essentielle Rolle von CSP im Lebenszyklus von A. flavus und A. parasiticus und 
verdeutlicht die potentielle Anwendung als Target in der Generierung Aspergillus- und 
Aflatoxin-resistenter Pflanzen.  
4.1 Aspergillus-spezifische Antikörper 
4.1.1 Herstellung von Aspergillus-Antigenen 
Bei der Herstellung von Antigenen (3.1.1) zur Generierung von Aspergillus-spezifischen 
Antikörpern (3.1) sind im Rahmen der Antikörper-vermittelten Pathogenresistenzstrategie 
(Safarnejad et al. 2011) einige Voraussetzungen zu beachten um Pathogen-resistente Pflanzen 
herzustellen. Neben einer hohen Bindungsspezifität der Pathogen-spezifischen Antikörper ist 
dabei die wichtigste Voraussetzung, dass das Antigen beim Eindringen des Pathogens in die 
Wirtspflanze auf der Oberfläche der pilzlichen Zellwand präsentiert wird. Bei stabiler 
Expression eines AFP-Antikörper Fusionskonstruktes in Pflanzen kann somit zum einen das 
Pathogen durch die Expression eines Aspergillus-spezifischen rekombinanten scFv 
Antikörperfragment beim Eindringen in den Wirt erkannt werden. Zum anderen bewirkt der 
Aspergillus-spezifische Antikörper eine gezielte Akkumulation von AFP-scFv 
Fusionsproteinen, wodurch das gekoppelte AFP seine inhibitorische Wirkung am Wirkort der 
pilzlichen Zellwand bzw. Plasmamembran entfalten kann.  
Dagegen ist eine Verwendung von Antikörpern, welche an Hauptbestandteile der pilzlichen 
Zellwand wie Chitin, Melanin oder β-Glukane binden, für die gezielte Bekämpfung von 
einzelnen Pathogenen nicht empfehlenswert, da auch eine Bindung an eine Vielzahl von 
ubiquitärer Pilze erfolgen und so eine spezifische Inhibierung des Pathogens ausbleiben kann. 
Vielmehr findet dadurch auch eine Bekämpfung von förderliche Symbionten, wie des 
Endophyten Acremonium zeae statt, welcher schützende Eigenschaften für Mais gegen andere 
Pathogene besitzt (Wicklow et al. 2005).  
Deshalb ist die Generierung von ausschließlich Pathogen-spezifischen Antikörpern 
unumgänglich, wobei in der Regel ebenfalls die Kenntnis über die pathogene 
Entwicklungsphase im Lebenszyklus von A. flavus und A. parasiticus entscheidend ist. Die 
Verbreitung von Aspergillus auf dem Feld erfolgt hauptsächlich über ruhende Sporen, welche 
durch Wind, Regen und Insekten auf die Pflanze gelangen (Accinelli et al. 2008). Dabei ist 
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Aspergillus omnipräsent, befällt aber ausschließlich Maiskörner und Kolben, wobei die 
Produktion des kanzerogenen Aflatoxins erst bei beginnender Keimung und Bildung des 
Myzels erfolgt (Diener et al. 1987). Deshalb ist eine Bindung der Antikörper bzw. AFP-
Antikörper-Fusion an keimende Sporen und Myzel als sinnvoll zu erachten. Des Weiteren 
muss die Funktionalität der AFP-Antikörper Fusion ebenfalls nach der Ernte im Maiskorn 
vorhanden sein, um einen Schutz gegen A. flavus bzw. A. parasiticus zu gewährleisten.  
Eine Möglichkeit zur Generierung von Aspergillus-spezifischen Antikörpern ist die 
Verwendung von bereits identifizierten auf der Zellwand-befindlichen Antigenen. Für 
A. flavus ist einzig das AFLMP1 (Woo et al. 2003; AF461762), ein Zellwand-assoziiertes 
Mannoprotein beschrieben, welches in einer GST-Fusion als rekombinantes Antigen zur 
Generierung von Aspergillus-spezifischen mAks verwendet wurde (persönliche Mitteilung 
Saeede Ansari, Fraunhofer IME). Durch die Verwendung eines definierten Antigens kann 
eine umfangreichere Charakterisierung durch Ermittlung der Dissoziationskonstanten von 
mAks und rekombinanten Antikörpern in Form von scFv-FC Fusionen erfolgen, welche bei 
undefinierten, unlöslichen Antigenen nicht ohne Weiteres möglich ist. 
Da davon auszugehen war, dass eine Vielzahl von weiteren potentiellen, aber noch nicht 
identifizierten und beschriebenen Antigenen, sich an nativen Strukturen an der 
Zellwandoberfläche von A. flavus und A. parasiticus befinden, erfolgte die Herstellung von 
nativen Antigenen von A. flavus und A. parasiticus in Form von Antigen-assoziierten 
unlöslichen Zellwandfragmenten (ZWF) (3.1.1). Des Weiteren konnte bei der Herstellung 
Pathogen-spezifischer Antikörper in vorangegangenen Arbeiten gezeigt werden, dass ZWF 
die native Strukturen der pilzlichen Zellwand von Pilzen repräsentieren, ausreichend 
immunogen sind und im Grammmaßstab hergestellt werden können (Dorfmüller 2002; 
Peschen et al. 2004; Schleker 2009). 
Zur Etablierung eines Antigen-ELISAs zur Überprüfung der Titerantworten immunisierter 
Mäuse wurden lyophilisierte ZWF von A. flavus und A. parasiticus verwendet. Dabei konnte 
ausschließlich eine Immobilisierung der hydrophoben ZWF nach Resuspension in H2O und 
Trocknung bei 37°C erfolgen. Eine stabile Bindung der ZWF an hochaffine Mikrotiterplatten 
konnte nach erfolgter Waschschritte bei Verwendung von Salz-haltigen Puffern wie PBS 
(pH 7,4), NaHCO3-Puffer (pH 9,6) oder Citrat-Puffer (pH 5,0) auch nach Quervernetzung 
mittels UV nicht erfolgen (Daten nicht gezeigt). Unter den getesteten Bedingungen konnte 
ebenfalls keine Bindung von nativen Antigen-präsentierenden Sporen und Myzel an 
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Mikrotiterplatten erfolgen. Anstatt mit Poly-L-Lysin, welches zur Fixierung von Sporen und 
Myzel bei der Immunofluoreszenzmikroskopie (3.2.3) verwendet wurde, könnten 
Concanavalin-A (Con A) oder Fibronektin verwendet werden um eine Immobilisierung der 
hydrophoben Aspergillen auf Mikrotiterplatten zu gewährleisten und so eine Selektion von 
Antikörpern an nativen Strukturen der Pilze mittels ELISA vorzunehmen (Nugaeva et al. 
2005).  
4.1.2 Herstellung und Charakterisierung Aspergillus-spezifischer monoklonaler 
Antikörper  
Die zur Immunisierung von Mäusen verwendeten ZWF von A. flavus und A. parasiticus 
erwiesen sich dabei als ausreichend immunogen, da beide Antigene unabhängig von der 
verwendeten Antigenmenge zu einer stetige Steigerung der Titerantwort führten. Letztendlich 
wurde bei den zur Generierung von Hybridomazelllinien verwendeten Mäuse F4 und P7 ein 
Endtiter von bis zu 1:1 Mio. (3.1.2) erreicht, welcher im Vergleich zu der Generierung von 
Phoma lingam-spezifischen Antikörpern etwa 128-fach höher lag (DORFMÜLLER 2002). Im 
Gegensatz dazu waren die durch Immunisierung mit ZWF von A. flavus und A. parasiticus 
erreichten Titer im Vergleich zur Generierung von P. infestans-spezifischen Antikörpern 
(1:3 Mio.) dreifach niedriger (Dorfmüller 2002; Schleker 2009).  
Der im Vergleich zu Dorfmüller 2002; Schleker 2009 niedrigere Titer (3.1.2) kann jedoch 
dadurch erklärt werden, dass im Rahmen dieser Arbeit ausschließlich auf IgG-Antikörper 
selektiert und auf eine Selektion von eine Selektion Aspergillus-spezifischen IgM-
Antikörpern verzichtet wurde. Bedingt durch ihrer Dekavalenz weisen die häufig 
Polysaccharid-spezifischen IgM-Antikörper zwar eine hohe Avidität und Reaktivität auf, 
welche aber bei der Konvertierung des IgM-Antikörpers in ein rekombinantes 
Antikörperformat einen Nachteil darstellt, da hauptsächlich schwache oder nicht funktional 
rekombinante Antikörper generiert werden als bei bivalenten IgG-Antikörpern (Schubert 
2008, Schleker 2009).  
Bei der Verwendung von lyophilisierten ZWF zur Immunisierung von Mäusen kann zudem 
die Zugänglichkeit und Konformation von Zellwandoberflächenantigenen anders präsentiert 
werden als auf der nativen Oberflächenstruktur der pilzlichen Zellwand, so dass keine 
Bindung der generierten Aspergillus-spezifischen Antikörper an intakte Aspergillushyphen 
erfolgen kann. Des Weiteren können bei der Verwendung von ZWF auch Antikörper gegen 
potentielle intrazellulären Antigenen an der Plasmamembran generiert werden. Deshalb ist die 
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Immunofluoreszenzmikroskopie eines der wichtigsten Werkzeuge zur Ermittlung von 
geeigneten parentalen mAks in der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie.  
Die Antikörper mAkAP9, mAkAP3, mAkAF1 und mAkAP10 wiesen bei gleicher Antigen- 
und Antikörpermenge die höchsten Sensitivitäten bis 1,56 µg immobilisierte ZWF im ELISA 
auf (3.2.1). Im Vergleich zum ELISA konnten bei der Charakterisierung der Aspergillus-
spezifischen Antikörper mittels Immunofluoreszenzmikroskopie (3.2.3) nur fünf (mAkAP9, 
mAkAF1, mAkAP3, mAkAP18 und mAkAP23) von acht mAks nach Bindung auf der 
Zellwandoberfläche von A. flavus und A. parasiticus lokalisiert werden (3.2).  
Der mAkAP9 besitzt unter den generierten Aspergillus-spezifischen Antikörpern eine 
Sonderstellung, da er als einziger mAk einen IgG3-Isotyp aufwies und neben Aspergillen 
auch eine Vielzahl von weiteren Pflanzenpathogenen detektierte (3.2.2). Des Weiteren konnte 
bei Verwendung von mAkAP9 neben einer Detektion von Myzel von A. parasiticus auch eine 
Detektion von vereinzelten Sporen von A. parasiticus in IFAs erfolgen. Die Bindung des 
mAkAP9 an die enchinulaten Sporen von A. parasiticus deuten bereits auf eine frühzeitige 
Präsentierung des durch mAkAP9 erkannten Antigens an der Oberfläche der Sporen hin, 
welches bei in späteren Entwicklungsphasen auf der gesamten Oberfläche der 
Aspergillushyphe ausgeprägt ist. 
Für alle Aspergillus-spezifischen mAks konnte anhand der Bindung in IFAs gegen A. flavus 
und A. parasiticus und bei Vergleich der detektierten Proteinbandenmustern im Immunoblot 
ein grundlegende Einteilung in intrazellulär-bindende und oberflächenbinde Antikörper 
erfolgen (3.2.1). Dabei konnten bei den Oberflächenbindern (mAkAP9, mAkAP3, mAkAF1, 
mAkAF7 und mAkAF18) im Immunoblot ein breites Proteinbandenmuster in einem langen 
Auftrennungsbereich oder definierte einzelne Proteinbanden bei intrazellulären Bindern 
(mAkAP10, mAkAP18 und mAkAP23) gefunden werden (3.2.1).  
Eine genaue Charakterisierung und Vergleich der mAks und der daraus abgeleitenden 
rekombinanten scFvs bezüglich der Dissoziationskonstanten konnte nicht verfolgt werden, da 
durch die Verwendung eines undefinierten Antigengemisches zum einen das jeweilige 
Antigen der mAks unbekannt ist. Zum anderen ist die Häufigkeit des Auftretens des 
jeweiligen Antigens für alle mAks bei Verwendung eines Antigengemisches unterschiedlich, 
sofern die mAks nicht das gleiche Antigen erkennen. Deshalb ist eine Charakterisierung und 
Selektion der Aspergillus-spezifischen Antikörper bzgl. Ihrer Affinität bei der Verwendung 
von Antigengemischen deutlich schwieriger, wenn nicht sogar unmöglich.  
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Bei der Verwendung von frisch gekeimten Myzel und direkter Extraktion von Zellwand-
assoziierten Proteinen konnte, statt eines breiten Proteinbandenmusters im Immunoblot, 
welches bei einer Extraktion von Proteinen aus lyophilisierten Zellwandfragmenten 
beobachtet wurde, eine Detektion einer Vielzahl von definierten Proteinbanden im selben 
Auftrennungsbereich (>70 kDa) durch die Aspergillus-spezifischen Antikörper erfolgen 
(Daten nicht gezeigt). 
Diese Beobachtung könnte dadurch erklärt werden, dass durch die verkürzte Kultivierungszeit 
die Zellwandproteine in unterschiedlichen Entwicklungsstadien vorliegen werden, sowie eine 
weniger starke Glykosylierung als älteres Myzel aufweisen und somit als definierte 
Proteinbanden durch die Aspergillus-spezifischen Antikörper mAkAP9, mAkAP3 und 
mAkAF1 erkannt werden. Zum anderen könnten ebenfalls durch die verkürzte 
Präparationszeit Protease-bedingte Degradationen vorgebeugt werden. Abschließend konnte 
jedoch nicht geklärt werden, ob es sich bei den durch die Aspergillus-spezifischen mAks 
detektierten Proteinbanden, um das gleiche Antigen handelt, welches aber in Form von 
Degradationsprodukten auftritt. 
4.1.2.1 Sequenzvergleich Aspergillus-spezifischer Antikörper 
Anhand der identifizierten Sequenzen der variablen schweren (VH) und leichten (VL) 
Antikörperketten (3.3.2) können im Vergleich mit den Sequenzen bekannter Antikörper 
höchstens Rückschlüsse auf ein mögliches Antigen gezogen werden.  
Bei der Identifizierung der VH und VL der Aspergillus-spezifischen mAks (3.3.2) konnte 
festgestellt werden, dass für die Herstellung der monoklonalen Antikörper drei Runden 
limiting dilution nicht ausreichend waren. Nach der Sequenzierung von mehreren Klonen, 
welche die cDNA-Sequenzen der VL oder VH der Antikörper mAkAP18.38, mAkAP23 und 
mAkAP18.70 beinhalteten, zeigte sich dass diese noch polyklonal waren, da mehrere Klone 
unterschiedliche VL oder VH aufwiesen (Tabelle 31). Des Weiteren konnte bei den mAks, 
mAkAP18.38, mAkAP23 und mAkAP18.70, die gleiche VH (IGHV1-39*01 F), aber 
unterschiedliche VL gefunden werden. Dagegen waren nach der Selektion von mAks mittels 
limiting dilution alle anderen fünf generierten Aspergillus-spezifischen Antikörpern 
monoklonal, da nur jeweils eine VH oder VL identifiziert werden konnte.  
Beim Vergleich der identifizierten Antikörpersequenzen verfügen die Antikörper mAkAP3 
und mAkAF7, deren Antigen auf der Zelloberfläche von Aspergillus spp. lokalisiert wurde, 
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über eine identische VH (IGHV4-1*02F) aber jeweils unterschiedliche VL. Dagegen weist der 
intrazellulär-bindende mAkAP10 die gleiche VL wie der mAkAF7 aber wiederum eine andere 
VH auf (IGHV5-17*02 F). Zum einen ist aufgrund übereinstimmender VH der Antikörper 
mAkAP3 und mAkAF7 sowie vergleichbarer Detektion von Aspergillusproteinbanden im 
Immunoblot (3.2.1) davon auszugehen, dass beide Antikörper wohlmöglich das gleiche 
Antigen an der Zellwandoberfläche von A. flavus und A. parasiticus erkennen.  
Somit besteht die Möglichkeit, dass nicht nur durch die sechs CDRs und einige Aminosäuren 
in den framework regions des Antikörpers zur Erkennung des Antigens maßgeblich beitragen, 
sondern vielmehr die VH das Antigen bestimmt und die VL zu einer Stabilisierung der 
Antigenbindung im Zusammenspiel mit der VH beiträgt (Ohno et al. 1985). So konnte 
beispielsweise bei zytosolischer Expression einer murinen VH gegen das NIa Protein des 
potato virus Y (PVY) zu einer Neutralisierung von PVY und zu einer partiellen Resistenz in 
Kartoffel S. tuberosum führen (Bouaziz et al. 2009). Dagegen konnte eine Inhibierung eines 
Pathogens durch die alleinige Expression einer VL weder in in vitro-Experimenten noch in 
vivo-Experimenten bisher nicht beobachtet werden. 
4.1.2.2 Anwendung Aspergillus-spezifischer Antikörper 
Die im Rahmen dieser Arbeit generierten Aspergillus-spezifischen Antikörper könnten zum 
spezifischen Nachweis von A. flavus und A. parasiticus in Detektionskits eingesetzt werden. 
A. flavus ist neben A. fumigatus der zweithäufigste Auslöser der Aspergillose beim Menschen 
(Krishnan et al. 2009). Zur Unterscheidung beider humanpathogenen Pilze müsste jedoch 
zunächst eine mögliche Bindung der generierten mAks gegen A. fumigatus verifiziert werden. 
Bei einer ausschließlichen Detektion von A. flavus durch die generierten mAks könnte so eine 
gezieltere Behandlung von Patienten erfolgen, da A. flavus und A. fumigatus eine 
unterschiedliche Medikation erfordern (Hedayati et al. 2007). 
Die in dieser Arbeit generierten Aspergillus-spezifischen IgG-Antikörper weisen den Vorteil 
auf, dass sie eine höhere Stabilität im Vergleich zu IgM-Antikörpern aufweisen und im 
Hinblick auf eine mögliche Anwendung in Detektionsassays einfacher im Großmaßstab 
mittels MEP HyperCell™  aus Hybridomakulturen zu reinigen sind. Im Rahmen einer 
Masterarbeit (Rettcher 2014) konnte der Aspergillus-spezifische mAkAP3 erfolgreich in 
einem neuartigen Detektionssystem auf Basis von magnetic beads (magnetische 
Immunodetektion) eingesetzt werden (Krause et al. 2007). Im Vergleich zum konventionellen 
ELISA konnte dabei eine 27-fach sensitivere Detektion der aflatoxigenen Pilze A. flavus und 
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A. parasiticus erfolgen (Rettcher 2014). Da sogar eine Detektion der aflatoxigenen 
Aspergillusstämme in Bodenproben erfolgen konnte, wird durch diese Ergebnisse der Nutzen 
und das Anwendungspotential der generierten Aspergillus-spezifischen mAks verdeutlicht.  
Des Weiteren könnte auch eine kombinatorische Detektion von A. flavus und der durch den 
Pilz produzierten Aflatoxine mittels magnetischer Immunodetektion erfolgen. Dazu könnten 
die generierten Aflatoxin-spezifischen mAks verwendet werden, welche im Rahmen der 
„Joint Chinese-German Junior Research Group on Biotechnology“ zwischen dem Fraunhofer 
IME, der Huazhong Agricultural University (HAU, Wuhan) und der China Agricultural 
University (CAU, Shanghei) entwickelt wurden und bereits im ELISA- und Dipstickformat 
zur Detektion von Aflatoxin M1 in Milch und Aflatoxin B1 (Beijing WDWK Biotechnology 
Co., Ltd) für den chinesischen Markt verfügbar sind. Damit könnte eine frühzeitige Detektion 
des Pilzes erfolgen, noch bevor eine starke Produktion der toxischen Sekundärmetabolite 
einsetzt und die Nachweisgrenze des Aflatoxin-spezifischen Antikörpers erreicht wird. 
4.1.3 Herstellung und Charakterisierung rekombinanter Aspergillus-
spezifischer Antikörperfragmente 
Auf Grundlage der monoklonalen Aspergillus-spezifischen Antikörper wurden ausschließlich 
scFvs als rekombinantes Antikörperformat generiert (3.3), da scFvs als das 
vielversprechendste Antikörperformat in der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie 
angesehen werden (Safarnejad et al. 2011). Zur Bestätigung der Bindung und Funktionalität 
der in Pflanzen produzierten, rekombinanten Antikörperfragmente erfolgte die Produktion 
mittels transienter Expression in Tabak. Alle acht scFvs konnten durch Verwendung des 
kodonoptimierten murinen LPH-Signalsequenz der schweren Antikörperkette des anti-TMV 
mAk24 (Vaquero et al. 1999) im Apoplasten von Tabakpflanzen produziert, partiell gereinigt 
und im Immunoblot bei ihrer durch die Aminosäuresequenz definierten Größe zwischen 
28-32 kDa detektiert werden (3.4). Jedoch zeigte sich, dass nur die rekombinanten 
Antikörperfragmente scFvAP3, scFvAP10 und scFvAF1, welche auch als mAk die höchste 
Sensitivität und Reaktivität gegen AF- und AP-ZWF (3.2.1) aufwiesen, auch später ihre 
Funktionalität gegenüber A. flavus und A. parasiticus behielten (3.4.1). Auf eine Bestimmung 
der Kreuzreaktivität der funktionalen scFvAP3, scFvAF1 und scFvAP10 gegen weitere 
pilzliche Pathogene wurde jedoch verzichtet, da davon auszugehen war, dass die 
rekombinanten Antikörper das gleiche Antigen erkennen wie der jeweilige parentale mAk.  
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Bei Bestimmung der Reaktivität der rekombinanten Antikörper gegen ZWP im Immunoblot 
wies der scFvAP10, ebenfalls wie der parentale mAkAP10, eine Bindung an das als Antigen 
identifizierte Cystein-reiche sekretierte Protein (CSP) bei A. flavus und A. parasiticus auf 
(3.4.1). Dagegen konnte keine Bindung des mAkAP10 bzw. scFvAP10 an die pilzliche 
Zellwand von Aspergillushyphen in IFAs nachgewiesen werden, wodurch die Vermutung 
auftritt, dass das CSP-Antigen nicht auf der Oberfläche von Aspergillushyphen präsentiert 
wird. 
Im Vergleich zu ihren parentalen mAks detektierten dagegen die rekombinanten Antikörper 
scFvAP3 und scFvAF1 im Immunoblot gegen ZWP ein in der Breite reduziertes 
Proteinbandenmuster, welches vermutlich bedingt durch eine niedrigere 
Antikörperkonzentration auftrat. Jedoch konnte in IFAs gezeigt werden, dass die 
rekombinanten Antikörper scFvAP3 und scFvAF1 funktional die Hyphenoberfläche der 
beiden Aspergillen detektierte und damit das wichtigste Kriterium für die Verwendung in der 
Antikörper-vermittelten Pathogenresistenzstrategie erfüllten (3.4.1). 
4.1.3.1 Verwendung alternativer Antikörperformate in der Antikörper-vermittelten 
Resistenzstrategie  
Prinzipiell sind im Rahmen der Antikörper-vermittelten Pathogenresistenz kleinere 
Antikörperformate besser geeignet als beispielweise monoklonale Antikörper, da sie größen- 
bzw. strukturbedingt eine einfache Faltung aufweisen. Im Hinblick auf den Verzehr von 
Nahrungsmitteln, welche einen rekombinanten Antikörper (scFv, Fab) enthalten, ist zudem 
keine Gefahr der Komplementaktivierung bzw. Effektorfunktion gegeben, da Fc-Teil 
vorhanden ist (Foyer et al. 1994; Halford und Shewry 2000). Aufgrund der hohen Anzahl von 
nicht funktionalen rekombinanten Aspergillus-spezifischen scFv-Antikörperfragmenten 
wurde erstmals eine Konvertierung von Aspergillus-spezifischen mAks in Fab-Antikörper im 
Rahmen einer Bachelorarbeit vorgenommen (Chteinberg 2013). Dazu wurde der mAkAP9 
verwendet, welcher trotz einer hohen Sensitivität gegen AF-ZWF bzw. AP-ZWF im 
korrespondierenden scFv-Antikörperformat nicht funktional war (3.4.1). Nach Generierung 
eines Fab-Expressionskonstruktes konnte der Struktur-stabilisierende FabAP9 transient im 
Apoplasten von Tabak produziert und partiell gereinigt werden. Die Bindung des 
rekombinanten FabAP9 konnte an ZWF bzw. an Hyphen von A. flavus und A. parasiticus 
bestätigt werden (Chteinberg 2013). Somit konnte verdeutlicht werden, dass ein anderes 
rekombinanten Antikörperformat neben des scFv-Antikörperfragmentes, welches 
überwiegend als rekombinantes Antikörperformat zur Bekämpfung von viralen, bakteriellen 
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und pilzlichen Pflanzenpathogene in der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie 
(Safarnejad et al. 2011) eingesetzt wird, eine Alternative zum scFv-Format sein kann. 
Mögliche Gründe für den beobachten Funktionalitätsverlust der rekombinanten scFvs könnten 
demnach neben einer geringeren Affinität der parentalen mAks, welche im scFv-Format 
weiter reduziert wird, auch durch die unterschiedliche Faltung und Struktur des artifiziellen 
scFv-Format begründet sein (Schaefer und Pluckthun 2012). 
Ein weiteres vielversprechendes Antikörperformat sind kamelide VHH-
Einzeldomänenantikörper, welche mit einer Größe von 15 kDa noch kleiner als scFvs sind 
und in Pflanzen Akkumulationslevel von bis zu 30% des gesamtlöslichen Proteins erreichen 
(De Meyer et al. 2014). Des Weiteren weisen die VHH-Antikörper eine höhere Stabilität als 
scFvs in transgenen Pflanzen auf und könnten somit in der Antikörper-vermittelten 
Resistenzstrategie eingesetzt werden (Muyldermans 2001, De Buck et al. 2012).  
4.2 Antigenidentifizierung des Aspergillus-spezifischen Antikörpers 
mAkAP10  
Erstmalig im Rahmen der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie wurde ein zuvor 
generierter Aspergillus-spezifischer Antikörper genutzt, um sein Zellwand-assoziierten 
Antigens zu identifizieren und zu charakterisieren (3.2.4). Der mAkAP10 wurde zur 
Identifizierung des Antigens herangezogen, da er im Gegensatz zu den an der 
Hyphenoberfläche-bindenden Aspergillus-spezifischen mAks, ausschließlich eine Spezifität 
gegen AF- und AP-ZWF in Form einer definierten Bande bei 37 kDa im Immunoblot aufwies 
(3.2). Das Antigen des mAkAP10 konnte nicht auf der Zellwandoberfläche von Hyphen von 
A. flavus und A. parasiticus ermittelt werden, was darauf deutet, dass es möglicherweise 
intrazellulär lokalisiert ist (3.2.3). Allerdings konnte eine vereinzelte Bindung des mAkAP10 
an die Oberfläche von Sporen von A. parasiticus ausgemacht werden (3.2.3). Dennoch konnte 
aufgrund der Herstellungsprozedur der ZWF, welche zur Immunisierung von Mäusen 
verwendet wurden, dass das Antigen des mAkAP10 an die Zellwand gebunden sein muss, da 
cytosolischen Proteine oder sekretierte Proteine während des Herstellungsprozesses entfernt 
wurden.  
Zur Lokalisierung des Antigens an der pilzlichen Zellwand erfolgte eine sukzessive Isolierung 
von Zellwand-assoziierter Proteinen aus Aspergillushyphen mit Hilfe von verschiedenen 
Extraktionsmethoden. Dabei erfolgt die Verankerung des Antigens vermutlich primär durch 
nicht kovalente Bindungen und Disulfidbrücken, da ausschließlich ein reduzierender Puffer 
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(SDS/DTT) zu einem Freisetzen des Antigens führte (3.2.4). Eine Verankerung des Antigens 
an GPI-Ankerproteine kann ausgeschlossen werden, da nach Extraktion mit einem milden 
alkalischen Puffer keine Detektion des Antigens durch mAkAP10 erfolgen konnte. Jedoch ist 
das Antigen des mAkAP10 zu einem kleineren Teil auch an β-Glukan gebunden, da es nach 
Extraktion mit einer Chitinase bei reduzierter Größe (20 kDa) ebenfalls im Immunoblot 
detektiert wird.  
Soweit bekannt konnte im Rahmen dieser Arbeit mit dem Cystein-reichen sekretierten Protein 
(CSP) überhaupt erstmalig ein Zellwandantigen eines zuvor generierten Pathogen-
spezifischen Antikörpers (mAkAP10) aus einem pilzlichen Gesamtextrakt mittels IAC isoliert 
werden (3.2.4.1). Dabei konnte die Vermutung, dass CSP das tatsächliche Antigen ist, nach 
rekombinanter Produktion von CSP und Detektion durch mAkAP10, sowie der Bestimmung 
des Epitops des mAkAP10 (3.2.4.2) bestätigt werden. Dadurch könnte der Antikörper 
mAkAP10 weiter charakterisiert werden, indem beispielsweise die Bindungsspezifität des 
mAkAP10 gegen rekombinates CSP mittels SPR-Messung ermittelt werden könnte. 
Die Bildung der pilzlichen Zellwand ist ein mitunter komplexer und dynamischer Prozess, in 
dem zahlreiche Enzyme bei der Entwicklung, bei Wirtkontakt oder bei der Erschließung von 
Substraten involviert sind (Bowman und Free 2006). Trotz detaillierter Modelle der pilzlichen 
Zellwand von Saccharomyces cerevisiae (Kollar et al. 1997; Klis et al. 2002) und Candida 
albicans (Pitarch et al. 2008) unterscheiden sich entsprechende Zellwandmodelle für 
filamentöse Pilze wie Aspergillus spp., wobei die Funktion und Lokalisierung einer Vielzahl 
verschiedener Proteine noch nicht vollständig verstanden ist (Fontaine et al. 2000, Bernard 
und Latge 2001, Gastebois et al. 2009, Alam et al. 2014). Deshalb kann unter Annahme der 
gezeigten Ergebnisse zur Lokalisierung von CSP vermutet werden, dass CSP bei der 
Auskeimung vereinzelt auf der Zellwandoberfläche von Sporen präsentiert und während der 
Entwicklung des Pilzes intrazellulär transportiert wird und eventuell an der Plasmamembran 
exponiert wird. 
Eine weitere Erklärung für die ausschließlich an Sporen von A. parasiticus beobachtete 
Bindung des mAkAP10 könnte die enchinulate Struktur der Sporen (Horn et al. 2009) sein, da 
nur vereinzelte Sporen Fluoreszenz aufweisen und eine Bindung der korrespondierenden 
rekombinanten scFv-Antikörpernfragmente an Sporen ebenfalls nicht gezeigt werden konnte 
(3.4.1). Jedoch gilt zu bedenken, dass A. flavus sich in der Morphologie und im 
Keimungsverhalten bei gleicher Inkubationsbedingungen von A. parasiticus unterscheidet 
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(Hedayati et al. 2007) und so eine ausbleibende Detektion durch mAkAP10 zum gleichen 
Zeitpunkt erklärt werden kann.  
4.2.1 Antigenidentifizierung weiterer Pathogen-spezifischer Antikörper 
Bei intrazellulär-bindenden Antikörper wie dem mAkAP10, welcher das 37 kDa große CSP 
detektiert handelt es sich möglicherweise vornehmlich um kontinuierliche Epitope. Die 
Bindung der Antikörper mAkAP18 und mAkAP23 konnte nicht auf der Hyphenoberfläche 
von Aspergillus spp. erfolgen aber im Immunoblot konnte für A. flavus und A. parasiticus 
ebenfalls eine einzelne 35 kDa Proteinbande detektiert werden. Bei der Analyse der 35 kDa 
Proteinbande wurde das 34,9 kDa Fucose-spezifisches Lektin FleA (gi|238497840) (Kuboi et 
al. 2013) und die 33,4 kDa 1,3-β-Glucanosyltransferase Bgt1 (gi|238498308), welches in der 
Chitinsynthese involviert ist (Mouyna et al. 1998), durch Massenspektroskopie ermittelt. 
Abschließende Untersuchungen, welche die rekombinante Produktion der Antigene und deren 
Reaktivität gegen beide Antikörper umfassen, sind jedoch erforderlich um zu klären, ob es 
sich tatsächlich um eines der beiden potentiellen Antigene handelt.  
Im Hinblick auf morphologische Untersuchungen und entwicklungsbiologische Studien der 
Pilze ist die Identifizierung von an der Zellwandoberfläche von Pathogenen assoziierten 
Antigene durch die in dieser Arbeit generierten Pathogen-spezifischen Antikörper als sinnvoll 
zu erachten, da die Bedeutung der involvierten Proteine oftmals unbekannt ist. Weiterhin 
könnten die identifizierten Proteine als Marker in der Untersuchung von Wirt-Pathogen 
Interaktion eingesetzt werden. Des Weiteren können die durch mAks identifizierten Antigene 
als Angriffsziele zur Generierung von Pathogen-resistenten Pflanzen eingesetzt werden. 
Aus diesen Gründen wurde ebenfalls die Antigenidentifizierung der oberflächenbindenden 
Antikörper mAkAP3 und mAkAP9 im Rahmen dieser Arbeit vorangetrieben, welche im 
Immunoblot wie die Phytophthora-spezifischen Antikörper (Schleker 2009) ausschließlich ein 
undefiniertes Proteinbandenmuster erkannten. Jedoch besteht hier noch Optimierungsbedarf, 
da vorerst keine spezifische Elution in der IAC unter den verwendeten Bedingungen erfolgen 
konnte (Daten nicht gezeigt). Dagegen könnte das lineare 50 kDa große Antigen, welches an 
der Zellwandoberfläche von Fusarium spp. assoziiert ist und durch den scFvCWP2 detektiert 
wird (Peschen et al. 2004), auf Grundlage des in dieser Arbeit dargestellten Verfahrens 
mittels IAC durchaus identifiziert werden. 
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4.2.2 Untersuchung der Funktion von CSP im Lebenszyklus von Aspergillus  
Das mittels IAC isolierte und als Cystein-reiches sekretiertes Protein (CSP) identifizierte 
Antigen des Aspergillus-spezifischen mAkAP10 wurde als hypothetisches Protein mit 
unbekannter Funktion im Laufe der Genomsequenzierung von A. flavus (Payne et al. 2006) 
identifiziert. Zur Untersuchung der Genfunktion von CSP wurde CSP-spezifische siRNA und 
Sporen von A. flavus und A. parasiticus verwendet, da zuvor bei A. niger gezeigt werden 
konnte, dass eine Aufnahme der siRNA und eine Internalisierung der siRNA in Sporen erfolgt 
(Barnes et al. 2008). Anhand der gezeigten mikroskopischen Aufnahmen und Berechnung des 
relativen pilzlichen Wachstums konnte gezeigt werden, dass die Keimung von Sporen der 
aflatoxigenen Pilze A. flavus und A. parasiticus bei Inkubation mit CSP-spezifischer siRNA 
bereits bei einer Konzentration von 0,5 nM vollständig verhindert werden kann.  
Demnach besitzt CSP, welches neben A. oryzae ausschließlich in den eng phylogenetisch 
verwandten Pathogenen A. flavus und A. parasiticus vorkommt, eine essentielle Rolle im 
Lebenszyklus der drei Aspergillus-Spezies. Zur weiteren Untersuchung könnte der zeitliche 
Verlauf der Inhibierung durch siRNA mittels Opera® dargestellt werden und eine Analyse und 
Korrelation des Transkriptionslevel von CSP erfolgen. Im Hinblick auf eine mögliche 
Verwendung, sofern sich diese Ergebnisse bestätigten lassen, könnte CSP als Target zur 
Generierung von Aspergillus-resistenten Nutzpflanzen dienen.  
Im Bereich der Phytopathologie von A. flavus sind keine vergleichende Studien bekannt, die 
durch die Zugabe von Target-spezifischer siRNA ein Ausschalten von Genen untersuchten, 
welche zur vollständigen Inhibierung des Wachstums führte. Vielmehr wurde die RNA-
Interferenz im Bereich der Grundlagenforschung zur Untersuchungen der Funktion von 
Genen im Aflatoxinbiosyntheseweg (McDonald et al. 2005; Smith et al. 2007; Smith et al. 
2007; Abdel-Hadi et al. 2011) und der Entwicklungsbiologie von A. flavus (Amaike und 
Keller 2009) eingesetzt. Durch die Transformation von RNAi-Konstrukten in Mais, welche zu 
einem zielgerichteten Abschalten von Genen der Aflatoxinbiosynthese führen, könnte 
sicherlich die Aflatoxinkontamination von landwirtschaftlichen Produkten gesenkt werden. 
Jedoch gilt zu beachten, dass trotzdem eine Kontamination durch Aspergillus auf dem Feld 
und bei der Lagerung erfolgt, da die Produktion von Aflatoxin kein essentieller Faktor der 
Pathogenität von A. flavus gegen Mais darstellt (Abbas et al. 2008). 
Zur der Verwendung von host-induced gene silincing (HIGS) ist die Identifikation von 
geeigneten Targets mitunter die größte Herausforderung. HIGS konnte schon bei zahlreichen 
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Anwendungen zur Bekämpfung von pilzlichen Phytopathogenen eingesetzt werden (Riechen 
2007; Hernandez et al. 2009; Nowara et al. 2010; Tinoco et al. 2010; Yin et al. 2011; Zhang 
et al. 2011; Koch et al. 2013; Panwar et al. 2013). Mit CSP konnte möglicherweise erstmals 
ein geeignetes Target identifiziert werden, welches bei Transformation eines entsprechenden 
RNA-Silencing-Konstrukts eine Resistenz gegen A. flavus in Mais induziert und so zur 
gleichzeitigen Reduzierung der Aspergillus- und Aflatoxinbelastung führen könnte. 
4.3 Identifizierung von AFPs gegen A. flavus und A. parasiticus  
In der Vergangenheit konnte bei Anwendung der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie 
zur Bekämpfung von pilzlichen Pathogenen gezeigt werden, dass eine ausschließliche 
Akkumulation eines Pathogen-spezifischen Antikörpers, welcher an die Zellwand des 
Pathogens bindet, nicht zu einer Inhibierung des pilzlichen Phytopathogens in planta führt 
(Peschen et al. 2004; Schleker 2009). 
Deshalb ist die Selektion eines starken inhibitorischen Proteins, welches zum einen zu einer 
spezifischen Inhibierung des jeweiligen Pathogens führt und zum anderen an den Pathogen-
spezifischen Antikörper fusioniert werden kann, als zweite Komponente unumgänglich. Dabei 
wird die Wirksamkeit des AFP gegen ein Pathogen entweder durch das Vorhandensein des 
jeweiligen Zielmoleküls oder durch die Aushebelung von Verteidigungsmechanismen des 
jeweiligen Pathogens bestimmt. Durch den jeweiligen Wirkmechanismus (mode of action) 
kann beispielsweise die Integrität der Zellwand destabilisiert werden oder zelluläre Prozesse 
der DNA, RNA oder der Proteinbiosynthese inhibiert werden (Zasloff 2002, Gordon et al. 
2005, Brandenburg et al. 2012, Pushpanathan et al. 2013, Stotz et al. 2013). 
Allein in der Online-Datendank (http://aps.unmc.edu/AP/main.php) sind über 1900 AMPs 
gelistet von denen 79% antibakteriell und 34% auch antifungal wirken (Hegedüs und Marx 
2013). Die Klassifizierung ist fließend, da AMPs überwiegend auf ihre antibakterielle 
Wirkung getestet wurden und Daten zur Wirkung gegen Pilze nicht vorliegen. Dennoch 
kommen AFPs immer häufiger in den Fokus als Therapeutikum für Mykosen, da wie bei 
Bakterien auch eine zunehmende Resistenzentwicklung gegen Azole festzumachen ist 
(Vermeulen et al. 2012; Chowdhary et al. 2013). 
4.3.1 Selektion Aspergillus-spezifischer antifungaler Peptide und Proteine  
Im Gegensatz zu Bakterien weisen Pilze evolutionsbedingt, strukturstabilisierende Polymere 
wie Chitin und β-Glukane auf, welche die pilzliche Zelle und Plasmamembran zusätzlich 
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schützen. Dadurch wird im Vergleich zu Bakterien eine höhere Konzentration an 
antimikrobiellen Peptiden zur Inhibierung von pathogenen Pilzen benötigt (van der Weerden 
et al. 2013). 
Deshalb wurde zunächst basierend auf einer Literaturrecherche, eine Vorselektion von 
inhibitorischen Proteinen und Peptiden gegen A. flavus aus dem gesamten Spektrum der Natur 
mit niedriger minimal inhibitorischer Konzentration (MIC) getroffen. Aufgrund einer hohen 
MIC von je 25 µM wurden eine Reihe von AFPs pflanzlichen Ursprungs mit inhibierender 
Wirkung gegen A. flavus, wie beispielsweise Ib-AMP1, HS-AMP1 oder Rs-AMP1, nicht in 
Betracht gezogen (De Lucca et al. 1998). Trotz einer lytischer Wirkung und niedriger MIC 
von 1,2 mg/ml gegen A. flavus in vitro, wurden Lipopeptide oder zyklisches Pepdidolipid wie 
Syringomycin-E aus Pseudomonas syringae (De Lucca et al. 1999) ebenfalls nicht zur 
Generierung von AFP-Antikörperfusion (3.6) herangezogen, da diese strukturbedingt nicht als 
Fusionsproteine in Pflanzen exprimiert werden können. Dagegen wurden die linearen Peptide, 
D4E1 (De Lucca et al. 1998) und das Magainin 2-Derivat MSI-99 (DeGray et al. 2001) zur 
Überprüfung der antifungalen Wirkung gegen A. flavus und A. parasiticus ausgewählt, da 
deren inhibitorische Wirkung gegen A. flavus in vitro und in vivo bereits demonstriert werden 
konnte.  
Von den im Rahmen dieser Arbeit getesteten sieben AFPs (Thanatin, D4E1, Magainin, MSI-
99, Metchnikowin, Gallerimycin, ET-Defensin) zeigten D4E1 und Thanatin die stärkste 
Inhibierung von A. flavus und A. parasiticus in vitro, da beide AFPs MICs im einstelligen 
µM-Bereich aufwiesen (3.5) Unter der Verwendung von synthetisch hergestellten D4E1 
konnte die inhibitorische Wirkung gegen A. flavus bestätigt und gegen A. parasiticus erstmals 
nachgewiesen werden. Bedingt durch die unterschiedliche Methodik zur Bestimmung der 
Suszeptibilität von Aspergillus spp. gegen D4E1, ist die von De Lucca et al. 1998 ermittelte 
minimale lethale Konzentration von 12,5 µM nicht direkt vergleichbar mit dem in dieser 
Arbeit ermittelten MIC von 1,56 µM für A. flavus.  
Des Weiteren zeigte sich, dass für A. parasiticus im Gegensatz zu A. flavus unter gleichen 
Inkubationsbedingungen eine höhere Konzentration der AFPs D4E1 (12,5 µM), Thanatin 
(3,13 µM) und Gallerimycin (>50 µM) benötigt wird (3.5). Diese Beobachtung deckt sich mit 
der Tatsache, dass die Anfälligkeit von Antibiotika oder antifungalen Peptide von Stämmen 
innerhalb der Gattung Aspergillus durchaus unterschiedlich sein kann (Matejuk et al. 2010). 
Im Vergleich zu A. parasiticus konnte bei der Verwendung von synthetisch hergestellten 
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MSI-99 eine doppelt so hohe MIC (25 µM) bei A. flavus beobachtet werden. Zudem wiesen 
Keimschläuche bei niedrigeren MSI-99 Konzentrationen morphologische Veränderungen in 
Form eines stark verkürzten und deformierten Wachstums auf (Daten nicht gezeigt). 
Von den in dieser Arbeit sieben getesteten synthetisch hergestellten AFPs (Tabelle 25) konnte 
neben D4E1 auch für Thanatin, ein MIC im einstelligen µM-Bereich ermittelt werden. Dabei 
konnte erstmalig eine Inhibierung des pilzlichen Wachstums der aflatoxigenen Pilze A. flavus 
und A. parasiticus durch Thanatin, ein 2,4 kDa großen Defensinprotein aus 
Podisus maculiventris (Fehlbaum et al. 1996), festgestellt werden (3.5). Thanatin führte dabei 
zu einem Ausbleiben der Keimung bzw. zeitlich verzögerten Keimungsverhalten, wobei keine 
lytische Wirkung in Form von Myzeldegradation festgestellt werden konnte. Diese 
Beobachtungen decken sich mit in vitro-Experimenten von Thanatin und B.cinerea sowie 
F.graminearum. Ein Ausbleiben der Keimung durch synthetisch hergestelltes Thanatin konnte 
für B. cinerea bei 1 µM und F. graminearum bei 20 µM erfolgen (Wu et al. 2008; Koch et al. 
2012). 
4.3.2 Quantifizierung der inhibitorischen Wirkung von AFPs in vitro 
Zur Bestimmung der Wirkung von Antibiotika und antimikrobiellen Peptiden (AMPs) gegen 
pathogene Pilze existieren eine Vielzahl von qualitativen und quantitativen Verfahren, welche 
sich hinsichtlich ihres Aufbaus, der Methodik und Ausgabewertes grundlegend unterscheiden. 
Die von dem “National Committee for Clinical Laboratory Standards” (NCCLS) oder 
“European Committee on Antimicrobial Susceptibility Testing” (EUCAST) anerkannten 
Verfahren zur Bestimmung der MIC beinhalten überwiegend auf Fest- bzw. Flüssigmedium 
basierende Methoden und kommerzielle Kitsysteme (Lass-Florl 2010). Viele dieser Verfahren 
haben den Nachteil, dass sie mitunter zeitaufwendig sind, keine zeitgleiche Untersuchung 
zahlreicher Proben erlauben und den MIC als einzige Ausgabegröße besitzen.  
Im Gegensatz zu Antibiotika ist bei AMPs oftmals der genaue mode of action einzelner gegen 
pathogene Pilze nicht vollständig verstanden (Bahar und Ren 2013). Zum anderen weisen 
AMPs eine geringere Wirkung gegen das zu untersuchende pilzliche Pathogen auf, wodurch 
sensitivere Verfahren zur Untersuchung der Suszeptibilität benötigt werden. Des Weiteren 
müssen bei der Verwendung von AMPs, neben optimalen Wachstumsbedingungen für das 
jeweilige Pathogens, auch die notwendigen Bedingungen für die Aktivität des jeweiligen 
AMPs erfüllt werden. Je nach pH-Wert, Osmolarität oder durch das Fehlen von notwendigen 
Kofaktoren kann die Aktivität der AMPs und ein möglicher inhibitorische Effekt ausbleiben 
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(De Lucca und Walsh 2000). Aus diesen Gründen ist die Etablierung eines 
Hochdurchsatzsystems erforderlich, welches der qualitativen Bestimmung der Inhibierung des 
pilzlichen Wachstums dient und morphologische Veränderungen des Hyphenentwicklung 
erfasst, sowie eine Kategorisierung des Hyphenentwicklung vornehmen lässt.  
In dieser Arbeit wurde, neben der mikroskopischen Bonitur, erstmalig Opera® als 
Hochdurchsatzsystems zur Ermittlung der inhibitorischen Wirkung am Beispiel von 
synthetisch hergestelltem D4E1 gegen A. flavus und A. parasiticus verwendet. Durch die 
Verwendung von Calcofluor White konnte eine einheitliche Färbung des in der pilzlichen 
Zellwand enthaltenen Chitins von auskeimenden Sporen von A. flavus und A. parasiticus 
erfolgen, wodurch eine Visualisierung des pilzlichen Wachstums im Opera®-System erfolgen 
konnte. Die prozentuale Bedeckungsfläche der pilzlichen Hyphen je Kavität konnte anhand 
der erhaltenen Bilder quantitativ ausgewertet werden und zeigte im Vergleich mit der 
mikroskopischen Bonitur selbst bei vierfach höherer Sporenkonzentration eine nahezu 
Übereinstimmung der MIC für D4E1 (1,56 µM) bei A. flavus in vitro (3.5). Dadurch wird 
verdeutlicht, dass das Opera®-System nicht nur als adäquater Ersatz der mikroskopischen 
Bonitur dienen kann, sondern auch als Hochdurchsatzsystem zur Bestimmung der MICs von 
pathogenen Pilzen dienen kann. 
Neben der quantitativen Darstellung der inhibitorischen Wirkung von synthetisch 
hergestellten AFPs wie D4E1 konnte bereits die inhibitorische Wirkung von in Pflanzen-
produzierten und partiell-gereinigten Thanatin-Fab Fusionen quantitativ erfasst (Chteinberg 
2013), sowie die inhibitorische Wirkung der siRNA CSP1 gegen A. flavus und A. parasiticus 
ermittelt, werden (3.2.4.3). Mit Hilfe dieses Systems könnte die Wirkung weiterer AMPs 
gegen Aspergillus spp. oder andere pilzliche Pathogene getestet werden. Zudem besteht die 
Möglichkeit mittels Acapella® Software (PerkinElmer) Entwicklungsphasen des pilzlichen 
Wachstums zu definieren (Mania et al. 2010) und ein automatisierte und quantitative Zählung 
von Zellkernen nach Anfärbung mit DAPI vorzunehmen (Havenith et al. 2014). Im Idealfall 
könnte mit Hilfe des Opera®-Systems nicht nur eine Zählung der jeweiligen Sporenanzahl zu 
Beginn eines Experimentes ermittelt werden, sondern auch anschließend eine Berechnung der 
benötigten AFP-Menge zur Inhibierung einer einzelnen Spore bestimmt werden.  
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4.4 Funktionalität transient produzierter AFP-scFv Fusionsproteine 
Im Rahmen der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie müssen für die Auswahl 
geeigneter AFP-scFv Fusionsproteine zwei grundlegende Eigenschaften erfüllt sein. Zum 
einen muss die spezifische Bindung des AFP-scFv Fusionsproteins an die pilzliche Zellwand 
des jeweiligen Pathogens erhalten bleiben, wodurch eine gezielte Akkumulation am Wirkort 
der pilzlichen Zellwand stattfinden kann. Des Weiteren sollte eine direkte Inhibierung des 
pilzlichen Wachstums bereits bei in vitro- Experimenten mit transient exprimierten AFP-scFv 
Fusionskonstrukten festgestellt werden.  
In der Literatur ist bekannt, dass eine Neutralisierung von bakteriellen und viralen 
Pflanzenpathogenen in der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie durch Antikörper 
möglich ist (Schillberg et al. 2001; Nölke et al. 2009; Safarnejad et al. 2011). Dagegen 
konnten humanpathogene Pilzen wie Cryptococcus neoformans durch die Bindung von 
therapeutischen Antikörper an das β-1,3 Glukan der pilzlichen Zellwand inhibiert werden 
(Casadevall 1998; Capodicasa et al. 2011). Bei der Verwendung von Aspergillus-spezifischen 
mAks oder rekombinanten scFvs konnte wie in vorangegangen Arbeiten bei anderen 
Pflanzenpathogenen (Peschen et al. 2004; Schleker 2009) auch keine Auswirkungen auf das 
pilzliche Wachstum festgestellt werden (Daten nicht gezeigt). 
Durch die vorherige Selektion der besten Aspergillus-spezifischen Antikörperfragmente (3.4), 
scFvAP3 und scFvAF1, konnten sechs weitere scFv-Antikörperfragmente zur Generierung 
von AFP-scFv Fusionskonstrukten ausgeschlossen werden und so der Klonierungsaufwand 
von 71 möglichen auf 31 pTRAkc-Konstrukten erheblich reduziert werden (Tabelle 34). 
Allerdings wurden auch solche AFPs wie beispielweise Gallerimycin zur Generierung von 
AFP-scFv Fusionskonstrukten und zur transienten Produktion verwendet, die eine 
inhibitorische Wirkung erst bei höherer Konzentration entfalten, da aufgrund der 
Antikörperkomponente der AFP-scFvs zu erwarten war, dass eine Potenzierung der 
inhibitorischen Wirkung durch Akkumulation am Wirkort der pilzlichen Zellwand stattfindet. 
Der überwiegende Teil der verwendeten AFPs besitzt nicht nur eine inhibitorische Wirkung 
gegen Aspergillus spp., sondern auch ein breites antimikrobielles Wirkspektrum, welches 
toxisch gegen Bakterien wirkt und somit keine Akkumulation des rekombinanten AFP oder 
AFP-scFv Fusion in E. coli zu lässt (Zasloff 1987; Liao et al. 1994; Fehlbaum et al. 1996; De 
Lucca et al. 1998; DeGray et al. 2001). Deshalb wurden die klonierten AFP-scFv 
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Fusionskonstrukte sowie einzelnen AFPs und scFvs als Kontrollkonstrukte ausschließlich 
transient in Tabak exprimiert (3.7).  
Im Rahmen dieser Arbeit konnten alle AFP-scFvs bis auf die D4E1-scFv Fusionsproteine im 
Pflanzenextrakt infiltrierter Tabakpflanzen detektiert werden (3.7). Jedoch konnte bei 
Nachweis der einzelnen AFPs bis auf Gallerimycin, trotz Verwendung der Tricine-PAGE und 
unter Verwendung von engmaschigeren Nitrozellulosemembranen, kein Nachweis der AFPs 
bei spezifischer Detektion im Immunoblot erfolgen (Daten nicht gezeigt). Der fehlende 
Nachweis der AFPs kann auf die geringe Expression oder auf ein „Kleben“ an verwendeten 
Plastikgefäßen und Utensilien (Kraut et al. 2009) zurück zuführen sein.  
4.4.1 Expression von D4E1- und D4E1-scFv Fusionsproteinen 
In dieser Arbeit konnte das synthetisch hergestellte D4E1 mit einer MIC von 1,56 µM für 
A. flavus bzw. 3,13 µM für A. parasiticus in vitro als wirkungsvollstes AFP charakterisiert 
werden (3.5). Allerdings konnte, nach transienter Expression von pTRAkc-D4E1 bzw. 
pTRAkc-D4E1-scFv Fusionskonstrukten, keine Akkumulation der rekombinanten Proteine 
erfolgen (3.6). Dabei wurde bei Akkumulation von D4E1 im Apoplasten eine phytotoxische 
Wirkung in Form von starken Nekrosen an Tabakblätter sichtbar, welche schon vorher 
beobachtet werden konnte (Schleker 2009). Im Gegensatz dazu wurde eine derartige Toxizität 
von transient bzw. stabil exprimierten D4E1 oder D4E1-scFv Fusionskonstrukten in Tabak 
(Cary et al. 2000), Baumwolle (Rajasekaran et al. 2005), Kartoffel (Schleker 2009) oder 
Zitrusfrüchten (Attílio et al. 2013) in der Literatur nicht beschrieben. 
Jedoch gilt bei der Untersuchung der Resistenzentwicklung bei D4E1-exprimierenden 
Pflanzen zu beachten, dass nur jeweils das Transkript detektiert und in keinem Fall das 
rekombinante Peptid D4E1 nachgewiesen werden konnte. Deshalb könnte die 
Resistenzentwicklung von Pflanzen durch D4E1 nicht wie bei der Betrachtung in vitro auf der 
lytischen Wirkung des D4E1 durch Bindung an Ergosterol der pilzlichen Zellwand (De Lucca 
et al. 1998), sondern auf einem bisher unbekannten Effekt (z.B. priming) in vivo beruhen 
(Choudhary et al. 2007). 
Die nachgewiesene Toxizität von D4E1 kann wohlmöglich auf der Akkumulation des 
rekombinanten D4E1 in den Apoplasten zurück zuführen sein, da der Konstruktaufbau des 
pTRAkc-D4E1 ist mit dem durch Cary et al. (2000) verwendeten pBI121-Plasmids 
(AF502128) vergleichbar. Bei Pflanzen wäre es möglich, dass D4E1 im Apoplasten an 
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strukturverwandte Phytosterole in der Plasmamembran bindet, welche eine strukturgebende 
Rolle in der biologischen Membran besitzen. Zur alleinigen Untersuchung dieser Hypothese 
könnte D4E1 und als D4E1-scFv Antikörperfusion im ER und Zytosol exprimiert werden um 
die gezeigte Phytotoxizität zu untersuchen. Dennoch bleibt zu Bedenken, dass eine 
Expression von AFPs im ER oder Zytosol keinen geeigneten Ansatz zur zielgerichteten 
Bekämpfung von pathogenen Pilzen darstellt. 
4.4.2 Funktionalität von Thanatin- und Chitinase-scFv Fusionsproteinen 
Dagegen konnten die Thanatin-scFv Fusionskonstrukte transient in Tabak produziert und die 
rekombinanten Fusionsproteine partiell gereinigt werden (3.6). Für Thanatin wurde erstmalig 
in der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie neben N-terminalen auch C-terminale 
Fusionen an einen scFv kloniert und exprimiert (Safarnejad et al. 2011). Die Reaktivität der 
Thanatin-scFv Fusionsproteine konnte für die C-terminalen und N-terminalen Fusionsproteine 
an AP- und AF-ZWF konzentrationsabhängig erfolgen, wobei die N-terminale Thanatin-
Fusion bei vergleichbaren Konzentrationen vermutlich faltungsbedingt, eine höhere 
Reaktivität aufwies und damit besser zu bewerten ist. Dennoch konnte im Vergleich zum 
scFv, wie bei allen AFP-scFv Fusionsproteinen, eine Reduzierung der Bindung zum Antigen 
durch die Fusion des AFPs beobachtet werden.  
Allerdings konnte bei Verwendung der generierten Thanatin-scFv Fusionsproteine in vitro 
keine inhibitorische Wirkung gegen A. flavus bzw. A. parasiticus festgestellt werden (Daten 
nicht gezeigt). Eine mögliche Erklärung für das Ausbleiben der inhibitorischen Wirkung der 
Thanatin-scFv Fusionsproteine in vitro könnte zum einen die geringe Konzentration der 
verwendeten partiell gereinigten Fusionsproteine sein. Zum anderen könnten die Thanatin-
scFv Fusionsproteine, während der 16-stündigen Inkubation bei 37 °C mit Aspergillus-Sporen 
degradieren, so dass die antifungale Wirkung ausbleibt. Dagegen konnte bei Verwendung von 
in Tabak produzierter Thanatin-FabAP9 Fusionsproteine eine vollständige Inhibierung der 
Keimung von A. parasiticus-Sporen bei einer Konzentration von 1 µM erreicht werden, 
wohingegen eine vollständige Inhibierung des Wachstum durch synthetisch hergestelltes 
Thanatin erst bei 20-fach höherer molarer Konzentration festgestellt werden konnte 
(Chteinberg 2013). 
Unter Verwendung von partiell IMAC-gereinigten Chitinase-scFvAP3 Fusionsprotein konnte 
gezeigt werden, dass sowohl die Funktionalität des Antikörpers erhalten blieb als auch die 
inhibierende Wirkung gegen A. parasiticus in vitro bestätigt werden konnte (3.7). Im 
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Gegensatz zu A. flavus konnte für die rekombinante Chitinase-scFvAP3 Fusion nach 
Detektion mit Hilfe eines Fluorophor-konjugierten Sekundärantikörpers eine intensivere 
Färbung der pilzlichen Zellwand in IFAs bei vitalen Myzel von A. parasiticus detektiert 
werden (Abbildung 34). Die stärkere Intensität der IFAs kann durch den vermutlich höheren 
Anteil von Chitin in der pilzlichen Zellwand bei A. parasiticus erklärt werden, da Chitin nicht 
nur als Substrat für die Chitinase dient, sondern durch das Chitin-binde Motiv CKYKAQ der 
Chitinase gebunden werden kann (Nampally et al. 2012). 
Des Weiteren trat bereits nach etwa dreistündiger Inkubation im Verlauf der 
Immunofluoreszenzmikroskopischen Untersuchung eine erste Degradierung der pilzlichen 
Zellwand auf, welche sich in Form von Agglutination des Myzels äußerte. Dagegen konnte 
möglicherweise bedingt durch den unterschiedlichen Zellwandaufbau von F. graminearum im 
Vergleich zu Peschen et al. (2004) in einer derart kurzen Zeit kein vollständiger Abbau der 
pilzlichen Zellwand in vitro beobachtet werden. Diese beiden Beobachtungen zeigen, dass 
beide Funktionseigenschaften der AFP-scFv Fusion in Form der hydrolytischen Aktivität der 
Chitinase und spezifische Bindung des Antikörperfragmentes an die pilzliche Zellwand erfüllt 
sind.  
4.5 Transgene Maispflanzen mit Resistenz gegen A. flavus  
Im Hinblick auf die Generierung von Aspergillus-resistenten Pflanzen in der Antikörper-
vermittelten Pathogenresistenz war die Funktionalität der AFP-scFv nicht nur in vitro, 
sondern auch anhand eines Bioassays in vivo zu demonstrieren. Aus diesem Grund wurde 
zunächst die Modellpflanze A. thaliana als geeignetes Testsystem favorisiert, da die 
Herstellung transgener Arabidopsispflanzen weniger zeitaufwendig ist und eine spezifische 
Infektion der ölreichen Arabidopsissamen mit A. flavus bereits beschrieben wurde (Hammond 
et al. 2007). Allerdings konnte bei transgenen Arabidopsissamen (T1), welche AFP-scFv 
Fusionskonstrukte exprimierten, keine Erhöhung der Toleranz gegenüber A. flavus festgestellt 
werden (Daten nicht gezeigt). Vermutlich war die Akkumulation der rekombinanten Proteine 
zu gering um einen biologischen Effekt gegen A. flavus zu bewirken, da nur ein sehr 
schwacher Nachweis des rekombinanten Proteins im Immunoblot erfolgen konnte (Daten 
nicht gezeigt). Durch die Verwendung des Samen-spezifischen Promotors, Arcelin5-I 
(Goossens et al. 1999) bzw. β-Phaseolin Promoters kann eine Steigerung der Akkumulation 
der gesamtlöslichen AFP-scFv Fusionsproteine in den Samen erreicht werden (Peeters et al. 
2001; Van Droogenbroeck et al. 2009; Morandini et al. 2011; De Wilde et al. 2013), wodurch 
Diskussion und Ausblick
 
 
153 
 
A. thaliana weiterhin als Testsystem für die Ermittlung der Resistenz gegen A. flavus und A. 
parasiticus in Betracht kommen könnte. 
Aus diesen Gründen wurde letztendlich Mais als Testsystem zur Überprüfung der 
biologischen Wirkung der AFP-scFv Fusionskonstrukte und Kontrollkonstrukte verwendet, 
da eine spezifische Infektion der Maiskörner mit A. flavus unter Laborbedingungen 
beschrieben ist (Brown et al. 1995). Aufgrund der hohen Anzahl der Konstrukte und des 
damit verbundenen großen Arbeitsaufwandes wurde die Transformation von Mais der zuvor 
selektierten Chitinase und Thanatin-scFv Fusionen und Kontrollen, extern durch die 
Kooperationspartner pTF Iowa und IPK Gatersleben durchgeführt.  
4.5.1 Transgene Thanatin-, scFv- und Thanatin-scFv Maislinien 
Die Herstellung von transgenen Maispflanzen, welche über eine erhöhte Toleranz gegenüber 
A. flavus verfügen, ist sehr zeitaufwendig und arbeitsintensiv. Aus diesem Grund erfolgte zur 
initialen Überprüfung des biologischen Effekts, welcher durch die Expression der AFP-scFv 
Fusionskonstrukte und jeweiligen Kontrollkonstrukte erfolgen sollte, eine Selektion von 
Maiskörnern anhand der Infektionssymptome im KSA. Eine detaillierte Analyse der 
Aflatoxinwerte konnte aufgrund der geringen zu Verfügung stehenden Maiskornmenge nicht 
erfolgen. Als einzige „Aflatoxin-resistent“-klassifizierte Maislinie konnte Eyl25 (Luo et al. 
2011), welche durch natürliche Kreuzung resistenter Linien hergestellt wurde, zum Vergleich 
mit in dieser Arbeit generierten Maislinien herangezogen werden, da neben dem 
Aflatoxingehalt auch die Infektionssymptome einzelner Körner im KSA untersucht wurden. 
Eine detaillierte Untersuchung der Transkriptlevel bzw. Akkumulationslevel der 
rekombinanten Proteine, welche in Bezug zur ermittelten Toleranz gestellt werden können, 
konnte aus Zeitgründen nicht erfolgen, da primär der Fokus auf dem Nachweis des 
biologischen Effekt der generierten transgenen Maispflanzen lag. 
Im Rahmen dieser Arbeit konnte nach Transformation von Mais mit pTF101.1gw1-Thanatin-
scFvAP3 (T-AP3) und pTF101.1gw1-Thanatin-scFvAF1 (T-AF1) nicht nur ein Vergleich zu 
zeitgleich generierten Wildtyp-Linien, sondern auch erstmalig ein direkter Vergleich der 
Resistenzentwicklung von transgenen Maislinien gegen A. flavus unter Mitführung der 
geeigneten Kontrollplasmide pTF101.1gw1-Thanatin (Than) und pTF101.1gw1-scFvAP3 
(AP3) erfolgen (3.8). 
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 Zum anderen konnte in den transgenen Maislinien die Untersuchung der Resistenz-
induzierenden Wirkung der AFPs und AFP-scFv Fusionsproteine gegen A. flavus über zwei 
Generationen (T0/T1) verfolgt werden. 
In der T0- und T1-Generation konnte das jeweilige Transgen im Maisblatt und später im 
Maiskorn aller transgenen Maislinien mittels PCR detektiert werden. Zudem konnte bis auf 
Thanatin, welches im Pflanzenextrakt und Maiskornextrakt nicht nachgewiesen werden 
konnte, eine Detektion aller rekombinanten Proteine bei ihrer berechneten Größe im 
Immunoblot erfolgen (3.9, 3.11). In der T0-Generation war die Anzahl der transgenen 
Maislinien mit 26 Than, 26 AP3, 22 T-AP3 und 36 T-AF1 Pflanzen durchaus ausreichend zur 
Ermittlung der Resistenz gegenüber A. flavus. Allerdings reduzierte sich die Anzahl der 
Linien, da mindestens 5 g getrocknete Maiskörner zur Überprüfung der Resistenz gegen A. 
flavus im KSA benötigt wurden. 
Die ermittelten Resistenzlevel einzelner T-AP3 und T-AF1 Maislinien wiesen einen 
Resistenzlevel R von bis zu 60% auf, welcher dem Resistenzwert der Maislinie Eyl25 (Luo et 
al. 2011) entspricht.  
Die im Vergleich zum Wildtyp 2,8-fach höhere Resistenz gegen A. flavus, welche bei der 
Thanatin-scFv Linie T-AF1#6B auftritt und das Ausbleiben der Resistenz in Thanatin-Linien 
bzw. scFvAP3-Linien zeigen, dass in der T0-Generation durchaus die Antikörper-vermittelte 
Resistenzstrategie bestätigt werden konnte. 
Allerdings gilt zu bedenken, dass die Resistenzlevel der transgenen Maiskörner auch zum 
erheblichen Maße von der Konstitution und Qualität des individuellen Maiskorns abhängig 
sind. Die in der T0-Generation von pTF Iowa hergestellten Maiskörner wiesen per se eine 
starke Belastung mit weiteren Maispathogenen auf. Damit konnte bei ausschließlicher 
Betrachtung der vier im Gewächshaus des Fraunhofer IME generierten Thanatin-Linien keine 
repräsentative Aussage über die Resistenz gegen A. flavus in der T0-Generation getätigt 
werden. Aus diesem Grund und der Heterozygosität in der T0-Generation wurden die als 
resistent klassifizierten T0-Linien zur Herstellung der T1-Generation verwendet (3.11). Von 
den unter einheitlichen Bedingungen im Gewächshaus des IME hergestellte transgenen T1-
Maislinien konnte Saatgut von 22 Thanatin, 10 scFvAP3, 18 T-AP3 und 13 T-AF1 Linien im 
KSA getestet werden. 
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Im Vergleich der T0 und nachfolgenden T1-Generation der scFvAP3-Kontrolllinien konnte 
anhand der Korrelation der Resistenzlevel verdeutlicht werden, dass die alleinige Expression 
des scFvAP3 keine Resistenz-induzierende Eigenschaft gegen A. flavus bewirkt. Vermutlich 
wird durch die Bindung des Aspergillus-spezifischen scFv kein essentielles Schlüsselprotein 
von A. flavus gebunden oder blockiert, so dass keine inhibitorische Wirkung durch die 
Antikörperkomponente ausgehen kann.  
Im Vergleich der Thanatin-Linien und Thanatin-scFv Maislinien zeigt sich, dass mit 2 von 13 
Linien bei T-AP3 bzw. 5 von 18 Linien bei T-AF1 nur vereinzelt eine starke Erhöhung der 
Resistenz gegen A. flavus bei den transgenen Maislinien gezeigt werden konnte (3.9.1). Somit 
kann bei Expression eines Konstruktes bestehend aus Thanatin und einem Aspergillus-
spezifischem scFv keine zusätzliche Verstärkung der Resistenz im Rahmen der Antikörper-
vermittelte Resistenzstrategie gegen A. flavus in Mais festgestellt werden.  
Dagegen kann die Thanatin-Linie Than#9B in der T1-Generation als resistent gegen A. flavus 
angesehen werden, da vier von fünf Pflanzen hohe Resistenzlevel aufweisen (3.9.1, 3.11). 
Aufgrund der hohen Anzahl der als resistent klassifizierten Maislinien von Than#9B kann die 
Resistenz-induzierende Wirkung von Thanatin gegen A. flavus in vivo belegt werden. 
Allerdings ist eine weitere Untersuchung der Resistenzwerte von Than#9B im Hinblick auf 
die unterschiedliche Segregation durchzuführen.  
4.5.1.1 Verwendung und Wirkmechanismus von Thanatin 
Die Resistenz-induzierende Wirkung von Thanatin in vivo und Reduzierung von 
Befallssymptomen der Phytopathogenen F. graminearum, B. cinerea und 
Magnaporthe oryzae konnte bereits bei der stabilen Transformation von Thanatinkonstrukten 
in A. thaliana (Koch et al. 2012; Wu et al. 2013) und Reis (Imamura et al. 2010) gezeigt 
werden. Jedoch konnte im Gegensatz zu Wu et al. trotz Expression von Thanatin, keine 
Detektion des rekombinanten Thanatins mittels Immunoblot erfolgen (3.7, 3.9). Eine 
mögliche Erklärung für die ausbleibende Detektion von Thanatin im Immunoblot könnte, wie 
bei der transienten Expression von AFPs in Tabak, auch ein hydrophobitäts-bedingtes 
„Kleben“ von Thanatin an den zur Detektion verwendeten Plastikgefäßen und Utensilien 
(Kraut et al. 2009) sein. 
Dennoch konnte sowohl bei der Verwendung von Pflanzenextrakt transgener 
Arabidosislinien, welche Thanatin in unbekannter Konzentration aufwiesen (Koch et al. 
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2012), als auch bei der Verwendung von synthetisch hergestellten Thanatin, eine Reduzierung 
der Keimung des jeweiligen Pathogens in vitro festgestellt werden. Bei dem Vergleich von in 
vitro und in vivo Experimenten gilt jedoch zu beachten dass die benötigte Konzentration von 
synthetisch hergestelltem Thanatin zur Inhibierung des Pathogens im einstelligen µM-Bereich 
liegt und nicht annähernd in der benötigten in vitro-Konzentration, in der Pflanze akkumuliert 
werden kann um das Pathogen zu inhibieren. 
Eine mögliche Erklärung für dieses Phänomen ist, dass natürlich produzierte AFPs eine 
höhere Bioaktivität aufweisen als synthetisch hergestellte AFPs. So konnte beispielsweise 
gezeigt werden, dass die Aktivität eines AFPs aus Aspergillus giganteus je nach getestetem 
Pathogen eine 86 bis 600-fach niedrigere Menge im Vergleich zum synthetischen AFP 
benötigte (Hagen et al. 2007).  
Thanatin weist eine β-Haarnadel Struktur mit kationischer Schleife auf und besitzt ein breites 
antimikrobielles Spektrum, welches gegen eine Vielzahl von gram-positiver und gram-
negativer Bakterien sowie pilzlicher Pathogene wirkt (Fehlbaum et al. 1996). Der genaue 
Wirkmechanismus von Thanatin ist bei Pilzen unbekannt. Dagegen wird bei Bakterien 
vermutet, dass Lipopolysaccharide der Zielort (Wu et al. 2009) sind. Des Weiteren wird 
entgegen früherer Annahmen von Fehlbaum et al. 1996 vermutet, dass Thanatin zwar keine 
Formation von Poren bewirkt, aber dennoch die Lipiddoppelschicht von Membranen als 
Angriffsziel hat (Robert et al. 2014). Auf Grundlage dieser Erkenntnis und den 
Resistenzdaten der Thanatinlinie Than#9B kann vermutet werden, dass Thanatin bei 
suszeptiblen Pilzen seine Wirkung nicht an der Zellwand entfaltet, sondern die Zellwand 
passieren muss, um intrazellulär seine Wirkung zu entfalten. Im Vergleich mit der 
Thanatinlinie Than#9B könnte so das Ausbleiben einer verstärkten Resistenz durch die Than-
scFv Fusionsproteine erklärt werden.  
Vielmehr kann der an Thanatin-fusionierte scFv-Antikörper auch einen negativen Effekt 
haben, da er wohlmöglich Thanatin als antifungale Komponente an der Zellwand zurückhält 
und eventuell faltungsbedingt nicht entgegen der Zellwand präsentiert, so dass Thanatin seine 
antifungale Wirkung nicht voll entfalten kann. Durch die Wahl eines Fab-Antikörpers konnte 
die inhibierende Wirkung der Than-FabAP9 Fusion gegen A. parasiticus bestätigt werden 
(Chteinberg 2013). Im Vergleich zur Thanatin-scFv Fusion wirkt der Fab-Antikörper 
vermutlich stabilisierend und führt zu einer gerichteten Wirkung von Thanatin entgegen der 
pilzlichen Zellwand. 
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Eine weitere Erklärung, für die im Rahmen dieser Arbeit gezeigten Resistenzentwicklung von 
Maispflanzen durch die Expression von Thanatin, könnte eine Induktion der pflanzlichen 
Immunabwehr durch Thanatin sein, welches unter dem Phänomen induced systemic 
resistance (ISR) bekannt ist (Morris et al. 1998, Kuć 2001, Choudhary et al. 2007). Um dies 
abschließend zu klären müsste jedoch eine vergleichende Analyse von Maiskörnern 
transgenen Thanatinlinien und Wildtyplinien auf Transkript- und Metabolitebene erfolgen, 
um entsprechende Belege für hypersensitive response (HR) oder ROS oder wie am Beispiel 
des AMP MSRA3 bei Kartoffelpflanzen zu finden (Goyal et al. 2013).  
4.5.2 Transgene Chitinase- und Chitinase-scFv Maislinien 
Durch die Transformation von Mais mit p6int-Chitinase-scFvAP3 (C-AP3), p6int-Chitinase-
scFvAF1 (C-AF1) und p6int-Chitinase-scFvAF1 (Chi) konnte ebenfalls eine Bewertung der 
Resistenzentwicklung von transgenen Maislinien und der Antikörper-vermittelten Resistenz 
gegen A. flavus erfolgen (3.8). 
Im Gegensatz zu den transgenen Thanatin- und Thanatin-scFv Linien war in der 
T1-Generation die Anzahl resistenter Maislinien, welche mit Chitinase und Chitinase-scFv 
Fusionskonstrukten transformiert wurden, sowie die Höhe der Resistenzwerte von bis zu 70% 
besonders hoch (Tabelle 37). Sowohl 51% Chi-Linien, als auch 57% C-AP3 und 77% C-AF1 
Linien wiesen eine hohe Resistenz gegen A. flavus im KSA auf. 
Des Weiteren konnte das jeweilige Transgen und rekombinante Protein analog zu den 
Thanatin-scFv Fusions- und Kontrollexpressionskonstrukten im Maisblatt und später im 
Maiskorn bei allen transgenen Maislinien in der T0- und T1-Generation nachgewiesen werden 
(3.9, 3.11).  
Allerdings konnten die hohen Resistenzlevel der T0-Generation dagegen in der nachfolgenden 
Generation nicht bestätigt werden. In der T1-Generation wiesen nur 44% der Chi, und jeweils 
39% der C-AP3 und C-AF1 Linien eine hohe Resistenz gegen A. flavus auf.  
Ein Vergleich der Chitinase und Chitinase-scFv Maislinien in der T1-Generation zeigt, dass 
auch hier kein zusätzlicher Beitrag zur Steigerung der Resistenz gegen A. flavus durch die 
Antikörperkomponente erfolgen konnte. Jedoch ist festzustellen, dass die konstitutive 
Pathogenabwehr von Mais durch die Expression von Chitinase-scFv Fusionen als auch der 
alleinigen Expression der Chitinase in transgenen Maiskörnern weiter unterstützt wird und so 
eine deutliche Erhöhung der Resistenz gegenüber A. flavus auftritt (Tabelle 39). 
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Tabelle 39: Vergleich des Resistenzlevel von Maiskörnern transgener T1-Linien mit Wildtyp gegen 
A. flavus 
Dargestellt ist die Anzahl transgener T1-Maislinien, welche im KSA auf deren Resistenz gegen A. flavus getestet 
und bonitiert wurden. Vergleichend dazu ist der prozentuale Anteil der transgenen Linien dargestellt, welche 
einen höheren Resistenzwert besitzen als den durchschnittlichen Wildtypresistenzwert von 24%. 
 
Konstrukt Gesamtanzahl der Maislinien Anzahl der Linien > WT-Resistenz (%) 
Thanatin 22 77 
AP3 16 25 
T-AP3 18 89 
T-AF1 13 69 
Chi 29 76 
C-AP3 23 78 
C-AF1 39 87 
 
Die Chitinaselinie Chi#4B und Thanatinlinie Than#9B weisen im Vergleich mit der 
resistenten Maislinie Eyl25, welche einen umgerechneten durchschnittlichen Resistenzwert 
von 60% und Aflatoxinlevel von 315,1 ppb besitzt (Luo et al. 2011), vergleichbare 
Resistenzwerte gegen A. flavus auf. Da in der Regel die Kontamination durch A. flavus mit 
der Aflatoxinkontamination korreliert ist davon auszugehen, dass der Aflatoxingehalt bei den 
transgenen Maislinien, welche Thanatin bzw. die Chitinase exprimieren, ebenfalls deutlich 
geringer ist als bei den verwendeten suszeptiblen Kontrolllinien.  
Zur weiteren Untersuchung der hier gezeigten Protein-vermittelten Resistenz ist es notwendig, 
eine Herstellung und Verifizierung der Aspergillusresistenz in der T2-Generation 
vorzunehmen. Neben einer Analyse der tatsächlichen Aflatoxinakkumulation sollte eine 
Korrelation von Resistenzlevel und Transkript- bzw. Proteinlevel, beispielsweise anhand der 
transgenen Maislinien Than#9B oder Chi#4B erfolgen, um die diskutierten Vermutungen zu 
bestätigen und eine weitreichendere Erklärung zur Resistenzentwicklung transgener 
Maislinien gegen A. flavus zu liefern. 
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4.5.2.1 Vorkommen und Funktion natürlicher Chitinasen sowie Wirkmechanismus der 
Wch1-Chitinase 
In der Vergangenheit wurden eine Reihe von Chitinasen aus verschiedenen Organismen stabil 
in Pflanzen transformiert und die Toleranz gegenüber pilzlichen Pathogenen im Vergleich zu 
den jeweiligen Wildtyppflanzen getestet (Ceasar und Ignacimuthu 2012). Eine 
Literaturübersicht durch Ceasar et al. gibt die Vielzahl der stabil transformierten Modell- 
(Tabak), Zier- (Chrysanthemen) und Nutzpflanzen (Reis, Weizen, Erdnuss, Tomate etc.) 
wieder. Erstaunlicherweise wurde unter den Getreiden bisher nur eine Chitinase in Mais stabil 
transformiert und überexprimiert (Mei et al. 2004). Allerdings erfolgte bei Expression der 
Chitinase (ch18) aus Phaseolus vulgaris unter Kontrolle des Globulin1-Promotors (glb1) 
keine abschließende Untersuchung einer Erhöhung der Toleranz gegen Pathogene, die 
Maiskörner befallen (Mei et al. 2004).  
Bei der Bewertung der Toleranzentwicklung durch die Überexpression von Chitinasen konnte 
bei keiner der transgenen Pflanzen eine vollständige Resistenz gegen das jeweilige Pathogen 
erfolgen (Ceasar und Ignacimuthu 2012). Allerdings konnte beispielsweise bei der 
Überexpression einer aus Gerste isolierten Chitinase gezeigt werden, dass in transgenem 
Weizen eine verminderte Infektion durch F. graminearum und damit verbunden auch eine 
Reduzierung der Fusarium-Toxine (Deoxynivalenol) erfolgte (Shin et al. 2008). Des weiteren 
konnte bei einer Expression von zwei Chitinasen aus Reis in Banane bei Feldversuchen eine 
Reduzierung von 73-94% der Infektionssymptome durch Mycosphaerella fijiensis (Black 
Sigatoka) beobachtet werden (Kovacs et al. 2013). 
Eine Vielzahl von Organismen besitzen Chitinasen (EC3.2.1.14), welche unterschiedliche 
Funktionen aufweisen. Während bei A. flavus zelleigene Chitinasen (B8N153_ASPFN; 
Familie 18) erheblich zur Morphologie und Entwicklung der pilzlichen Zellwand beitragen, 
ist die Rolle von pflanzlichen Chitinasen oft vielfältig (Collinge et al. 1993; Neeraja et al. 
2010). Für die in dieser Arbeit verwendeten Maissorte B73 ist die Chitinase ChitA 
(GRMZM2G051943, Schnable et al. 2009) beschrieben, welche zur Klasse IV gehört und in 
entwickelnden Maiskörnern vorhanden ist. Maislinien besitzen je nach Sorte unterschiedliche 
Chitinasen, welche u.a. zu einer direkten Inhibierung pilzlicher Pathogene beitragen (Huynh 
et al. 1992). Des Weiteren kann an der pilzlichen Zellwand durch Abspaltung von 
Chitinoligomere, welche als Elicitor wirken, eine Erkennung durch pathogen recognition 
receptors (PRR) erfolgen, die zur Induktion der pflanzlichen Immunabwehr führen (Kaku et 
al. 2006, Iriti und Faoro 2009).  
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Die in dieser Arbeit gezeigten Resistenzlevel der Wildtypkontrolllinie B73 für die 
verwendeten T0- und T1- Generationen, welche „natürliche“ Resistenzen von 13-35% 
aufweisen decken sich mit den in der Literatur beschriebenen Werten. Auch hier wurden die 
B73-Linien als suszeptibel (Campbell 1995) bis mit mittlerer Resistenz (Brown et al. 1995) 
charakterisiert.  
Im Rahmen dieser Arbeit wurde für die Generierung von transgenen Maispflanzen die 
Wch1-Chitinase verwendet, welche zuvor aus Weizen (Triticum aestivum) isoliert und als 
Klasse Ib Chitinase beschrieben wurde (Liao et al. 1994). Eine genauere Charakterisierung 
und Produktion der Wch1 erfolgte anschließend in E. coli und Tabak (Agdour 2007). Dabei 
konnte eine Eingliederung der Wch1 in die Familie 19 der Glykosylhydrolasen erfolgen, 
welche durch die Eigenschaft der Hydrolyse von β zu α- Diastereomeren (GlcNAc)6-
Einheiten charakterisiert werden. Im Vergleich zu den Sequenzen der bekannten Mais-
eigenen Chitinasen ChitA (AAA33444.1) und ChitB (AAA33445.1) (Huynh et al. 1992), 
welche ebenfalls zur Klasse I Chitinase gehören, bestehen erhebliche Unterschiede in der 
Chitin-bindenden und katalytischen C-terminalen Domäne, die nur jeweils 40% 
Sequenzhomologie zu der Wch1 (CAA53626.1) aufweisen. Des Weiteren finden sich auch 
keine signifikanten Sequenzübereinstimmungen der Wch1 mit den bekannten Regionen der 
Chitinase Tex6 (Huang et al. 1997; Hamblin und White 2000; Moore et al. 2004), welche 
jedoch ein ähnliches Temperatur- und pH-Optimum aufweist.  
Im Hinblick auf eine Einordnung der durch die Wch1-vermittelte Resistenz gegen A. flavus 
muss beachtet werden, dass resistente Maislinien wie Tex6 nicht nur eine Protein-vermittelte 
Resistenz durch Expression der Chitinase, sondern auch noch weitere Merkmale aufweisen, 
welche zu einer Resistenz gegen A. flavus und verringerter Aflatoxinakkumulation beitragen. 
Die Maislinie Tex6 ist wie viele andere resistente Linien auch, durch eine verstärkte 
Trockentoleranz gekennzeichnet, welche gerade bei für A. flavus förderlichen hohen 
Temperaturen durch die Hochregulierung von MAPK-Genen eine Induktion der pflanzlichen 
Immunantwort bewirkt (Luo et al. 2008; Luo et al. 2010; Jiang et al. 2011; Luo et al. 2011). 
In einer Studie konnte im direkten Vergleich zu der Linie B73 (737 ppb) eine 2,5-fach 
niedrigere Akkumulation von Aflatoxin bei Tex6 (291 ppb) nachgewiesen werden (Jiang et 
al. 2011). Jedoch erfolgte dabei keine analoge Auswertung des KSA, welche einen direkten 
Vergleich mit den in dieser Arbeit gezeigten Resistenzwerten zulässt. Dennoch ist davon 
auszugehen, dass das Wachstum von A. flavus mit der Produktion von Aflatoxin einhergeht 
und folglich bei geringer Infektion der Körner auch ein geringer Aflatoxingehalt festzustellen 
Diskussion und Ausblick
 
 
161 
 
ist. Desto erstaunlicher ist es, dass durch die alleinige Expression der Wch1-Chitinase bei 
einer suszeptiblen Sorte wie B73 zu einer starken Reduzierung der Infektion durch A. flavus 
kommt. 
4.5.3 Bewertung und Potential der Antikörper-basierenden Resistenzstrategie 
zur Bekämpfung von Aspergillus in Mais 
Seit der Identifizierung von Aflatoxin als ursächliche Quelle der „Turkey-X-Disease“ vor 50 
Jahren begann eine überaus intensive Forschung zur Bekämpfung von A. flavus und 
Aflatoxin. Trotz der polygenetischen Problematik haben führende Forschergruppen im Laufe 
der Jahre durch verschiedene Kultivierungspraktiken und molekularbiologische Methoden, 
welche Resistenzmarker identifizierten und die konventionelle Züchtung unterstützen, 
Strategien zur Vermeidung von Aspergillus und Aflatoxinen entwickelt. 
Die generelle Akzeptanz gegenüber gentechnisch-veränderten Pflanzen (GVO) ist in Europa 
unterschiedlich, aber als sehr gering einzustufen (FCEC 2010). Vielmehr ist das 
Gefährdungspotential durch Aflatoxin in den Industrieländern eher als gering einzuschätzen, 
da selbst bei z.T. kontaminierten Chargen durch die starke Durchmischung mit nicht oder 
schwach belasteten Mais, nur selten eine Überschreitung der Grenzwerte erfolgt. Hingegen ist 
die Aflatoxinproblematik in Entwicklungsländern und Schwellenländern wesentlich höher, da 
die Möglichkeiten zur Überwachung und Herstellung sicherer Lebensmittel schlichtweg nicht 
vorhanden sind. Trotz enormer Herausforderungen in der Generierung von Pathogen-
resistenten Pflanzen wird nach heutiger Einschätzung die Verwendung von GVO-Pflanzen in 
diesen Ländern und Regionen empfohlen (Cary et al. 2011). 
Im Rahmen dieser Arbeit konnten transgene Maispflanzen mit einer verstärkten Resistenz 
gegenüber dem aflatoxigenen Pilz A. flavus generiert werden. Jedoch konnte in dieser Arbeit 
gezeigt werden, dass im Gegensatz zu vorangegangenen Arbeiten, keine vollständige 
Resistenz durch die Aspergillus-spezifische Antikörperfragmente in Fusion mit Thanatin oder 
der Wch1-Chitinase erfolgen konnte (Peschen et al. 2004; Schleker 2009). Demnach kommt 
die hier gezeigte Resistenzentwicklung gegen Aspergillus in Mais nicht durch eine gezielten 
Transport durch den Antikörper und Konzentrierung der AFPs durch die Bildung des 
Antikörper-Antigen-Komplexes an der pilzlichen Zellwand zustande. 
Allerdings gilt es auch zu bedenken, dass der durch Peschen et al. (2004) und Schleker (2009) 
gezeigte Resistenzeffekt durch die Expression von AFP-scFv Fusionskonstrukten in seinem 
Wirkmechanismus in vivo noch nicht vollständig geklärt ist.  
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4.5.3.1 Optimierungspotential in der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie 
Die Übertragung der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie auf pilzliche Pathogene ist für 
jedes Pathogen eine besondere Herausforderung und von Fall zu Fall unterschiedlich, da nicht 
nur Pathogen-spezifischen Antikörpern generiert werden müssen, sondern auch insbesondere 
das Zusammenspiel des Antikörpers mit der antifungalen Komponente stimmen muss, um 
eine höchstmögliche Resistenz in vivo zu erreichen. 
Allerdings sind noch einige zentrale Fragen in der Wahl des Antikörperformats-, sowie im 
Konstruktaufbau von AFP-Antikörperfusionsproteinen ungeklärt. Wichtige Parameter wie die 
Wahl des Antikörperformats (Fab, scFv, VHH, Daibody), der Positionsanordnung von AFP, 
Detektionstag, Linker, VL und VH, sowie der Größe des Fusionsproteins beeinflussen die 
Eigenschaften des Fusionsproteins. Eine derartige Optimierung könnte durch einen Aufbau 
mit design of experiments (DOE) erfolgen. Eine transiente Expression von optimierten 
Fusionskonstrukten könnte dazu genutzt werden um den Einfluss auf die Bindungs- und 
Expressionseigenschaften sowie Stabilisierung des Fusionsproteins und eine Erhöhung der 
Akkumulationslevel zu untersuchen. 
In der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie besteht zudem noch Aufklärungsbedarf, ob 
im Zusammenspiel mit dem AFP ein niedrigaffiner oder ein hochaffiner Antikörper zur 
Bindung an die pilzliche Zellwand besser geeignet ist. Dabei ist zu bedenken, dass die 
Flexibilität des Antikörpers, aber auch die Faltung durch das jeweilige fusionierte AFP je 
nach der Wirkungsweise des AFPs beeinflusst wird. Eine exakte Bestimmung der 
Dissoziationskonstanten der monoklonalen und rekombinanten scFvs konnte im Rahmen 
dieser Arbeit nicht erfolgen. Einzig ein Vergleich von scFvAP3 und scFvAF1 bei gleicher 
Antikörpermenge war möglich, welcher jedoch bei Verwendung gleicher Antikörpermengen 
auf keinen nennenswerten Unterschied bezüglich einer höhereren Reaktivität eines der 
rekombinanten Antikörperfragmente schließen lässt. 
Der Fusarium-spezifische scFvCWP2, welcher in der Antikörper-vermittelten Resistenz bei 
Arabidopsis (Peschen et al. 2004) und Weizen (Li et al. 2008) eingesetzt wurde konnte durch 
error-prone-PCR und DNA-shuffling optimiert werden, so dass eine 15-fach höhere Affinität 
erreicht werden konnte (Hu et al. 2012). Demnach könnten die bestehenden rekombinanten 
Aspergillus-spezifischen Antikörper scFvAP3 und scFvAF1 zur Bestimmung der Affinität 
verwendet und dann durch entsprechende Verfahren in den Bindungseigenschaften verbessert 
werden. 
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Anstelle des in dieser Arbeit verwendeten Ubiquitin-Promoters, wäre die Wahl eines Samen-
spezifischen Promoters oder Griffel-spezifischen Promotors durchaus empfehlenswert, da die 
A. flavus nicht die gesamte Pflanze befällt. Bei Verwendung des Samen-spezifischen Glutelin-
Promoters konnten Akkumulationslevel von 3 µg/g für Cecropin A im Endosperm von Reis 
erreicht werden, wodurch eine partielle Resistenz gegen F. verticillioides erreicht werden 
konnte (Mireia et al. 2014). Durch die Verwendung eines Griffel-spezifischen Promotors 
(Johnson et al. 2007) oder eines Endosperm-spezifischen Promoters wie zmZ27 (Russell und 
Fromm 1997) könnte eine gezieltere und effektivere Bekämpfung von A. flavus in den ersten 
Besiedlungsphasen auf der Pflanze erfolgen.  
4.5.3.2 Potential der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie gegen Aspergillus in 
Mais in China 
Die Volksrepublik China ist neben den USA mit 205 Mrd. Tonnen der zweitgrößte 
Maisproduzent der Welt (FAO 2012). Offizielle Zahlen oder Schätzungen seitens der 
chinesichen Behörden bezüglich der Kontamination von Mais und weiteren 
landwirtschaftlichen Produkten mit Mykotoxinen sind oftmals nicht verfügbar oder werden 
nicht publik gemacht. Jedenfalls zeigen aktuelle Studien und Schätzungen, dass die 
Kontamination von Getreiden in China deutlich höher ist als beispielsweise in Europa (Feng 
et al. 2011; Rodrigues und Naehrer 2012). Dementsprechend ist im Vergleich zu den USA der 
Marktpreis pro Tonne Mais aus China bei einer Anbaufläche von 35 Mio. Hektar um bis zu 
65% niedriger (FAO 2012). 
Die öffentliche Grundhaltung gegenüber GVO-Pflanzen ist in China weitgehend positiv (Li et 
al. 2002) und wird seitens der Regierung durch den China Biotechnology Information Center 
(CBIC) weiter forciert (Huang et al. 2002; James 2013). Dem Verlangen der 
schnellwachsenden Bevölkerung nach mehr Fleisch wurde durch die Zulassung von Phytase-
Mais (Chen et al. 2008) im Jahr 2009 nachgekommen, welcher zu einer verbesserten 
Nahrungsverwertung durch Mastvieh führt. Zurzeit werden sieben GVO-Pflanzen 
(Baumwolle, Reis, Mais, Petunien, Papaya, Tomate, Pfeffer) auf 3,9 Millionen Hektar 
angebaut, wobei der Anbau von transgenem Mais und Reis noch nicht kommerzialisiert 
wurde (James 2013; Li et al. 2014). 
Die vorliegende Arbeit war Teil einer internationalen akademischen Kooperation mit China 
(Joint Chinese-German Junior Research Group on Biotechnology) und wurde mit Mitteln des 
deutschen akademischen Austauschdienstes (DAAD) unterstützt. Im Rahmen dieser 
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Dissertation wurde von einer Gruppe von Studenten der Universität Wageningen 
(Niederlande) eine Bewertung der Antikörper-vermittelten Resistenz gegen Aspergillus in 
Mais und eine strategischen Analyse zur Markteinführung in China durchgeführt 
(Oudenhoven et al. 2010). Unter dem Hintergrund, dass die Antikörper-vermittelte 
Resistenzstrategie zu einer Verwendung von GVO-Pflanzen führt, wurden dazu alle Aspekte 
im Bereich der Risiken für Gesundheit und Umwelt abgewogen, sowie Chancen und Gefahren 
in einer SWOT/TOWS-Analyse ermittelt (Tabelle 40).  
Tabelle 40: SWOT-Analyse der Antikörper-vermittelten Pathogenresistenz gegen Aspergillus (verändert 
nach Oudenhoven et al. 2010) 
Dargestellt ist eine SWOT-Matrix, die die Geschäftsaspekte der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie für 
das IME nach deren Stärken (Strength), Schwächen (Weakness), Chancen (Opportunities) und Risiken (Threats) 
bewertet. Dazu wurden die jeweiligen Elemente von sehr wichtig (1) bis weniger wichtig (6) sortiert. 
 
Strength (S) Weakness (W) 
1. Alleinstellungsmerkmal der Antikörper-
vermittelten Pathogenresistenz 
1. Unfertiges Produkt 
2. Reputation des IME 2. Fehlen der Geschäftsergebnis 
3. Finanzierung 3. Abhängigkeit zu Chinesischen Partnern 
4. Chinesische Partnerschaft 
4. Unberechenbarkeit der chinesischen 
Gesetzgebung und Regularien 
5. Human resources des IME 5. Abhängigkeit der Finanzierung 
6. Innovative Technologie 6. Frist zur Fertigstellung der Technologie 
Oppurtunities (O) Threats (T) 
1. Steigende Weltweite Nachfrage nach 
Agrargütern 
1. Unfähigkeit chinesische Partnerfirmen zu 
finden 
2. Steigendes Bewusstsein der Gefahr durch 
Aflatoxin 
2. Unvorhersehbare Rahmenbedingungen in 
China 
3. Fehlen einer effektiven Aspergillus Resistenz 3. Gesellschaftliche Akzeptanz in China 
4. Offene Gesetzgebung und positive 
Einstellung Förderung der Biotechnologie 
und GVO Einführung 
4. Zukünftige Finanzierung 
5. Vorhandensein von erfahrenen 
Biotechnologie-Kooperationen 
5. Konkurrenz mit alternativen antifungalen 
Methoden 
6. Technologischer Fortschritt 6. IP Copyrights 
 
Nach einer Auswertung der SWOT-Analyse konnte durch kombinatorische Betrachtung der 
internen Stärken und internen Schwächen gegen externe Chancen und Bedrohungen (TOWS-
Analyse), eine Empfehlung zur Entwicklung einer Strategie für das IME herausgegeben 
werden. Ein Ergebnis der TOWS-Analyse war, dass das IME seine Anstrengungen bezüglich 
innovativer Technologie (molekularbiologische Ansätze und Verfahren) maximieren muss, 
um den Vorteil der fehlenden Resistenz gegen Aspergillus und Aflatoxinen und der positiven 
Grundhaltung und Gesetzeslage in China in Kooperation mit chinesischen Geschäftspartnern 
zu nutzen. Um weitere Bedrohungen zu minimieren sollten die Beziehungen zu den 
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chinesischen Partnern (HAU, CAU) und ggf. zu weiteren chinesischen Biotechfirmen 
ausgebaut werden, um eine Folgefinanzierung und weitere Unterstützung der 
Genehmigungsphasen zu erhalten. 
4.5.3.3 Ausblick zur Generierung von Aspergillus- und Aflatoxin-resistenter Pflanzen 
Im Vergleich zu anderen gentechnologischen Methoden zur Generierung von transgenen 
Pflanzen ist ein weiterer Nachteil der Antikörper-vermittelten Resistenzstrategie, dass 
letztendlich eine Resistenz durch die Produktion eines rekombinanten Proteins erreicht wird. 
Wohlmöglich stellt die Expression der AFP-scFv Fusionskonstrukte zwar eine gezielte 
Bekämpfung des Pathogens bei niedriger Expression dar. Durch das oftmals breite 
Wirkspektrum des antifungale Peptid ist die Wahrscheinlichkeit, dass Nichtzielorganismen 
betroffen sind trotzdem höher.  
Aus regulatorischer Sicht muss zum anderen eine hinreichende Untersuchung zur 
Unbedenklichkeit bzw. Immunogenität und Allergenität der zusammengesetzten AFP-scFv 
Konstrukten, welche Sequenzen aus tierischen (scFv), pflanzlichen (Chitinase) und viralen 
Ursprung (54-Epitoptag) enthalten, erfolgen um die Auflagen zur Genehmigung zum Anbau 
von transgenen Mais zu erfüllen (EFSA 2013). 
Ein zielgerichtetes gentechnisches Verfahren zur Herstellung von Aspergillus und Aflatoxin-
resistente Pflanzen, ohne die Produktion eines inhibitorischen, rekombinanten Proteins, ist die 
Verwendung von RNAi. Gerade unter regulatorischen Gesichtspunkten ist die Einführung 
eines RNAi-Produktes in Ländern außerhalb Europa einfacher, da RNA unter den GRAS-
Status (generally recognized as safe) fällt und somit weniger hohe regulatorischen Hürden 
überwinden müssen wie bei der Zulassung von GVO-Pflanzen, welche ein transgenes Protein 
exprimieren (Parrott et al. 2010).  
Nach einer Abkehr der RNAi-Technik im Jahr 2011 durch Pfizer und Roche im Bereich der 
therapeutischen Anwendung, setzten verstärkt weltweit führende Biotechkonzerne wie 
Monsanto, Syngenta und Dow AgroSciences auf die RNAi-Technik zur Entwicklung von 
transgenen Nutzpflanzen. RNAi wurde in Pflanzen zur Veredelung (z.B erhöhter Nährwert) 
und zur Reduktion von ungewollten Eigenschaften (z.B. Allerginität von Erdnüssen) 
eingesetzt (James 2013). Durch die zunehmende Resistenzentwicklung von Insekten gegen 
Bt-Mais ist erstmals äquivalentes RNAi-Saatgut gegen den southwestern corn borer 
(Diatraea grandiosella) verfügbar (Bolognesi et al. 2012). Dies verdeutlicht das Potential der 
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Technik und zeigt, dass RNAi als Technologie der Zukunft angesehen wird. Vielmehr zeigt 
dies auch, dass diese Technik zur Bekämpfung von Pathogenen in Pflanzen anwendbar ist und 
zu einem Produkt mit Marktreife werden kann. Jedoch werden auch bei RNAi gegen Insekten 
erste Bedenken hinsichtlich der Effekte auf Nichtzielorganismen diskutiert (Lundgren und 
Duan 2013, Heinemann et al. 2013). Die Verwendung des CSPR/CAS9-System (Belhaj et al. 
2013, Jiang et al. 2013) in Pflanzen ist ein weiterer vielversprechender Ansatz, welcher erst 
kürzlich zur Herstellung von Herstellung von Weizen 100%ige Resistenz gegen das biotrophe 
Pathogen Blumeria graminis f. sp. tritici führte (Wang et al. 2014). 
Um das Potential von RNAi, TALEN und CRISPR/Cas9 ausschöpfen zu können ist die 
größte Herausforderung die Identifizierung geeigneter Angriffsziele zur Bekämpfung des 
jeweiligen Pathogens. Im Rahmen dieser Arbeit konnte erstmalig CSP als ein mögliches 
Target zur Inhibierung der aflatoxigenen Pilze A. flavus und A. parasiticus identifiziert 
werden. Die Transformation eines RNAi-Vektors in Mais, welcher CSP-spezifische dsRNA 
exprimiert, könnte eine echte Alternative gegenüber der konventionellen Züchtung darstellen 
(Koch und Kogel 2014), wodurch eine Vermeidung von Aspergillus und Aflatoxin in Mais 
erreicht werden könnte und somit ein Beitrag zur Lebensmittelsicherheit geleistet werden 
kann. 
 
Zusammenfassung
 
167 
 
5 Zusammenfassung 
Das Ziel dieser Arbeit war die Herstellung von Aspergillus-spezifischen monoklonalen 
Antikörper (mAks) und korrespondierenden scFv-Antikörperfragmente, welche fusioniert mit 
antifungalen Peptiden (AFP) als AFP-scFv Fusionskonstrukte in Maispflanzen exprimiert 
werden sollten, um zu einer Erhöhung der Resistenz gegen aflatoxigene Pilze in Zea mays zu 
führen. Zur Herstellung von Aspergillus-spezifischen mAks in Hybridomazelllinien wurden 
Mäuse mit Zellwandfragmenten von A. flavus und A. parasiticus immunisiert und mittels 
ELISA, Immunoblot und mittels Immunofluoreszenzmikroskopie charakterisiert. Dabei 
wiesen die Antikörper mAkAP3, mAkAF1 und mAkAP10 die höchsten Reaktivitäten gegen 
A. flavus und A. parasiticus auf, wobei eine Reaktivität ausschließlich spezifisch gegen 
Aspergillus spp. und nicht gegen weitere pilzliche Pathogene bestimmt werden konnte. Nach 
der Identifizierung der Antikörper-kodierenden cDNA-Sequenzen der drei mAks konnte die 
Funktionalität der in N. tabacum produzierten korrespondierenden scFv-Antikörperfragmente 
bestätigt werden.  
Das Antigen des mAkAP10, das Cystein-reiche sekretierte Protein (CSP; XP_002374495.1) 
konnte erstmalig von einem zuvor generierten Aspergillus-spezifischen Antikörpers mittels 
Immunoaffinitätschromatographie isoliert und die Funktion von CSP-spezifischer siRNA auf 
A. flavus und A. parasiticus untersucht werden. Durch vollständige Inhibierung der pilzlichen 
Keimung für beide Pathogene bei 0,5-1 nM CSP-spezifischer siRNA konnte dabei ein 
geeignetes Target zur Herstellung von Aflatoxin-resistenten Pflanzen identifiziert werden. 
Bei der Selektion von Aspergillus-inhibierenden Komponenten konnte erstmals eine starke 
Reduzierung der Keimung von A. flavus (MIC 4 µM) und A. parasiticus (MIC 12,5 µM) 
durch Thanatin ermittelt werden. Da die Bindung von rekombinanten Thanatin-scFv und 
Chitinase-scFv Fusionsproteinen an Aspergillus bestätigt werden konnte, wurden die 
Thanatin- bzw. Chitinase-scFv Fusionskonstrukte, sowie entsprechende Kontrollkonstrukte 
zur stabilen Transformation von Mais verwendet. Nach der Transformation von Mais konnte 
für alle verwendeten Konstrukte die Detektion der integrierten DNA-Konstrukte in transgenen 
Maispflanzen mittels PCR erfolgen. Zur Verifizierung der Resistenz von transgenen Mais 
gegen A. flavus wurde das Saatgut im Kernel Screening Assay getestet. Durch die alleinige 
Expression des Aspergillus-spezifischen scFvAP3 konnte keine erhöhte Resistenz gegen A. 
flavus nachgewiesen werden. Hingegen konnte im Vergleich zu Wildtypsaatgut, eine bis zu 
dreifach höhere Toleranz gegen A. flavus, sowohl bei alleiniger Expression von Thanatin und 
der Chitinase als auch in Fusion mit einem scFv erreicht werden. 
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6 Anhang  
6.1 Abkürzungsverzeichnis 
Abkürzung Bedeutung 
κ kappa 
λ lambda 
μ mikro 
# Linie 
% Prozent 
(v/v) volume/volume (Volumen pro Volumen) 
(w/v) weight/volume (Gewicht pro Volumen) 
°C Grad Celsius 
µg Mikrogramm 
µl Mikroliter 
µm Mikrometer 
35SS 35S-Promoter mit doppelter Enhancerregion des CaMV 
A Adenin (in Verbindung mit DNA) 
A Ampère 
A. flavus Aspergillus flavus 
A. parasiticus Aspergillus parasiticus 
A. thaliana Arabidopsis thaliana 
A. tumefaciens Agrobacterium tumefaciens 
Aba Absicinsäure 
ABPA allergische bronchopulmonale Aspergillose 
ABTS 2,2 -`Azino-Di-(3-Ethylbenzthiazolin Sulfonat) Diammoniumsalz 
Acetosyringon 3,5-Dimethoxy-4-hydroxyacetophenon 
ad auffüllen auf 
AF Aspergillus flavus 
Af Aflatoxin 
AFP antifungales Peptid 
Ag Antigen 
Ak Antikörper 
Amp/Amp
R
 Ampicillin oder Ampicillinresistenz 
AMP antimikrobielles Peptid 
AP Aspergillus parasiticus 
AP alkalische Phosphatase 
APS Ammoniumpersulfat 
AS Aminosäure 
att Gateway® Homologiesequenzen L1/L2 bzw. R1/R2 
bar Druckeinheit (10
5 
Pa) 
BCIP 5-Brom-4-chlor-3-indolylphosphat-Dinatriumsalz 
BLAST Basic Local Alignment Search Tool 
Bp Basenpaare 
Bt Bacillus thuringiensis 
bzw. beziehungsweise 
C Cytosin (in Verbindung mit DNA) 
c Konzentration 
ca. Zirka 
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Ca2Cl Calciumchlorid 
CaMV cauliflower mosaic virus (Blumenkohlmosaikvirus) 
Cap Chloramphenicol oder Chloramphenicol-Resistenz 
Carb Carbenicillin oder Carbenicillin-Resistenz 
cDNA complementary DNA (komplementäre DNA) 
CDR complementarity determining region (hypervariable Region) 
cfu colony forming unit 
Chi Chitinase 
CHS Chalconsynthase 
CIP calf intestinal alkaline phosphatase (alkalische Phosphatase) 
cm Zentimeter 
CO2 Kohlenstoffdioxid 
ConA Concanavalin A 
CSP Cystein-reiches sekretiertes Protein von A. flavus 
CTAB Cetyltrimethylammoniumbromid 
C-terminal Carboxy-terminal 
cv column volume (Säulenvolumen) 
cv. Kultivar 
CW Calcofluor White 
Da Dalton 
DAPI 4′,6-Diamidin-2-phenylindol 
DC Dünnschichtchromatographie 
DMSO Dimethylsulfoxid 
DNA desoxyribonucleic acid (Desoxyribonukleinsäure) 
DNase Desoxyribonuklease 
dNTPs 2-Desoxyribonukleotidtriphosphate (dATP, dCTP, dGTP, dTTP) 
DOE design of experiments 
ds double stranded (doppelsträngig) 
DTT Dithiothreitol 
E Elutionsfraktion 
E. coli Escherichia coli 
E405nm Extinktion bei 405 nm Wellenlänge 
EDTA Ethylendiamin-tetraessigsäure 
ELISA Enzyme Linked Immunosorbent Assay 
ER Endoplasmatisches Retikulum 
et al. und andere 
F(ab’)2 bivalentes Antigen-bindendes Fragment eines Aks 
Fab 
fragment antigen binding (monovalentes Antigen-bindendes Fragment 
eines Aks) 
Fc crystallizable fragment (konstante Antikörperregion eines Aks) 
FDA food and drug administration 
FITC Fluoresceinisothiocyanat 
for forward 
FR framework region (Gerüstregion der variablen Domänen) 
g Erdbeschleunigung (9,8 ms
-2
) 
G Guanin (in Verbindung mit DNA) 
GAM goat anti-mouse (Ziege anti-Maus) 
GAR goat anti-rabbit (Ziege anti-Kaninchen) 
Glu Glukanase 
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GOI gene of interest 
GST Glutathion-S-Transferase 
GVO gentechnisch veränderter Organismus 
h Stunde 
H+L heavy and light chain (schwere und leichte Kette eines Aks) 
H2Odd bidestilliertes Wasser 
HCl Salzsäure 
HEPES 2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 
His6-Tag 6-facher Histidinanhang 
HPLC Hochdruckflüssigchromatographie 
HRP horse radish peroxidase (Meerrettichperoxidase) 
IAC Immunoaffinitätschromatographie 
IDA Iminodiessigsäure 
IFA Immunofluorezenzmikroskopische Analyse 
Ig Immunoglobulin 
IMAC Immobilisierte Metallionenaffinitätschromatographie 
IPTG Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid 
JA Jasmonsäure 
K2HPO4 Dikaliumhydrogenphosphat 
Kat Resistenzkategorie 1-5 
kb Kilobasenpaare 
KCl Kaliumchlorid 
Kd Dissoziationskonstante 
kDa Kilodalton 
KH2PO4 Kaliumdihydrogenphosphat 
Km Kanamycin oder Kanamycin-Resistenz 
KSA Kernel Screening Assay 
l Liter 
LB-Medium Luria Broth- Medium 
LPH murine Signalpeptidsequenz der schweren Kette des mAk24 
M Molar (mol/l) 
mAk Monoklonale Antikörper 
MCS multiple cloning site (multiple Klonierungsstelle) 
MEP 4-Mercapto-Ethyl-Pyridine 
MES 2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure 
mg Milligramm 
MgCl2 Magnesiumchlorid 
MgSO4 Magnesiumsulfat 
MIC minimal inhibitory concentration (Minimal inhibitorische Konzentration) 
min Minute 
Mio. Millionen 
ml Milliliter 
MM Aspergillus Minimal-Medium 
mM Millimol 
Mrd. Milliarden 
mRNA messenger RNA (Boten-RNA) 
MS Murashige und Skoog 
mV Millivolt 
MWCO Molecular Weight Cut Off (Moleküldurchgangsgröße) 
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N. benthamiana Nicotiana benthamiana 
N. tabacum Nicotiana tabacum 
Na2S2O5 Natriumdisulfit 
NaCl Natriumchlorid 
NaH2PO4 Natriumdihydrogenphosphat 
NaHCO3 Natriumcarbonat 
NaN3 Natriumazid 
NaOH Natriumhydroxid 
NBT p-Nitroblautetrazoliumblauchlorid 
NEB New England Biolabs 
ng Nanogramm 
NK Negativkontrolle 
nM Nanomol 
nm Nanometer 
NOR Norsolorinsäure 
nos Nopalin-Synthase 
nred nicht reduziert 
NTA Nitrilotriessigsäure 
NTB/BCIP Nitroblautetrazolium/5-Bromo-4-Chloro-3-Indolyl-Phosphat 
N-terminal Amino-terminal 
O2 Sauerstoff 
OD600nm optische Dichte bei 600 nm Wellenlänge 
Opera® Hochdurchsatz-Screening Platform mit konfokaler Detektionseinheit 
ori origin of replication 
p.a pro analysi (Synonym für Analysenqualität) 
PAA Polyacrylamid 
PAGE PAA-Gelelektrophorese 
pAk polykolonaler Antikörper 
PBS phosphate buffered saline (Phosphat-gepufferte Kochsalzlösung) 
PBS-T 0,05% (v/v) Tween-20 in 1x PBS 
PCR polymerase chain reaction (Polymerase-Kettenreaktion) 
PEG Polyethylenglycol 
pH negativer dekadischer Logarithmus der Wasserstoffionenkonzentration 
pI isoelektrischer Punkt 
PI Propidiumiodid 
PK Positivkontrolle 
pM Pikomol 
ppb parts per billion (Teile pro Milliarde) 
PR Pathogenesis-related protein 
pTF Plant Transformation Facility of University Iowa 
px
2
 Quadratpixel 
R Resistenzlevel 
RACE rapid amplification of cDNA ends 
RAG rabbit anti-goat (Kaninchen anti-Ziege) 
RA
His
 rabbit anti-His6-Tag (Kaninchen anti-His6-Tag) 
RAP resistance associated protein 
red reduziert 
rev reverse 
Rif Rifampicin oder Rifampicin-Resistenz 
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RIP ribosome inactivating protein 
RNA ribonucleic acid (Ribonukleinsäure) 
RNAi RNA-Interferenz 
RNase Ribonuklease 
ROS reactive oxygen species 
RPMI Zellkulturmedium (abgeleitet von Roswell Park Memorial Institute) 
RSA Rinderserumalbumin 
RT Raumtemperatur 
RuBisCO Ribulose-1,5-bisphosphat-carboxylase/-oxygenase Aktivase 
s Sekunden 
S. cerevisiae Saccharomyces cerevisiae 
SA Salicylsäure 
SAR scaffold attachment region 
scFv single-chain fragment variable (Einzelkettenantikörper aus VH und VL) 
SDS Natriumdodecylsulfat 
siRNA small interfering RNA 
Spec Spectinomycin oder Spectinomycin-Resistenz 
spp. Spezien 
ss single stranded (einzelsträngig) 
Strep Streptomycin oder Streptomycin-Resistenz 
SWOT/TOWS 
engl. Akronym für Strengths (Stärken), Weaknesses (Schwächen), 
Opportunities (Chancen) und Threats (Gefahren); Strategische Planung 
T Thymin (in Verbindung mit DNA) 
T. aestivium Triticum aestivum 
t0 vor Beginn der Inkubation 
T0 T0-Generation 
T1 T1-Generation 
Tag54 Tag54-Epitop 
Taq Thermus aquaticus 
TB Terrific Broth-Medium 
TBE Tris-Borat-EDTA-Puffer 
TEMED N,N,N',N'-Tetramethylethylendiamin 
TEV tobacco etch virus 
TG Trockengewicht 
Than Thanatin 
TL 5'-UTR des TEV 
Tris Tris(hydroxymethyl)-aminomethan 
Tween-20 Polyoxyethylen-sorbitan-monolaurat 
U unit (Einheit) 
U Uracil (in Verbindung mit RNA) 
Ü Überstand oder Rohextrakt 
üN über Nacht 
UpM Umdrehungen pro Minute 
UTR untranslated region 
UV Ultraviolett 
V Volt 
VH variable schwere Antikörperkette 
vir-gene Virulenzgene 
VL variable leichte Antikörperkette 
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Vol. Volumen 
W Watt 
Wch1 Chitinase Ib aus T. aestivum 
WT Wildtyp 
Z. mays Zea mays 
ZWF Zellwandfragmente 
ZWP Zellwandproteine 
 
Ein- und Dreibuchstabencode der kanonischen Aminosäuren  
Aminosäure Einbuchstabencode Dreibuchstabencode 
Alanin A Ala 
Arginin R Arg 
Asparagin N Asn 
Asparaginsäure D Asp 
Cystein C Cys 
Glutamin Q Glu 
Glutaminsäure E Gln 
Glyzin G Gly 
Histidin H His 
Isoleucin I Ile 
Leucin L Leu 
Lysin K Lys 
Methionin M Met 
Phenylalanin F Phe 
Prolin P Pro 
Serin S Ser 
Threonin T Thr 
Tryptophan W Trp 
Tyrosin Y Tyr 
Valin V Val 
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6.2 Oligonukleotide 
Tabelle 41: Übersicht der verwendeten Oligonukleotide 
Aufgelistet sind die verwendeten Oligonukleotide, deren Sequenz und Spezifität. Der Verwendungszweck ist in 
5‘-RACE-PCR (A), Gateway-Klonierung (B) und Sequenzierung (C) von Plasmiden bzw. dem Nachweis von 
Gensequenzen in transgenen Pflanzen und Organismen unterteilt. (+) = Plusstrang-Primer (repräsentiert den 
kodierenden DNA-Strang); (-) = Minusstrang-Primer (repräsentiert den nicht-kodierenden DNA-Strang). 
 
5‘-RACE-PCR (A) 
Name 
Verwendung bzw. 
Spezifität 
Sequenz (5'3') Richtung 
HR-IgG1 IgG1-spezifisch 
GTC GAC TCA TTT ACC AGG AGA 
GTG GGA GAG G 
(-) 
HR-IgG2A IgG2a-spezifisch 
GTC GAC TCA TTT ACC CGG AGT 
CCG GGA GAA G 
(-) 
HR-IgG2B IgG2b-spezifisch 
GTC GAC TCA TTT ACC CGG AGA 
CCG GGA GAT G 
(-) 
HR-IgG3 IgG3-spezifisch 
GTC GAC TCA TTT ACC AGG GGA 
GCG AGA CAG G 
(-) 
HR-MLCk2 
Kappa LC-
spezifisch 
CTC GAG TCA ACA CTC ATT CCT 
GTT GAA GCT CTT GAC 
(-) 
HR-MLCλ2+3 
Lambda LC 2 und 
3-spezifisch 
CTC GAG TCC AGA CTC TTC TCC 
ACA GTG TC 
(-) 
HR-MLCλ1+5 
Lambda LC 1 und 
5 -spezifisch 
CTC GAG TCT GGC AGC TGT AAC 
TGC TAT G 
(-) 
AS-Linker 
Linker-
oligonukleotid 
CTG CAG AAA GCT TGG TGG ATC 
CTA 
(+) 
AS-04 Adapterlinker 
TAG GAT CCA CCA AGC TTT CTG 
CAG 
(+) 
 
Gateway-Klonierung (B) 
Name 
Verwendung bzw. 
Spezifität 
Sequenz (5'-->3') Richtung 
attB1_GW_pUbi pUbi-spezifisch 
GGGG ACA AGT TTG TAC AAA AAA 
GCA GGC TTA GGG GCG CGC CGT 
TTG TGC AGC GTG A 
(+) 
attB1_GW_pA35S pA35S-spezifisch 
GGGG ACC ACT TTG TAC AAG AAA 
GCT GGG TGG TCA CTG GAT TTT 
GGT TTT AGG AA 
(-) 
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Sequenzierung (C) 
Name 
Verwendung bzw. 
Spezifität 
Sequenz (5'-->3') Richtung 
PS-5' 
pTRAkc-Vektoren, 
p35SS-spezifisch 
ATC CTT CGC AAG ACC CTT CCT CT (+) 
PS-3' 
pTRAkc-Vektoren, 
pA35S-spezifisch 
AGA GAG AGA TAG ATT TGT AGA 
GA 
(-) 
TL-5' TL-spezifisch CTC ACC CTG TTG TTT GGT (+) 
M13_for pCR2.1
®
-TOPO
®
  ACA CAG GAA ACA GCT ATG AC (+) 
M13_rev pCR2.1
®
-TOPO
®
  GTT GTA AAA CGA CGG CCA GT (-) 
qBARf 
Bialaophos-
spezifisch 
GCG GTC GTC CGT CCA CTC (+) 
qBARr 
Bialaophos-
spezifisch 
GCA CCA TCG TCA ACC CAC TAC (-) 
qHPTf 
Hygromycin-
spezifisch 
TGT TTA TCG GCA CTT TGC AC (+) 
qHPTr 
Hygromycin-
spezifisch 
CAA TAG GTC AGG CTC TCG CT (-) 
pUC_for pUC57 CGC CAG GGT TTT CCC AG (+) 
pUC_rev pUC57 GGA ATT GTG AGC GGA TAA C (+) 
UT_for pUBI-ABM CAC ACA ACC AGA TCT CCC (+) 
UT_rev pUBI-ABM GGG AGA TCT GGT TGT GTG (+) 
UR_for pUBI-ABM GTG TTA CTT CTG CAG GTA (+) 
NOST_rev NosT-spezifisch ATC GCA AGA CCG GCA ACA G (+) 
54_for Tag54-spezifisch CAA AGA CTG GGA GCA TTT (+) 
pTF_35S_for pTF101.1gw1 TGG TCT TCT GAG ACT GTA T (+) 
PVS1_rev pTF101.1gw1 GAC TTG TGC GAC ATG TCG (+) 
MS_Hyg_F1 
Hygromycin-
spezifisch 
GAT CGG ACG ATT GCG TCG CA (+) 
MS_Hyg_R1 
Hygromycin-
spezifisch 
TAT CGG CAC TTT GCA TCG GC (+) 
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6.3 Vektorkarten 
 
Abbildung 43: Schematische Darstellung der pCR2.1
®
-TOPO
®
 Vektorkarte 
Amp: Gen für Ampicillinresistenz; Km: Gen für Kanamycinresistenz; pUC ori: Replikationsursprung für 
E. coli; lac promotor: Promotor des β-Galactosidasegens; M13 forward/ reverse: M13 forward/ reverse 
Primerbindestelle; f1 ori: Replikationsursprung zur Produktion von ssDNA. 
 
Abbildung 44: Schematische Darstellung der pUC57 Vektorkarte 
bla: β-Lactamase Gen (Ampicillin- bzw. Carbenicillin-Resistenz in E. coli); rep(pMB1): Replikationsursprung 
für E. coli; lacz: 5’ Sequenz des lacZ Gens, welches den N-Terminus von β-Galactosidase kodiert; M13 
forward/ reverse: M13 forward/ reverse Primerbindestelle; MCS: Multiple Klonierungsstelle. 
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Abbildung 45: Schematische Darstellung der pET-22b(+) Vektorkarte  
Amp: Gen für Ampicillinresistenz; ColE1 ori: Replikationsursprung für E. coli; PlacZ: Promotor des β-
Galactosidasegens; pelB: Pectat-Lyase Signalsequenz für den Proteintransport ins bakterielle Periplasma. 
 
Abbildung 46: Schematische Darstellung des pTRAkc AFP-scFv Plasmides 
RK2 ori: Replikationsursprung des Vektors in A. tumefaciens; bla: β-Lactamase Gen (Ampicillin- bzw. 
Carbenicillin-Resistenz in E. coli bzw. A. tumefaciens); ColE1 ori: Replikationsursprung in E. coli; LB und RB: 
linke und rechte Bordersequenzen des Nopalin-Ti-Plasmids pTiT37; pAnos: Terminations- und 
Polyadenylierungssignal des Nopalinsynthasegens (nos) aus A. tumefaciens; nptII: Neomycin-
Phosphotransferase-Gen (Kanamycin-Resistenz in Pflanzen); Pnos: Promotor des Gens nos aus A. tumefaciens; 
SAR: scaffold attachment region (Breyne et al. 1992, Allen et al. 1996); P35SS: 35S Promotor des CaMV mit 
duplizierter Enhancer-Region; CHS: 5'-UTR der Chalkonsynthase aus Petroselinum (Reimold et al. 1983); 
LPH: kodonoptimierte Version der murinen Signalpeptidsequenz der schweren Kette des anti-TMV mAk24 
(Vaquero et al. 1999); AFP-scFv: Sequenz bestehend aus antifungalem Peptid und scFv; His6: His6-Tag zur 
Detektion und Reinigung des rekombinanten Proteins; pA35S: 3'-UTR des CaMV 35S Gens. 
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Abbildung 47: Schematische Darstellung der pTRAux Vektorkarte 
RK2 ori: Replikationsursprung des Vektors in A. tumefaciens; bla: β-Lactamase (Ampicillin- bzw. 
Carbenicillin-Resistenz in E. coli bzw. A. tumefaciens); ColE1 ori: Replikationsursprung des Vektors in E. coli; 
LB und RB: linke und rechte Bordersequenzen des Nopalin-Ti-Plasmids pTiT37; pAnos: Terminations- und 
Polyadenylierungssignal des Nopalinsynthasegens (nos) aus A. tumefaciens; Pnos: Promotor des Gens nos aus A. 
tumefaciens; SAR: scaffold attachment region (Breyne et al. 1992, Allen et al. 1996); Pubi: Ubiquitin-Promotor; 
Intron: Intronsequenz, TL: 5'-UTR des  tobacco etch virus (TEV, Carrington und Freed 1990); LPH: 
kodonoptimierte Version der murinen Signalpeptidsequenz der schweren Kette des anti-TMV mAk24 (Vaquero 
et al. 1999); GB-SBrfp: Sequenz bestehend GB-SBrfp; pA35S: 3'-UTR des CaMV 35S Gens. 
 
Abbildung 48: Schematische Darstellung der pTF101.1gw1 Vektorkarte 
attR1 und attR2: Modifizierte DNA-Sequenzen zur Rekombination mit attL im Bakteriophage Lambda 
Rekombinationssystem (Landy 1989); Cm: Gen für Chloramphenicol Resistenz; ccdB: Gen zur Inhibierung von 
E.coli-gryase; LB und RB: linke und rechte Bordersequenzen des Nopalin-Ti-Plasmids pTiT37; pVS1: Plasmid 
von Pseudomonas; Sp: Gen für Streptomycin Resistenz; Tvsp: 3’-Terminatorsequenz des vegetativen 
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Speicherproteins aus der Sojabohne; bar: Gen für Phosphinotrycin Resistenz (Herbizidresistenz); TL: 5'-UTR 
des tobacco etch virus (TEV, Carrington und Freed 1990); P35SS: 35S Promotor des CaMV mit duplizierter 
Enhancer-Region, pBR322: Vektor. 
 
Abbildung 49: Schematische Darstellung der pUBI-ABM Vektorkarte 
ColE1: Replikationsursprung für E.coli; Pubi: Ubiquitin Promoter; Intron: Intronsequenz; NOS-T: 
Terminatorsequenz des Nopalinsynthasegens; Amp: Gen für Ampicillin Resistenz; UF, UF1, UR: 
Primerbindestellen. 
 
Abbildung 50: Schematische Darstellung der p6int Vektorkarte 
pVS1 ori: Replikationsursprung; P35SS: 35S Promotor des CaMV mit duplizierter Enhancer-Region; hpt: Gen 
für Hygromycin Resistenz; T35S: Terminatorsequenz; LB und RB: linke und rechte Bordersequenzen des 
Nopalin-Ti-Plasmids pTiT37; ColE1: Replikationsursprung für E. coli; Sm/Sp: Gen für 
Streptomycin/Spectinomycin Resistenz; Pubi: Ubiquitin Promoter; Intron: Intronsequenz; Nos-T: 
Terminatorsequenz des Nopalinsynthasegens . 
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6.4 Nukleotid und Aminosäuresequenzen von AFP-, scFv und AFP-scFv 
Fusionen 
Nachfolgend sind die wichtigsten klonierten cDNA-Sequenzen einschließlich der 
verwendeten Signalpeptidsequenz in Nukleotid- und Aminosäuresequenz wiedergegeben. 
Durch Identifizierung der variablen Antikörperketten der murinen monoklonalen Antikörpern 
mAkAP3, mAkAF1 und mAkAP10 erfolgte die Generierung der korrespondierenden 
rekombinanten Antikörper scFvAP3, scFvAF1 und scFvAP10 (3.3) 
Erklärungen zur Symbolik: Signalpeptidsequenz; Restriktionsschnittstellen; 218*-Linker 
(Whitlow et al. 1993), mit dem Austausch eines Tyrosins zu Prolin; Tag54-„tag“; His6-
„tag“ 
Nukleotidsequenz des Signalpeptids LPH (Vaquero et al. 1999): 
ATGGAGTGGTCCTGGATCTTCCTCTTCCTCCTGAGCGGCACCGCCGGCGTGCACTCC 
 
Aminosäuresequenz des Signalpeptids LPH (Vaquero et al. 1999): 
MEWSWIFLFLLSGTAGVHS 
 
Nukleotidsequenz des Signalpeptids LPH*, mit dem Austausch eines Histidins zu Leucin: 
ATGGAGTGGAGTTGGATTTTCCTTTTTCTCCTGAGCGGAACAGCTGGTGTGTTGTCT 
 
Aminosäuresequenz des Signalpeptids LPH*, mit dem Austausch eines Histidins zu 
Leucin: 
MEWSWIFLFLLSGTAGVLS 
 
Nukleotidsequenz des scFvAP3: 
ATGGAGTGGTCCTGGATCTTCCTCTTCCTCCTGAGCGGCACCGCCGGCGTGCACTCC ATGGCAGAAGTCAAACTGCTG
GAATCGGGTGGCGGTCTCGTGCAACCTGGAGGCTCACTCAAACTGTCGTGTGCTGCGTCGGGCTTTGTCTTCTCAA
GGTACTGGATGTCCTGGGTGAGACAGGCTCCGGGCAAGGGACTCGAGTGGATAGGCGAAATTAATCGCGATTCTT
CTACTATTAATTACACACCTAGCCTGAAGGATAAGTTCATTATCAGTCGGGACAATGCCAAGAACACCCTTTATT
TGCAGATGAGCAAAGTGAGGAGTGAGGATACGGCTCTTTACTATTGCGCCAGACCGGACGGACCCAATGCTATGG
AGTACTGGGGTCAAGGGACCTCTGTGACGGTTTCCAGCGGTAACCACGGATCTACTTCAGGCTCCGGAAAGCCAG
GTCCTGGAGAGGGCAGCACAAAAGGCGCGCACGATATTGTTATGACTCAGTCTCATAAGTTCATGAGCACAAGTG
TTGGCGATCGCGTCTCAATCACCTGTAAAGCGTCGCAGGACGTGTCTATAGCTGTTGCCTGGTATCAGCAAAAGCC
AGGTCAATCCCCTAAACTCCTGATCTACTCGGCTTCTTATCGCTTCACTGGGGTTCCAGATCGGTTTACCGGATCA
GGTTCCGGGACGGACTTCACTTTTACAGTCAGTTCGGTGCAAGCAGAAGACTTGGCGGTCT ACTATTGTCAGCAG
CATCATAGCATCCCGTGGACCTTCGGTGGTGGAACAAAATTGGAGATAAAGGCGGCCGCGAAGCACATCAAAGAC
TGGGAACATTTGGAGGAGTTCCACCATCACCATCACCATTGA 
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Aminosäuresequenz des scFvAP3: 
MEWSWIFLFLLSGTAGVHSMAEVKLLESGGGLVQPGGSLKLSCAASGFVFSRYWMSWVRQAPGKGLEWIGEINRDS
STINYTPSLKDKFIISRDNAKNTLYLQMSKVRSEDTALYYCARPDGPNAMEYWGQGTSVTVSSGNHGSTSGSGKPG
PGEGSTKGAHDIVMTQSHKFMSTSVGDRVSITCKASQDVSIAVAWYQQKPGQSPKLLIYSASYRFTGVPDRFTGSGS
GTDFTFTVSSVQAEDLAVYYCQQHHSIPWTFGGGTKLEIKAAAKHIKDWEHLEEFHHHHHH* 
 
Nukleotidsequenz des scFvAF1: 
ATGGAGTGGTCCTGGATCTTCCTCTTCCTCCTGAGCGGCACCGCCGGCGTGCACTCC ATGGCAGAAGTCAAACTCCTG
GAAAGCGGTGGGGGATTGGTTCAGCCTGGGGGCAGCCTCAAACTGTCGTGTGCGGCGAGCGGATTTGATTTCAGC
CGCTACTGGATGAGTTGGGTCCGGCAGGCTCCAGGCAAGGGACTTGAGTGGATAGGCGAAATTAATCCGGACTCT
TCTACTATTAATTATAGTCCCTCGTTGAAGGATAAGTTCATTATCTCGAGGGACAATGCCAAGTCTACTCTCAAT
CTGCAGATGAACAAAGTGAGAAGCGAGGATACAGCTCTCTACTATTGCGCCAGGCCTAGAGGATACTATGCTATG
GATTACTGGGGTCAAGGGACCTCTGTGACGGTTTCCAGCGGTAACCACGGATCTACCTCAGGCTCCGGAAAGCCAG
GTCCTGGGGAAGGCAGCACGAAAGGCGCGCACGATATCGTTATGACCCAGAGTCATAAGTTCATGAGCACGAGTG
TCGGCGATCGCGTGTCAATCACATGTAAAGCGTCCCAAGACGTTAATATAGCTGTCGCCTGGTACCAGCAAAAGC
CGGGACAGTCACCGAAACCCCTCATCTACTCGGCTTCTTACCAATATCCAGGGGTCCCTGATAGATTCACTGGATC
AGGTTCCGGGACAGACTTCACTTTTACAATCTCCGGCGTGCAAGCAGAGGACCTTGCGGTTTATTTTTGCCAACAG
CACTTCAGCATACCCTGGACATTCGGTGGTGGAACAAAACTGGAGATAAAAGCGGCCGCTAAGCACATCAAAGAC
TGGGAGCATTTGGAGGAATTTCACCATCACCATCACCATTGA 
 
Aminosäuresequenz von scFvAF1: 
MEWSWIFLFLLSGTAGVHSMAEVKLLESGGGLVQPGGSLKLSCAASGFDFSRYWMSWVRQAPGKGLEWIGEINPDS
STINYSPSLKDKFIISRDNAKSTLNLQMNKVRSEDTALYYCARPRGYYAMDYWGQGTSVTVS SGNHGSTSGSGKPG
PGEGSTKGAHDIVMTQSHKFMSTSVGDRVSITCKASQDVNIAVAWYQQKPGQ SPKPLIYSASYQ YPGVPDRFTGSGS
GTDFTFTISGVQAEDLAVYFCQQHFSIPWTFGGGTKLEIK AAAKHIKDWEHLEEFHHHHHH* 
 
Nukleotidsequenz des scFvAP10: 
ATGGAGTGGTCCTGGATCTTCCTCTTCCTCCTGAGCGGCACCGCCGGCGTGCACTCC ATGGCAGATGTCCAGCTTGTT
GAGTCAGGAGGTGGTCTCGTCCAGCCCGGAGGCAGCAGAAAACTGTCGTGTGCGGCGTCAGGGTTCACTTTCTCTT
CATTTGGTATGCATTGGGTCCGCCAGGCACCTGAGAAGGGACTTGAATGGGTGGCGTACATAAATGGCGGAAGTG
GTACCATCTACTATGCTGATACGGTTAAAGGGCGGTTCACTATTTCTAGGGACAATCCGAGAAACACACTCTTCC
TCCAGATGACCTCACTCAGGTCCGAGGATACAGCTATGTACTATTGCGCCAGAGGTGGGGATGACCCCTTCGCCTA
CTGGGGCCAAGGAACTCTGGTGACAGTTTCAGGTAACCACGGAAGTACCTCGGGTTCTGGGAAGCCAGGCCCTGG
AGAAGGTTCCACGAAAGGCGCGCACGACATACAGATGACTCAAAGCCCATCCAGCCTCAGTGCGTATCTGGGCGA
TAAGGTCACTATCACATGTATGGCTAGCCAGGACATTAATAACCATATCGCCTGGTACCAACTTAAGCCAGGGAA
AGGCCCTCGCCTCCTGATTCACTATACCTCGACGTTGCATCCGGGCATCCCCTCTCGCTTCTCAGGCTCTG GTAGCG
GAAGAGATTACAGTTTTTCGATCTCTGATTTGGAGCCTGAAGACATAGCAACATATTATTGCTTGCAGTACGATA
ACCTTCGGACATTCGGGGGTGGGACTAAGTTGGAAATCAAAGCGGCCGCGCTAAGCACATCAAAGACTGGGAGCA
TTTGGAGGAATTTCACCATCACCATCACCATTGA 
 
Aminosäuresequenz des scFvAP10: 
MEWSWIFLFLLSGTAGVHSMADVQLVESGGGLVQ PGGSRKLSCAASGFTFSSFGMHWVRQAPEKGLEWVAYINGG
SGTIYYADTVKGRFTISRDNPRNTLFLQMTSLRSEDTAMYYCARGGDDPFAYWGQGTLVTVS GNHGSTSGSGKPGP
GEGSTKGAHDIQMTQSPSSLSAYLGDKVTITCMASQDINNHIAWYQLKPGKGPRLLIHYTSTLHPGIPSRFSGSGSGR
DYSFSISDLEPEDIATYYCLQYDNLRTFGGGTKLEIKAAAKHIKDWEHLEEFHHHHHH* 
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Nukleotidsequenz der Chitinase Wch1 (Liao et al. 1994): 
ATGGAGTGGTCCTGGATCTTCCTCTTCCTCCTGAGCGGCACCGCCGGCGTGCACTCC ATGGCAGATGGAGCAGTGCGG
CTCGCAGGCCGGCGGGGCGACGTGCCCCAACTGCCTCTGCTGCAGCAAGTTCGGCTTCTGCGGCTCCACCTCCGAC
TACTGCGGCAACGGCTGCCAGAGCCAGTGCAACGGCTGCAGCGGCGGCGGCACCCCGGTACCGGTACCGACCCCCA
CCGGCGGCGGCGTGTCCTCCATTATCTCGCAGTCGCTCTTCGACCAGATGCTGCTGCACCGCAACGATGCGGCGTG
CCAGGCCAAGGGGTTCTACAACTACGGCGCCTTTGTAGCCGCCGCCAACTCGTTCTCGGGCTTCGCGACCACGGGT
GGCGCCGACGTCAGGAAGCGCGAGGTGGCCGCGTTCCTCGCTCAGACCTCCCACGAGACCACCGGCGGGTGGCCAA
CGGCGCCCGACGGCCCCTACTCGTGGGGCTACTGCTTCAACCAGGAGCGCGGCGCCGCCTCCGACTACTGCTCGCCG
AACTCACAGTGGCCGTGCGCGCCGGGCAAGAAGTACTTCGG GCGCGGGCCCATCCAGATCTCATACAACTACAACT
ACGGGCCGGCTGGGCGGGCCATCGGGACCGACCTGCTCAACAACCCGGACCTCGTGGCGACGGATGCGACCGTGTC
GTTTAAGACGGCGCTGTGGTTCTGGATGACGCCGCAGTCACCTAAACCTTCGAGCCACGACGTGATTACGGGCCGG
TGGAGCCCCTCGGGCGCCGACCAGGCGGCGGGGAGGGTGCCTGGGTACGGTGTGATCACTAACATCATC AACGGTG
GGCTCGAGTGCGGGCGCGGGCAGGACGGCCGTGTTGCCGACCGGATCGGGTTCTACAAGCGCTACTGCGACCTACT
CGGCGTCAGCTACGGCGACAACCTGGACTGCTACAACCAGAGGCCGTTCGCCGTCGACGCGGCCGCGAAGCACATC
AAAGAATGGGAGCATCTGGAGGAATTTCACCATCACCATCACCATTGA 
 
Aminosäuresequenz der Chitinase Wch1 (Liao et al. 1994): 
MEWSWIFLFLLSGTAGVHSMEQCGSQAGGATCPNCLCCSKFGFCGSTSDYCGNGCQ SQCNGCSGGGTPVPVPTPTG
GGVSSIISQSLFDQMLLHRNDAACQAKGFYNYGAFVAAANSFSGFATTGGADVRKREVAAFLAQTSHETTGGWPTA
PDGPYSWGYCFNQERGAASDYCSPNSQWPCAPGKKYFGRGPIQISYNYNYGPAGRAIGTDLLNNPDLVATDATVSF
KTALWFWMTPQSPKPSSHDVITGRWSPSGADQAAGRVPGYGVITNIINGGLECGRGQDGRVADRIGFYKRYCDLLG
VSYGDNLDCYNQRPFAVDAAAKHIKEWEHLEEFHHHHHH* 
 
Nukleotidsequenz von Thanatin (Fehlbaum et al. 1996): 
GGATCAAAGAAACCAGTTCCTATTATCTACTGCAATAGGAGAACCGGCAAGTGCCAGAGGATG 
 
Aminosäuresequenz von Thanatin (Fehlbaum et al. 1996): 
GSKKPVPIIYCNRRTGKCQRM 
 
Nukleotidsequenz des (G4S)2-Linkers: 
GGTGGAGGCGGATCTGGTGGCGGTGGAAGC 
 
Aminosäuresequenz des (G4S)2-Linkers: 
GGGGSGGGGS 
Nukleotidsequenz der Thanatin-Fusionskonstrukte: 
ATGGAGTGGAGTTGGATTTTCCTTTTTCTCCTGAGCGGAACAGCTGGTGTGTTGTCT ATGGGATCAAAGAAACCAGT
TCCTATTATCTACTGCAATAGGAGAACCGGCAAGTGCCAGAGGATGGTCGACGGCGGAGGTGGGTCCGGCGGAGG
TGGGAGCGCCATGGCT 
 
Aminosäuresequenz der Thanatin-Fusionskonstrukte: 
MEWSWIFLFLLSGTAGVLSMGSKKPVPIIYCNRRTGKCQRMVDGGGGSGGGGSAMA 
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Nukleotidsequenz der Chitinase-Fusionskonstrukte: 
ATGGAGTGGTCCTGGATCTTCCTCTTCCTCCTGAGCGGCACCGCCGGCGTGCACTCC ATGGAGCAGTGCGGCTCGCAG
GCCGGCGGGGCGACGTGCCCCAACTGCCTCTGCTGCAGCAAGTTCGGCTTCTGCGGCTCCACCTCCGACTACTGCG
GCAACGGCTGCCAGAGCCAGTGCAACGGCTGCAGCGGCGGCGGCACCCCGGTACCGGTACCGACCCCCACCGGCGG
CGGCGTGTCCTCCATTATCTCGCAGTCGCTCTTCGACCAGATGCTGCTGCACCGCAACGATGCGGCGTGCCAGGCC
AAGGGGTTCTACAACTACGGCGCCTTTGTAGCCGCCGCCAACTCGTTCTCGGGCTTCGCGACCACGGGTGGCGCCG
ACGTCAGGAAGCGCGAGGTGGCCGCGTTCCTCGCTCAGACCTCCCACGAGACCACCGGCGGGTGGCCAACGGCGCC
CGACGGCCCCTACTCGTGGGGCTACTGCTTCAACCAGGAGCGCGGCGCCGCCTCCGACTACTGCTCGCCGAACTCA
CAGTGGCCGTGCGCGCCGGGCAAGAAGTACTTCGGGCGCGGGCCCATCCAGATCTCATACAACTACAACTACGGGC
CGGCTGGGCGGGCCATCGGGACCGACCTGCTCAACAACCCGGACCTCGTGGCGACGGATGCGACCGTGTCGTTTAA
GACGGCGCTGTGGTTCTGGATGACGCCGCAGTCACCTAAACCTTCGAGCCACGACGTGATTACGGGCCGGTGGAGC
CCCTCGGGCGCCGACCAGGCGGCGGGGAGGGTGCCTGGGTACGGTGTGATCACTAACATCATC AACGGTGGGCTCG
AGTGCGGGCGCGGGCAGGACGGCCGTGTTGCCGACCGGATCGGGTTCTACAAGCGCTACTGCGACCTACTCGGCGT
CAGCTACGGCGACAACCTGGACTGCTACAACCAGAGGCCGTTCGCCGTCGACGGCGGAGGTGGGTCCGGCGGAGGT
GGGAGCGCCATGGCT 
 
Aminosäuresequenz der Chitinase-Fusionskonstrukte: 
MEWSWIFLFLLSGTAGVHSMEQCGSQAGGATCPNCLCCSKFGFCGSTSDYCGNGCQ SQCNGCSGGGTPVPVPTPTG
GGVSSIISQSLFDQMLLHRNDAACQAKGFYNYGAFVAAANSFSGFATTGGADVRKREVAAFLAQTSHETTGGWPTA
PDGPYSWGYCFNQERGAASDYCSPNSQWPCAPGKKYFGRGPIQISYNYNYGPAGRAIGTDLLNNPDLVATDATVSF
KTALWFWMTPQSPKPSSHDVITGRWSPSGADQAAGRVPGYGVITNIINGGL ECGRGQDGRVADRIGFYKRYCDLLG
VSYGDNLDCYNQRPFAVDGGGGSGGGGSAMA 
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